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RESUME 
Déterminants structuraux de la reconnaissance spécifique de l’ADN par le domaine THAP de 
hTHAP1 et implications dans la dystonie DYT6 
 Au début des années 2000, l’équipe de biologie vasculaire de l’IPBS a identifié une nouvelle 
famille de facteurs nucléaires, la famille des protéines THAP. Toutes ces protéines renferment un 
domaine de 90 acides aminés nommé domaine THAP. Afin d’appréhender la structure et la fonction de 
cette nouvelle famille de protéines, la protéine hTHAP1 a été considérée comme le membre prototype 
de cette nouvelle famille. Son domaine THAP est un domaine de liaison à l’ADN séquence spécifique 
dépendant du zinc nécessaire pour la fonction de facteur de transcription de hTHAP1. Afin de 
comprendre comment ce nouveau type de domaine reconnaît spécifiquement l’ADN, des études 
structurales ont été initiées par Résonance Magnétique Nucléaire en solution. Ainsi, la structure en 
solution du domaine THAP de la protéine hTHAP1 a été résolue par RMN et révèle un motif en doigt de 
zinc atypique caractérisé par une coordination du zinc de type C2CH présentant une longue insertion 
entre les deux paires de ligand du zinc et adoptant un repliement de type βαβ. L’étude de son 
interaction spécifique avec l’ADN a aussi été appréhendée et un modèle d’interaction a été proposé.  
Cependant, ce modèle ne permettait pas d’expliquer la reconnaissance spécifique de l’ADN observée. 
La structure RMN du complexe formé par le domaine THAP de hTHAP1 et sa cible ADN, issue du 
promoteur du gène RRM1 (gène cible de hTHAP1) a été résolue par RMN. Le domaine THAP utilise 
son feuillet β et certaines boucles exposées au solvant (N-terminale, L3, L4) pour reconnaître la 
séquence consensus 5’-TXXGGGCA-3’ en combinant une interface de reconnaissance dans le grand 
sillon et une interface dans le petit sillon. La structure du complexe hTHAP1-RRM1 permet de 
comprendre comment le domaine THAP reconnaît spécifiquement l’ADN. 
Plus récemment, des mutations ont été identifiées sur la séquence codant pour le gène de  
hTHAP1 dans les génomes des patients atteints par la dystonie DYT6, une maladie neurodégénérative 
cliniquement caractérisée par l’apparition de postures et de mouvements incontrôlés. Près de quarante 
mutations ont été identifiées sur la séquence du gène hTHAP1 chez des patients nord américains ou 
européens. Certaines de ces mutations sont des mutations ponctuelles situées sur la région codante 
pour le domaine THAP de hTHAP1. Il a été proposé que l’apparition de la maladie soit due à une 
dérégulation transcriptionnelle dans les neurones provoquée par la perte de fonction de hTHAP1. 
Cependant, la structure du complexe hTHAP1-ADN ne permet pas de comprendre l’effet de ces 
mutations ponctuelles du domaine THAP sur l’activité spécifique de liaison à l’ADN. La caractérisation 
biochimique des mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1 montrent que ces mutations 
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I- Les interactions protéines-ADN : Comment se met en place la 
reconnaissance spécifique? 
Les interactions entre les protéines et les acides nucléiques sont impliquées dans des phénomènes 
cruciaux pour la vie de la cellule tels que la réplication de l’ADN, la réparation de l’ADN, la transcription, 
la traduction et la maturation des ARN. Nous nous intéresserons plus particulièrement aux interactions 
protéine-ADN, en laissant de coté les interactions protéines-ARN. La reconnaissance protéine-ADN  
sera principalement utilisée dans la réplication de l’ADN, dans le maintien de l’intégrité du génome,  
dans la transcription et la régulation de la transcription. Des dérégulations dans le fonctionnement de 
ces interactions sont souvent à l’origine de désordre au sein de la cellule amenant à l’apparition de 
certaines maladies. Nous nous intéresserons plus particulièrement à l’une des classes les plus 
importantes de protéines liant l’ADN, les facteurs de transcription. Ces protéines vont , dans la plupart 
des cas, reconnaître de façon spécifique une séquence d’ADN sur un promoteur et être à l’origine d’une 
régulation transcriptionnelle. Les facteurs de transcription ont une organisation modulaire et sont 
généralement composés d’un domaine de liaison à l’ADN et d’un ou plusieurs autres domaines 
spécialisés dans le recrutement de partenaires protéiques agissant sur la régulation de la transcription. 
Chaque domaine de liaison à l’ADN assure le ciblage de la régulation transcriptionnelle et il est donc 
caractérisé par une sélectivité dans le choix de sa cible ADN. Ce ciblage permet de choisir les différents 
gènes soumis à cette régulation. Dans ce chapitre, une description détaillée des mécanismes 
moléculaires impliqués dans la mise en place des interactions protéine-ADN spécifiques est présentée.    
I-1- Présentation des deux partenaires 
I-1-A- L’hélice d’ADN : caractéristiques moléculaires 
Contrairement à l’ARN, la molécule d’ADN est composée de deux brins complémentaires qui 
permettent la formation d’une double hélice d’ADN. Cette double hélice peut adopter des conformations 
différentes en fonction de la composition en nucléotides ainsi que du degré d’hydratation et de la salinité 
du milieu. Il existe trois conformations régulières pour l’ADN, la forme A, la forme B et la forme Z qui 
diffèrent dans leurs paramètres hélicoïdaux. La forme B est la forme majoritaire retrouvée in vivo. Cette 
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forme est retrouvée dans une solution qui présente 90% d’humidité et une faible salinité. Elle 
correspond à la forme décrite par Watson et Crick en 1953 (Watson and Crick, 1953).   
 
Figure1 : Structure de la double hélice d’ADN de forme B. 
Structure cristallographique résolue avec 1.60Å de résolution. (Narayana and Weiss, 2009) 
 
La double hélice d’ADN s’enroule sur la droite et présente environ 10 paires de bases par tour. 
Le pas de l’hélice est de 34 Å et son diamètre est de 24 Å (Figure 1). Dans la cellule, la conformation de 
l’ADN est légèrement plus compacte et comporte environ 10,4 paires de bases par tour et les plans 
successifs de paires de bases sont séparés de 3,4 Å. La forme B de l’ADN est caractérisée par des 
bases qui sont tournées vers l’intérieur de l’hélice et adoptent une conformation anti. Ces bases sont 
associées par paires, adénine-thymine et guanine-cytosine, liées par des interactions faibles de type 
liaisons hydrogène. Le couple AT renferme deux liaisons hydrogène et le couple GC comporte trois 
liaisons hydrogène.  Les bases sont reliées les unes aux autres sur un même brin grâce au squelette 2’-
désoxyribose-phosphate orienté vers l’extérieur de l’hélice. Dans la forme B de l’ADN, le 2’-
désoxyribose adopte une conformation C2’ endo  et des angles de torsion caractéristiques des liaisons 
covalentes formant le squelette ribose phosphate ont été définis. Une caractéristique importante de la 
double hélice d’ADN de forme B est son asymétrie,  elle présente un grand sillon large (12Å) et un petit 
sillon étroit (6Å), les deux sillons étant peu profonds. Pour pouvoir reconnaître spécifiquement une 
séquence d’ADN, une protéine devra donc être capable de venir contacter des groupements chimiques 
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des bases à l’intérieur des sillons de la double hélice. Il est aussi important de noter qu’une paire de 
bases donnée ne présentera pas les mêmes groupements chimiques dans l’interface grand sillon et 
dans l’interface petit sillon. Le grand sillon qui apparaît plus large que le petit sillon semble plus adapté 
pour une compatibilité avec les éléments de structure secondaire de la protéine.  
L’adénine et la guanine sont des bases puriques et sont formées par le même noyau 
aromatique purique alors que la cytosine et la thymine sont des bases pyrimidiques formées sur la base 
du noyau aromatique pyrimidique. Les paires de bases de l’ADN mettent à disposition des groupements 
chimiques qui pourront être reconnus par les protéines dans le grand sillon et le petit sillon de l’ADN ; 
on parle de lecture directe de l’ADN. La protéine pourra donc établir des liaisons hydrogène ou des 
contacts hydrophobes avec les bases. Ces interactions sont déterminantes pour la spécificité de 
reconnaissance puisqu’elles ne sont corrélées qu’à la séquence nucléotidique de l’ADN.    
 
Figure 2 : Distribution des groupements donneurs et accepteurs de liaisons hydrogène sur les paires de 
bases de l’ADN.  
A = accepteur et D = donneur 
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Dans le grand sillon, la paire de bases guanine-cytosine met à disposition deux accepteurs de 
liaisons hydrogène au niveau des atomes N7 et O6 de la guanine et un donneur de liaison hydrogène 
au niveau du groupement 4-NH2 de la cytosine. Pour la paire de bases adénine-thymine, les possibilités 
sont différentes puisque l’on retrouve un accepteur, l’atome N7, et un donneur de liaison hydrogène sur 
le groupement 6-NH2 de l’adénine. Enfin, dans le grand sillon, la thymine expose l’atome 04 accepteur 
de liaison hydrogène ainsi qu’un groupement méthyle qui pourra donner des interactions hydrophobes 
avec la protéine. Dans le petit sillon, la paire de bases guanine-cytosine  présente trois possibilités de 
liaisons hydrogène (deux accepteurs : N3 de la guanine et 02 de la cytosine et un donneur par 
l’intermédiaire du groupement 2-NH2 de la guanine) alors que la paire de bases adénine-thymine ne 
propose que deux accepteurs de liaisons hydrogène, l’atome N3 de l’adénine et l’atome O2 de la 
thymine (Figure 2). La guanine est donc la seule base proposant un groupement accepteur dans le petit 
sillon. En revanche, dans le grand sillon, le profil des sites accepteurs et donneurs diffère pour chaque 
paire de bases, le grand sillon apparaît donc comme le meilleur candidat pour une reconnaissance 
spécifique (Garvie and Wolberger, 2001). Il est aussi important de noter que les paires de bases 
adénine-thymine et thymine-adénine proposent les mêmes groupements accepteurs et donneurs mais 
ceux-ci ne sont pas agencés de la même façon dans l’espace. La spécificité de l’ADN réside donc dans 
la séquence nucléotidique qui est due à une combinaison de quatre paires de bases : A/T, T/A, G/C et 
C/G.  
En résumé, la molécule d’ADN apparaît comme une molécule hélicoïdale poly-anionique bien 
structurée offrant des groupements chimiques accessibles dans les interfaces grand sillon et petit sillon 
de cette hélice. La nature des groupements chimiques disponibles ne sera fonction que de la séquence 
en nucléotides. D’autre part, le squelette 2’-désoxyribose-phosphate offre aussi d’autres groupements 
chimiques disponibles mais qui ne dicteront pas la spécificité de reconnaissance.  
I-1-B- Caractéristiques générales des domaines de liaison à l’ADN 
Les facteurs de transcription ont une organisation modulaire et sont composés d’au moins deux 
domaines fonctionnels (Kadonaga, 2004) : un domaine de liaison à l’ADN dont la fonction est d’assurer 
l’ancrage de la protéine sur une cible ADN spécifique et un domaine dit de trans-effecteur (Lemon and 
Tjian, 2000) qui permet via des interactions protéine-protéine d’activer ou de réprimer l’activité de 
transcription au niveau d’un gène. Cette organisation modulaire a été mise en évidence dans les 
années 1980, avec l’étude du facteur de transcription GAL4 de la levure. En effet, il a été montré que si 
 8 
INTRODUCTION 
l’on fusionnait le domaine de liaison à l’ADN du facteur de transcription LexA au domaine trans-effecteur 
de GAL4, la protéine de fusion est capable d’activer la transcription après fixation sur un site LexA 
(Brent and Ptashne, 1985). De même, la protéine de fusion GAL4-VP16 est capable de se lier 
spécifiquement à l’ADN et d’activer la transcription via le domaine activateur de VP16 (Sadowski et al., 
1988). Ainsi, sur ces quelques exemples bien caractérisés, une règle générale a pu être énoncée : les 
propriétés de liaison à l’ADN et de régulation de l’expression des gènes sont dissociées dans les 
facteurs de transcription.   
 Il existe une grande diversité de repliements associée à une activité de liaison à l’ADN 
spécifique, cependant ils partagent certaines caractéristiques générales.  
Le domaine de liaison à l’ADN est généralement petit, de 30 à 300 résidus d’acides aminés, et 
présente un caractère basique (pI > 7) en accord avec la reconnaissance de l’ADN qui demeure un 
polymère poly-anionique. Les domaines de liaison à l’ADN doivent être capables de reconnaître des 
groupements chimiques précis sur les bases de l’ADN grâce à une complémentarité chimique. Les 
parties qui vont donc contacter l’ADN sont généralement bien structurées dans les structures de 
complexes protéine-ADN décrites dans la littérature. Nous allons voir, par la suite, que la 
reconnaissance dans le grand sillon est souvent assurée par une hélice α ou un feuillet β. Cependant, 
en solution, les domaines de liaison à l’ADN sont souvent des molécules relativement flexibles et nous 
verrons que cette flexibilité va se réduire au contact de l’ADN.  
I-2- Les contacts observés dans la reconnaissance protéine-ADN 
 Les contacts observés au sein des interfaces protéine-ADN peuvent être de différentes natures. 
Parmi ceux-ci, on observe des contacts non spécifiques mettant en jeu la protéine et le squelette 2’-
désoxyribose-phosphate de l’ADN et des contacts dits spécifiques entre la protéine et les bases de 
l’ADN. N’oublions pas que la cellule est un environnement aqueux, et les ions et l’eau peuvent être 
impliqués dans certains types de contacts, on parle de contacts relayés par une molécule d’eau. Dans 
la majorité des interfaces protéine-ADN, on observe une combinaison de ces différentes classes de 





I-2-A- Les contacts avec le squelette 2’-désoxyribose-phosphate 
 Le squelette 2’-désoxyribose-phosphate de l’ADN est composé par un enchaînement de 2’-
désoxyribose relié par des groupements phosphates. Cet enchaînement est directionnel et permet de 
définir la séquence de l’ADN généralement lue de 5’ vers 3’. Deux caractéristiques majeures en 
découlent, il est chargé négativement par les groupements phosphates et présente aussi des 
groupements hydroxyles sur les oses, ce qui permet la mise en place d’interactions polaires. De plus, 
dans le cas de l’ADN, le sucre est un 2’-désoxyribose, la position 2’ n’étant pas hydroxylée, elle peut 
être le siège d’interactions non polaires.  
Les contacts entre la protéine et le squelette 2’désoxyribose-phosphate représentent la majorité 
des contacts observés dans les interfaces protéine-ADN (Luscombe et al., 2001). Il semblerait que ces 
contacts soient impliqués dans la stabilité des complexes protéine-ADN et non dans la spécificité de 
reconnaissance. Ces contacts sont essentiels pour le positionnement de la protéine sur la double hélice 
d’ADN afin que la protéine puisse par la suite établir des contacts avec les bases de l’ADN qui 
déterminent la spécificité de reconnaissance (Pabo and Sauer, 1992).   
Dans la plupart des cas, ce sont les atomes d’oxygène des groupements phosphates, chargés 
négativement, qui sont contactés par la protéine. Une grande variété de contacts a pu être observée et 
il semble que tous les résidus basiques ou polaires peuvent contacter les groupements phosphates. 
Evidemment, les résidus acides comme l’acide aspartique ou l’acide glutamique sont moins 
fréquemment retrouvés dans ce type d’interaction à cause de leur charge négative qui provoque une 
répulsion électrostatique. Cependant, ce genre d’acides aminés peut établir des contacts avec 
d’éventuels cations divalents, Mg2+ ou Ca2+, préalablement liés par les groupements phosphates. Les 
acides aminés basiques (arginine et lysine) sont impliqués dans de nombreux contacts électrostatiques 
avec les groupements phosphates du squelette de l’ADN. Cependant, il semblerait que la longueur et la 
flexibilité de leurs chaînes latérales soient défavorables pour ce genre d’interaction.  Dans de nombreux 
cas, les acides aminés polaires à chaîne courte (sérine, thréonine, asparagine et glutamine) ainsi que 
les fonctions NH amides du squelette protéique sont impliqués dans des contacts avec les groupements 
phosphates de l’ADN. Ces contacts apparaissent plus stéréospécifiques de part la faible flexibilité des 
chaînes latérales courtes (Pabo and Sauer, 1992). Il n’est donc pas surprenant de noter que la majorité 
des liaisons hydrogène établies par la sérine et la thréonine se fasse avec les groupements phosphates 
(Luscombe et al., 2001).  
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De nombreux contacts entre acides aminés polaires et groupements phosphates font intervenir 
des molécules d’eau. Une molécule d’eau a deux positions donneuses de liaisons hydrogène et deux 
positions accepteuses de liaisons hydrogène orientées de façon tétraédrique, elle est donc le relais 
idéal pour médier des interactions polaires entre la protéine et l’ADN. Du fait de sa symétrie, une 
molécule d’eau faisant au moins trois liaisons hydrogène sera considérée comme médiant des contacts 
spécifiques. Cependant, 70% des molécules d’eau impliquées dans des contacts au sein des interfaces 
protéine-ADN sont impliquées dans des contacts entre acides aminés et groupements phosphates 
(Luscombe et al., 2001) (Figure 3).   
 
 
Figure 3 : Contacts médiés par l’eau dans les interfaces protéine-ADN 
Exemple de molécules d’eau jouant le rôle de lien entre un résidu Asparagine et les groupements phosphates de l’ADN, 
code PDB 3jxb. Le groupement amine de la chaîne principale contacte aussi un atome d’oxygène d’un groupement 
phosphate.  
Outre des interactions électrostatiques, le squelette 2’-désoxyribose-phosphate peut aussi être 
impliqué dans d’autres types de liaisons. Certaines interactions hydrophobes ont été décrites entre des 
chaînes latérales issues de résidus hydrophobes et les sucres. Elles représentent un complément des 
interactions polaires et permettent aussi de positionner la protéine sur l’ADN afin de faciliter la mise en 
place de la reconnaissance spécifique.   
 11 
INTRODUCTION 
I-2-B- Les contacts avec les bases 
Dans la plupart des cas, la double hélice d’ADN adopte une conformation B et le squelette de 
l’ADN est similaire quelle que soit la partie de l’hélice. La séquence nucléotidique est, par conséquent, 
l’élément déterminant pour la spécificité d’un ADN donné.  
Après avoir fait l’inventaire des groupements fonctionnels présents sur les différentes paires de 
bases (Partie I-A), on est en droit de se demander si ces sites seront reconnus par des acides aminés 
particuliers? Depuis une trentaine d’année, différents travaux ont été menés afin d’identifier un « code 
de reconnaissance », c'est-à-dire une correspondance entre une chaîne latérale d’un acide aminé 
donné et une base donnée de l’ADN (Pabo and Sauer, 1984). Néanmoins, cette étude a montré que le 
code de reconnaissance protéine-ADN est dégénéré, c'est-à-dire que chaque base peut être reconnue 
par différents acides aminés et que chaque acide aminé peut lier différentes bases. On parlera plutôt de 
code de reconnaissance semi probabiliste (Benos et al., 2002) supporté par des travaux de différents 
groupes (Matthews, 1988, Pabo and Sauer, 1992, Suzuki et al., 1995, Pabo and Nekludova, 2000, 
Luscombe et al., 2001) (Tableau 1). 
 
Tabeau 1 : Code de reconnaissance semi probabiliste 
Préférences dans les interactions entre les chaînes latérales des acides aminés et les bases de l’ADN (Luscombe et al., 
2001) 
 
Parmi les bases, la guanine est celle qui est impliquée dans le plus grand nombre de liaisons 
hydrogène avec les protéines. Elle sera principalement contactée par les chaînes latérales basiques de 
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l’arginine, de la lysine et de l’histidine qui viendront se positionner sur le groupement carbonyle dans le  
grand sillon, ces interactions sont souvent de nature complexe (Figure 4A). Ces acides aminés 
basiques sont aussi majoritairement impliqués dans les contacts avec le groupement carbonyle de la 
thymine dans le grand sillon de l’ADN. Cependant, d’autres acides aminés polaires à chaînes courtes 
tels que la sérine ou la thréonine sont retrouvés dans ce genre de contacts. Il est important de noter que 
la thréonine interagira préférentiellement avec la thymine en engageant aussi le groupement méthyle de 
sa chaîne latérale dans des contacts hydrophobes avec le groupement méthyle de la thymine. Les 
acides aminés tels que la glutamine et l’asparagine seront plutôt impliqués dans des contacts avec 
l’adénine dans le grand sillon, établissant dans la plupart des cas des contacts bidentés (Figure 4B). 
Malgré le contexte électrostatique défavorable, les acides aminés acides (acide aspartique et acide 




Figure 4 : Interactions préférentielles acides aminés - bases 
Illustration de la préférence de la chaîne latérale de l’arginine pour la guanine (A) et de la chaîne latérale de la glutamine 
pour l’adénine (B). (Garvie and Wolberger, 2001) 
 
Dans le petit sillon, les groupements carbonyles de la thymine et de la cytosine sont souvent 
impliqués dans des contacts polaires avec les chaînes latérales basiques (arginine et lysine). Alors que 
la guanine est la seule base qui présente un groupement accepteur dans le petit sillon, des contacts 
spécifiques pourront aussi se mettre en place.  
 13 
INTRODUCTION 
D’autres types d’interactions peuvent être retrouvés dans les contacts base-protéine. En effet, 
les interactions de Van der Waals et les liaisons hydrogène médiées par l’eau sont impliquées dans des 
contacts entre la protéine et les paires de bases de l’ADN. De nombreux acides aminés sont capables 
d’engendrer des contacts de Van der Waals avec les bases de l’ADN. Généralement, l’extrémité 
chargée de la chaîne latérale va venir former le lien hydrogène tandis que la chaîne carbonée donne 
souvent des contacts de Van der Waals (Figure 4A). Cependant, certains acides aminés dits apolaires 
peuvent aussi générer des interactions de Van der Waals avec les paires de bases de l’ADN. Par 
exemple, l’affinité de la phénylalanine, de la proline ou de l’histidine pour les bases est expliquée par 
leur capacité à s’insérer entre les cycles aromatiques (Luscombe et al., 2001). Ceci entraine, 
généralement, des déformations de la double hélice d’ADN (Figure 5). D’autres acides aminés tels que 
la leucine, le tryptophane et la tyrosine sont aussi capables de s’insérer entre les paires de bases. 
 
 
Figure 5 : Insertion d’acides aminés apolaires entre les plateaux de paires de bases 
Illustration de l’insertion d’un résidu proline entre les plateaux des paires de bases dans le complexe formé par le 
« Integration host factor » et sa cible ADN. Code PDB 1ihf (Rice et al., 1996). 
 
I-3- Les principaux modes de reconnaissance de l’ADN 
 Comme cela a été illustré dans la partie précédente, la reconnaissance spécifique de l’ADN est 
basée sur une complémentarité chimique mais elle se doit aussi d’être structurale. En effet, le domaine 
de liaison à l’ADN doit pouvoir épouser les contours des sillons de l’ADN afin de former des contacts 
bases spécifiques. Cette complémentarité structurale est très bien illustrée par un mode de 
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reconnaissance en particulier qui est l’insertion d’une hélice α dans le grand sillon de l’ADN ou encore 
d’un feuillet β dans ce même grand sillon.  
 Une grande diversité de domaines de liaison à l’ADN a été caractérisée fonctionnellement mais 
aussi sur le plan structural. De nombreuses études des relations structure-fonction des domaines de 
liaison à l’ADN ont permis de comprendre quels sont les repliements associés à la reconnaissance de 
l’ADN et comment s’effectue la reconnaissance spécifique de l’ADN. Les domaines de liaison à l’ADN 
sont regroupés par familles structurales (Luscombe et al., 2000).  
Dans cette partie, les différentes stratégies mises en œuvre au cours de l’évolution pour 
permettre la reconnaissance spécifique seront abordées et illustrées par des exemples.    
I-3-A- La reconnaissance de l’ADN réalisée par des hélices α 
 L’hélice α apparaît comme la structure secondaire la mieux adaptée pour la reconnaissance de 
l’ADN sous forme B et est utilisée dans de la plupart des cas pour la reconnaissance des bases dans le 
grand sillon de l’ADN. Elle peut s’insérer dans le grand sillon avec un axe parallèle au squelette de 
l’ADN pour maximiser le nombre de contacts bases spécifiques mais cette position n’est pas 
universelle. L’orientation peut légèrement varier d’une famille de domaine de liaison à l’ADN à l’autre 
(Garvie and Wolberger, 2001) (Figure 6). Dans tous les cas, l’hélice α utilise une de ses faces pour 
contacter directement les bases de l’ADN. 
 
 
Figure 6 : Les différentes orientations de l’hélice α dans le grand sillon  





Figure 7 : Le motif HTH, un motif de liaison à l’ADN utilisant l’hélice α pour la reconnaissance spécifique 
du grand sillon de l’ADN. 
(A) Représentation de la structure cristallographique du répresseur du phage λ en complexe avec son ADN cible. La fixation 
se fait sous la forme d’un dimère et les motifs HTH sont colorés en bleu. Code PDB 2or1 (Aggarwal et al., 1988) (B) 
Représentation de la structure cristallographique du complexe formé par le domaine HLH de la protéine 434 Cro en 
complexe avec sa cible ADN, code PDB 3cro (Mondragon and Harrison, 1991). Les contacts spécifiques sont représentés 
en jaune. Les acides aminés Gln33, Gln44 et Asn52 sont indiqués. (C) Mise en évidence des résidus conservés permettant 




L’expression d’hélice de reconnaissance a été introduite afin de qualifier ce type d’hélice. 
Cependant, dans la plupart des cas, d’autres contacts seront réalisés par des parties différentes de 
l’hélice, cette qualification d’hélice de reconnaissance est donc inexacte car elle participe à la 
reconnaissance mais n’en assure pas l’intégralité. Généralement, ces contacts, réalisés par des parties 
différentes de l’hélice, permettent d’assurer un bon positionnement de l’hélice de reconnaissance par 
rapport à l’axe de l’ADN (Pabo and Sauer, 1992).  
I-3-A-a- Le motif hélice-tour-hélice (HTH) 
Historiquement, le motif « helix-turn-helix » (HTH) a été le premier motif, caractérisé sur le plan 
structural permettant la reconnaissance spécifique de  l’ADN par l’insertion d’une hélice α dans le grand 
sillon (Aggarwal et al., 1988). Ce motif HTH est retrouvé dans les facteurs  de transcription procaryotes 
et est impliqué dans des phénomènes de répression de la transcription. Les deux premières structures 
de complexes protéine-ADN incluant ce type de motif qui ont été résolues (Aggarwal et al., 1988, 
Jordan and Pabo, 1988) ont permis d’en extraire les caractéristiques communes. Ces répresseurs se 
lient à l’ADN sous la forme de dimère sur des sites symétriques et contactent l’ADN en utilisant le motif 
HTH présent sur chaque monomère. Au niveau structural, le motif HTH est constitué de deux hélices 
orientées perpendiculairement et reliées par une boucle. La première hélice se place au dessus du 
grand sillon et la partie N-terminale de cette hélice contacte le squelette de l’ADN. La seconde hélice se 
place au cœur du grand sillon et cette hélice vient contacter les paires de bases (Figure 7A). Les 
chaînes latérales du motif HTH forment des contacts spécifiques à l’intérieur du grand sillon uniquement 
en utilisant un réseau de liaisons hydrogène qui vise les bases mais aussi le squelette de l’ADN. 
Quelques contacts sont réalisés par des lysines ou arginines mais la majorité des contacts est assurée 
par des acides aminés à chaînes courtes et polaires (Pabo and Sauer, 1992).  D’autres structures de 
complexes protéine-ADN incluant ce motif HTH ont été résolues par la suite mais ne présente que très 
peu de différences dans leur mode de reconnaissance de l’ADN (Yokoyama et al., 2007, Stella et al., 
2010) 
La reconnaissance spécifique peut être mise en œuvre grâce à l’utilisation de certains résidus 
de la première hélice, permettant la mise en place de contacts polaires avec le squelette de l’ADN. 
C’est le cas par exemple, du résidu glutamine 33 (Figure 7B) qui utilise sa chaîne latérale pour créer 
une liaison hydrogène avec l’atome d’oxygène d’un groupement phosphate. Ces contacts avec le 
squelette de l’ADN permettent d’assurer un bon positionnement de la seconde hélice dans le grand 
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sillon de l’ADN afin qu’elle puisse donner des contacts spécifiques avec les bases. Les résidus 
glutamine 44 et asparagine 52 de l’hélice de reconnaissance forment des liaisons hydrogène avec les 
bases dans le grand sillon. C’est donc l’hélice de reconnaissance qui est responsable de la lecture 
directe de l’ADN. En 1990, une étude comparative des séquences primaires des différents motifs HLH  
d’origine procaryote a permis de mettre en évidence que les acides aminés impliqués dans la mise en 
place de la reconnaissance spécifique par le motif HTH sont conservés (Figure 7C), ce qui suggère que 
le mode de liaison à l’ADN est similaire pour ces différents domaines (Pabo et al., 1990).  
I-3-A-b- L’homéodomaine 
L’homéodomaine est un domaine de liaison à l’ADN d’environ 60 acides aminés codés par une 
séquence de 180 paires de bases, l’homéoboîte (homeobox) des gènes homéotiques. Les gènes 
homéotiques sont des « gènes maîtres » (master genes) qui contrôlent la spécification de l’information 
de position le long de l’axe antério-postérieur lors du développement. Initialement découverts chez la 
drosophile, les gènes Antennapedia, Engrailed et Ultrabithorax constituent l’homéoboîte qui est 
retrouvée chez de nombreuses espèces animales, des invertébrés aux vertébrés et aussi chez les 
plantes et les champignons. Les protéines à homéodomaine fonctionnent comme des facteurs de 
transcription qui régulent l’expression de gènes du développement par la fixation séquence spécifique 
de leur domaine de liaison à l’ADN, l’homéodomaine, sur ces gènes (Gehring et al., 1994). 
Sur le plan structural, l’homéodomaine dérive du motif HTH procaryote. Il est constitué de trois 
hélices α consécutives et d’une extension N-terminale. Les deux premières hélices sont orientées de 
façon antiparallèle alors que la troisième hélice se place de façon perpendiculaire aux deux premières 
hélices. Un cœur hydrophobe faisant intervenir des acides aminés des trois hélices permet de stabiliser 
l’édifice (Pabo and Sauer, 1992), ce qui lui permet de se structurer et de reconnaître l’ADN de façon 
autonome. Le motif homéodomaine se lie à l’ADN sous la forme de monomère ou d’hétérodimère et 
reconnaît la séquence 5’-TAAT-3’. Les différences de spécificité entre les différents homéodomaines se 
font avec les deux paires de bases situées en aval de cette séquence. Les contacts spécifiques se font 
avec l’hélice 3, « l’hélice de reconnaissance », et l’extension N-terminale du domaine qui contacte l’ADN 
dans le petit sillon (Figure 8). L’homéodomaine contacte l’ADN en utilisant la partie centrale de l’hélice 
de reconnaissance et présente des hélices plus longues que le motif HTH.  De nombreuses structures 
de complexes homéodomaine-cible ADN ont été résolues et ont permis de comprendre la spécificité de 
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reconnaissance médié par ce type de domaine (Kissinger et al., 1990, Wolberger et al., 1991, Billeter et 
al., 1993, Longo et al., 2007, Miyazono et al.). 
 
 
Figure 8: Reconnaissance de l’ADN par le domaine homéodomaine 
Structure cristallographique de l’homéodomaine de la protéine Antennapedia lié sur sa cible ADN. Code PDB 9ant 
(Wolberger et al., 1991) 
L’homéodomaine apparaît uniquement chez des organismes pluricellulaires (plantes, 
champignons, invertébrés et vertébrés). Il dérive du motif HTH mais l’évolution l’a doté de 
caractéristiques spécifiques. Outre le fait que ce soit un domaine structural à part entière, 
l’homéodomaine présente une extension N-terminale qui donne des contacts supplémentaires dans le 
petit sillon adjacent. Cette extension semble être la stratégie utilisée au cours de l’évolution pour 
accroître l’affinité de liaison, la spécificité et la sélectivité de reconnaissance de l’ADN. Nous verrons par 
la suite que d’autres stratégies peuvent être utilisées.   
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I-3-A-c- Les motifs « basic leucine zipper » (bZIP) et « basic helix-loop-helix » 
(bHLH)  
Les protéines à motif bZIP et bHLH jouent des rôles importants dans le développement ou la 
différentiation. Ces protéines sont retrouvées uniquement chez les eucaryotes et se lient à l’ADN sous 
forme dimérique. Ce sont des motifs atypiques qui insèrent une hélice α dans le grand sillon de l’ADN 
pour assurer une reconnaissance spécifique. Elles agissent sous forme de dimère et insèrent donc une 
hélice α de part et d’autre du grand sillon.  
 
Figure 9 : Reconnaissance de l’ADN par les motifs bZIP et bHLH.  
(A) Structure cristallographique de l’homodimère JUN-bZIP lié sur l’ADN AP-1. Les acides aminés en magenta sont les 
résidus leucine et les acides aminés hydrophobes formant l’interface de dimérisation, code PDB 2h7h. (B) Structure 
cristallographique de l’hétérodimère Myc-bHLH (rouge) /Max-bHLH (magenta) en interaction avec l’ADN cible, code PDB 
1nkp (Nair and Burley, 2003). 
Ces deux motifs sont formés d’une hélice amphipatique en partie C-terminale et d’une région 
basique dans leur partie N-terminale. C’est la partie C-terminale qui est à l’origine de la dimérisation, en 
effet, les deux faces hydrophobes de l’hélice amphipatique vont créer des interactions intermoléculaires 
hydrophobes, c’est un motif de type « coiled coil » (ou leucine zipper). Sur la partie C-terminale, les 
résidus ont été numérotés de a à g de façon périodique. Ce motif présente une alternance de résidus 
hydrophobes et hydrophiles, les positions a et d étant principalement occupées par des résidus 
hydrophobes et les autres par des résidus hydrophiles (Figure 9A). La partie N-terminale présente un 
caractère basique, en accord avec la liaison à l’ADN. Dans le cadre du motif bZIP (Figure 9A), la 
protéine est formée d’une seule hélice continue alors que dans le cas du motif bHLH (Figure 9B), 
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l’hélice est interrompue à deux reprises pour former le motif hélice-boucle-hélice dans la partie N-
terminale. Les parties N-terminales de ces deux domaines présentent la particularité d’être 
déstructurées en absence d’ADN (Weiss et al., 1990). Lors de l’interaction avec l’ADN, la partie N-
terminale se structure en hélice, s’insère dans le grand sillon de l’ADN et assure une reconnaissance 
spécifique.  
Plus de trente structures de complexes protéine-ADN incluant un domaine bZIP sont déposées 
dans la PDB (www.rcsb.org/). La première structure de ce type de complexe a été résolue par 
cristallographie des rayons X, il s’agit du complexe formé par l’hétérodimère c-Fos/c-Jun et leur cible 
ADN (Glover and Harrison, 1995). L’analyse des séquences en acides aminés des parties basiques des 
protéines à motif bZIP couplée à une analyse des structures de complexes protéine-ADN de cette 
même famille a permis de mettre en évidence la spécificité de reconnaissance observée (Fujii et al., 
2000). Il n’existe pas à une séquence ADN consensus précise pour toute la famille des protéines à motif 
bZIP. Mais plusieurs séquences cibles qui seront chacune reconnues par un sous groupe de protéines 
(Figure 10). La dimérisation de ce genre de protéine est associée à un motif nucléique bipartite puisque 
chaque hélice est capable de reconnaître trois paires de bases consécutives. 
 
Figure 10 : La spécificité de reconnaissance observée pour les domaines à motif bZIP. 
(A) Alignement de séquences des motifs basiques des domaines bZIP et les cibles ADN associées à chaque sous famille. 
(B) Schéma illustrant les contacts spécifiques observés lors de la reconnaissance pour les sous familles GCN4 et Pap1. 




En ce qui concerne le motif bHLH, la partie N-terminale de ces protéines assure aussi la 
reconnaissance spécifique de la cible ADN. Les deux têtes basiques, rassemblées par la dimérisation, 
permettent de se fixer de façon spécifique sur la cible consensus 5’-CANNTG-3’, nommée aussi E-box 
(Blackwell and Weintraub, 1990).  Les positions variables de la E-box définissent deux classes de 
protéines à motif b-HLH. La sous classe A et la sous classe B reconnaissent respectivement 5’-
CAGCTG-3’ et 5’-CACGTG-3’ (Dang et al., 1992). La reconnaissance spécifique de l’ADN est assurée 
par la conservation de trois résidus dans la partie basique de la  protéine : un résidu histidine, un résidu 
glutamate et un résidu arginine situés sur une face de l’hélice et formant des contacts avec le sous site 
5’-CA-3’ (Figure 11).  Ensuite, les contacts permettant de discriminer la partie variable entre les deux 
sous sites sont spécifiques pour chacune des classes A et B.   
 
Au cours de cette partie, nous avons pu voir que de nombreuses familles de domaines de 
liaison à l’ADN utilisent une hélice α pour reconnaitre l’ADN de façon spécifique dans le grand sillon. 
Cependant, certains exemples ont été aussi décrits montrant que l’hélice α pouvait auss i reconnaître 
des bases dans l’interface petit sillon, même si ces contacts représentent souvent des contacts dits 
secondaires, qui permettent simplement d’accroitre la sélectivité et l’affinité de liaison. Ils s’ajoutent aux 
Figure 11 : Illustration de la reconnaissance 
spécifique médiée par les domaines de type bHLH. 
(A) Structure cristallographique du dimère formé par Myc-Max 
lié sur la cible ADN comprenant le motif 5’-CAGCTG-3’ coloré 
en cyan. Cette figure illustre la reconnaissance de l’ADN par 
les domaines bHLH de classe A. Code PDB 1nkp (Nair and 
Burley, 2003). (B) Structure cristallographique du dimère 
MyoD lié sur sa cible ADN renfermant le motif 5’-CACGTG-3’, 
coloré en cyan. Cette figure illustre la reconnaissance de 
l’ADN par les domaines bHLH de classe B. Code PDB 1mdy 
(Ma et al., 1994). Dans chaque représentation, seules les 
hélices impliquées dans la reconnaissance sont présentes. 





contacts  réalisés dans le grand sillon. C’est le cas par exemple de l’opérateur Lactose, qui lié sur sa 
cible spécifique (Figure 12), reconnaît spécifiquement l’ADN dans le grand sillon mais aussi dans le 
petit sillon. Cette interaction entraine un élargissement du petit sillon dû à une gène stérique, conduisant 
à la formation d’une courbure importante sur l’ADN. Il est important de noter que cette hélice se forme 
au contact de l’ADN et qu’elle n’existe pas dans la forme libre de la protéine en solution.  
 
Figure 12 : Structure RMN de l’opérateur Lactose lié sur sa cible ADN spécifique. 
Outre la reconnaissance exercée par le motif HTH dans le grand sillon, la reconnaissance peut aussi être réalisée par 
l’insertion d’une hélice α dans le petit sillon, code PDB 1l1m, (Kalodimos et al., 2004a). 
 
Même si l’utilisation d’une hélice α pour la reconnaissance spécifique de l’ADN, et plus 
particulièrement du grand sillon de l’ADN, est une stratégie très répandue dans la diversité des 
domaines de liaison à l’ADN, elle n’est pas universelle. Et nous allons voir par la suite, que certains 
domaines de liaison à l’ADN peuvent utiliser des feuillets beta pour se fixer spécifiquement sur l’ADN. 
I-3-B- La reconnaissance de l’ADN réalisée par des feuillets beta 
 Quelques exemples de domaines de liaison à l’ADN utilisant un feuillet β pour reconnaître 
l’ADN ont été décrits dans la littérature. Un feuillet β peut s’insérer dans le grand sillon et promouvoir 





Figure 13 : La reconnaissance spécifique de l’ADN réalisée par l’insertion d’un feuillet β à deux brins β 
antiparallèles dans le grand sillon, exemple de la famille des répresseurs ARC.  
(A) Structure cristallographique du répresseur MetJ lié sur sa cible ADN. Les monomères sont colorés en rouge et en 
magenta. Code PDB, 1cma (Somers and Phillips, 1992). (B) Illustration des contacts polaires formés par le squelette 
protéique du feuillet beta et les groupements phosphates de l’ADN. (C) Vue détaillée des contacts spécifiques observés au 
niveau de l’interface feuillet β - grand sillon. Les contacts polaires sont représentés par les lignes pointillées roses.  
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I-3-B-a- Interaction grand sillon - feuillet β à deux brins : la famille des répresseurs 
procaryotes Arc 
 Les répresseurs MetJ et Arc sont des facteurs de transcription impliqués dans la régulation de 
la transcription de certains gènes impliqués dans la voie de biosynthèse d’acides aminés chez E. Coli. 
Ces facteurs de transcription ont un domaine de liaison à l’ADN qui se fixe sur l’ADN sous forme de 
dimère. Ils contactent l’ADN en utilisant un feuillet β constitué de deux brins β antiparallèles formé lors 
de la dimérisation (Figure 13A) ; en effet, chaque brin β provient d’un monomère (Somers and Phillips, 
1992, Raumann et al., 1994). Il permet la reconnaissance spécifique des bases mais va assurer son 
ancrage au sein du grand sillon en établissant des contacts avec le squelette de l’ADN. Le feuillet β de 
MetJ forme deux interfaces : une constituée d’acides aminés polaires qui permet la mise en place de 
contacts directs avec les bases et une interface formée de résidus hydrophobes qui va permettre la 
dimérisation via des interactions hydrophobes. Le positionnement du feuillet β dans le grand sillon est 
assuré par la mise en place d’interactions avec le squelette de l’ADN. Dans un premier temps, sur 
chaque brin, le groupement amine de la chaîne principale de la thréonine 25 établit une liaison 
hydrogène avec un atome d’oxygène d’un groupement phosphate (Figure 13B). Dans un second temps, 
c’est le résidu lysine situé à l’extrémité de chaque brin beta qui vient aussi former une liaison hydrogène 
avec le squelette de l’ADN. Tous ces contacts avec le squelette permettent le bon positionnement du 
feuillet dans le grand sillon de l’ADN afin que les contacts bases spécifiques puissent se mettre en 
place. On remarque que la protéine MetJ utilise la face convexe de son feuillet β (Tateno et al., 1997) 
pour reconnaître la séquence nucléique suivante 5’-GANNTC-3’. Les contacts spécifiques se font avec 
la guanine et l’adénine et aussi avec les bases complémentaires de la partie TC qui sont aussi une 
guanine et une adénine. Cette interaction est parfaitement symétrique.    
 Sur chaque brin, les résidus en  position 1 (lysine) et en position 3 (sérine) forment des liaisons 
hydrogène avec la guanine et l’adénine respectivement. Cependant, ce sont le résidu 1 du premier brin 
β et le résidu 3 du second brin β qui sont utilisés pour contacter un motif de deux paires de bases (5’-
GA-3’) alors que l’autre motif 5’-GA-3’ sera en contact avec le résidu 3 du premier brin β et le résidu 1 
du second brin β (Figure 13C). Chaque brin β contribuent donc à la reconnaissance des deux demi-






Figure 14 : Le grand sillon de l’ADN s’adapte à la taille du feuillet β. 
(A) Structure cristallographique du répresseur MetJ lié sur sa cible ADN. Chaque monomère est coloré en rouge ou en 
magenta. Code PDB, 1cma (Somers and Phillips, 1992). (B) Représentation des sphères de Van der Waals des atomes 
présents dans le feuillet β du répresseur MetJ. (C) Structure cristallographique du répresseur Arc lié sur sa cible ADN. 
Chaque monomère est coloré en rouge ou en magenta. Code PDB, 1par (Raumann et al., 1994). (D) Représentation des 
sphères de Van der Waals des atomes présents dans le feuillet β du répresseur Arc. 
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 Dans le cadre du complexe formé par le répresseur MetJ et sa cible ADN, le grand sillon de 
l’ADN se rétrécie dans la zone d’interaction pour s’accommoder à la surface dessinée par le feuillet β  
(Figure 14A et 14B).   Par contre dans le cas du complexe formé par le répresseur Arc et sa cible ADN, 
qui lui aussi contacte l’ADN dans le grand sillon, on observe que le grand sillon de l’ADN est élargi au 
niveau de la zone d’interaction (Figure 14C et 14D). Le répresseur Arc possède au niveau de son brin β 
quelques résidus aromatiques qui provoquent un léger encombrement stérique. La surface de l’ADN et 
plus particulièrement du grand sillon s’adaptent et s’élargissent pour que le brin β puisse se positionner 
correctement et établir les contacts spécifiques avec les bases de l’ADN (Tateno et al., 1997).  
I-3-B-b- Interaction grand sillon - feuillet β à trois brins 
Comme nous venons de le voir, le grand sillon de l’ADN peut être reconnu par des feuillets β 
constitués de deux brins β. Cependant, il apparaît que certains domaines de liaison à l’ADN  sont aussi 
capables de reconnaître le grand sillon de l’ADN en utilisant un feuillet β constitué de trois brins β 
antiparallèles. Ces domaines de liaison à l’ADN appartiennent à la famille « Integrase related ». En 
effet, le premier domaine présentant ces caractéristiques est issu de l’intégrase du phage Lambda 
(Figure 15A). Cette protéine catalyse l’excision et l’intégration d’un transposon qui transporte 
l’information génétique codant pour certaines résistances aux antibiotiques. Peu d’autres exemples ont 
été décrits dans la littérature si ce n’est les facteurs de liaison à la boîte GCC chez les plantes qui 
définissent la famille ERF (Ethylène Responsive Factor) (Figure 15B). Chez les plantes, ces facteurs de 
transcription sont capables d’induire l’expression de gènes codant pour des protéines toxiques pour les 
bactéries ou les champignons pathogènes. Ces facteurs se lient sur une boîte consensus 5’-
AGCCGCC-3’ nommée boîte GCC.  
Les feuillets β à trois brins β antiparallèles définissent une interface qui vient au contact de 
l’ADN et établit ainsi des interactions permettant la reconnaissance spécifique de l’ADN. Dans chacun 
des cas, le feuillet β est utilisé de façon similaire. Les brins β2 et β3 forment la partie la plus longue du 
feuillet β et sont placés de telle manière que le brin β3 longe, de sa partie N-terminale vers sa partie C-
terminale, le squelette 2’-désoxyribose-phosphate du brin adjacent de 3’ vers 5’. A l’opposé, le brin β1 
longe, de sa partie N-terminale vers sa partie C-terminale, le brin d’ADN opposé de 5’ vers 3’. Cette 




Figure 15 : Reconnaissance du grand sillon par l’intermédiaire d’un feuillet β à trois brins β. 
(A) Sur la gauche, structure en solution de l’intégrase Tn916 du phage λ en complexe avec sa cible ADN naturelle. Code 
PDB 1tn9 (Wojciak et al., 1999). Sur la droite, détails des contacts observés pour le complexe formé par l’Intégrase Tn916 et 
sa cible ADN au niveau du brin β. Les acides aminés importants sont représentés sur le schéma en dessous. Une étoile est 
utilisée pour indiquer les acides aminés permettant de former des contacts conservés entre les deux complexes. Chaque 
position est colorée en fonction du type d’interaction qu’elle établit : en vert, les interactions de Van der Waals avec les 
cycles des riboses ; en jaune, les liaisons hydrogène avec les groupements phosphates ; en rouge, les liaisons hydrogène 
avec les bases ; en bleu, les contacts de Van der Waals avec les bases et en blanc, pas d’interaction (Connolly et al., 2000). 
(B) Sur la gauche, structure en solution du facteur ERF-1 d’Arabidopsis thaliana en complexe avec son ADN cible. Code 
PDB 1gcc (Allen et al., 1998). Sur la droite, détails des contacts observés pour le complexe formé par AtERF-1 et sa cible 
ADN au niveau du brin β. Les acides aminés importants sont représentés sur le schéma en dessous. La même légende 
qu’en A est utilisée. 
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Dans les deux complexes, les brins β1-β2 et β2-β3 contactent le duplex d’ADN en présentant 
leurs surfaces concave et convexe respectivement (Tateno et al., 1997). Cette géométrie accentue le 
rôle prépondérant du feuillet β2 qui contacte l’ADN en projetant les chaînes latérales des acides aminés 
qui le constituent vers le centre du grand sillon et ceci permet aussi d’accroître la surface de contact en 
enroulant la surface concave formée par les brins β1-β2 dans le grand sillon. Le feuillet β à trois brins 
constitue l’architecture de base qui permet de mettre en contact neuf acides aminés avec le grand sillon 
de l’ADN. Tous les autres résidus pointent vers l’extérieur et les brins β1, β2 et β3 projettent 
respectivement 2, 4 et 3 chaînes latérales vers le grand sillon de l’ADN (Connolly et al., 2000).  
L’ancrage du feuillet β est assuré par de nombreux contacts polaires et apolaires avec le 
squelette de l’ADN. Parmi ces contacts deux positions sont conservées : la chaîne principale de la 
glycine située juste avant le premier brin β1 et un acide aminé basique  situé au début du second brin 
β2. Ces deux contacts jouent un rôle critique en permettant un bon positionnement du feuillet β dans le 
grand sillon de l’ADN. Cette même position, sur le second brin β2, contacte aussi les bases. Enfin, la 
spécificité de reconnaissance est assurée par des contacts impliquant les résidus du feuillet β. Dans 
chacun des complexes, on retrouve des acides aminés basiques mais aussi aromatiques situés sur les 
bords de l’interface. On remarque aussi que, dans le complexe Integrase-ADN, la reconnaissance a 
aussi un large caractère hydrophobe, ce qui est peu courant dans les interfaces protéines ADN (Figure 
15). Toutes ces caractéristiques font que cette famille de domaines de liaisons à l’ADN utilisent un motif 
original pour reconnaître l’ADN qui diffèrent de toutes les autres familles de domaines de liaison à l’ADN 
que nous avons vues jusque là. 
I-3-B-c- Interaction petit sillon- feuillet β 
 Outre l’interaction avec le grand sillon de l’ADN, il avait été prédit par la construction de 
modèles, que les feuillets β étaient également compatibles avec le petit sillon (Church et al., 1977). 
L’étude structurale du complexe formé par la TATA Binding Protein (TBP) en complexe avec sa cible 
ADN a permis de confirmer que cette protéine utilise un feuillet β fait de 10 brins β antiparallèles pour 
lier l’ADN dans le petit sillon (Kim et al., 1993) (Figure 16). La protéine TBP est monomérique et est 
composée de deux domaines identiques. Chaque domaine est composé d’un feuillet β à cinq brins β et 
de deux hélices. Ces deux domaines sont reliés par des liaisons hydrogène entre les brins β1 et β1’ 
pour créer un seul feuillet β antiparallèle de dix brins β. Les brins β1 et β1’ se lient à l’ADN avec une 
surface concave et le feuillet β se poursuit en alternant entre les modes concave et convexe en utilisant 
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les brins β successifs qui sont de plus en plus courts. Quatre des cinq brins β de chacun des deux 
domaines (β1, β2, β3 et β5) sont impliqués dans la reconnaissance spécifique (Tateno et al., 1997).  
 
 
Figure 16 : Reconnaissance de l’ADN dans le petit sillon à l’aide d’un feuillet β. 
Structure cristallographique du complexe formé par la TATA Binding protein (TBP) et sa cible ADN. Code PDB 1ytb, (Kim et 
al., 1993). 
 
Contrairement à la reconnaissance réalisée par un feuillet β dans le grand sillon qui 
s’accompagne d’une courbure modérée de l’ADN, l’insertion dans le petit sillon du feuillet β antiparallèle 
de la TBP requiert une forte distorsion de l’ADN. 
I-3-C- La reconnaissance de l’ADN par des motifs de coordination au zinc 
 Les facteurs de transcription présentant un domaine de coordination du zinc constituent la 
famille de facteurs de transcription la plus importante chez les eucaryotes. Le domaine de liaison à 
l’ADN est caractérisé par la coordination d’un ou plusieurs atomes de zinc par des chaînes latérales de 
résidus cystéine et/ou histidine. Dans ces domaines, le zinc assure uniquement un rôle structural ; il ne 
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contacte en aucun cas la double hélice d’ADN. Il est simplement impliqué dans le maintien de la 
structure du domaine de liaison à l’ADN afin que celui-ci puisse reconnaître spécifiquement l’ADN. On a 
souvent tendance à appeler communément ces motifs « doigt de zinc », cependant cette description 
n’est valable que pour les premières structures ayant été décrites dans la littérature et plus précisément 
le motif de doigt de zinc classique C2H2. Le terme plus général de « module à zinc » y sera préféré afin 
de caractériser cette famille de protéines qui s’étend sur une grande diversité de motifs et de fonctions. 
Ces modules à zinc ne sont pas uniquement liés à la reconnaissance de l’ADN car on les retrouve aussi 
dans le cadre d’interactions protéine-ARN, d’interactions  protéine-protéine ou encore protéine-
membrane (Laity et al., 2001).  
 Au cours de cette partie, les principaux motifs structuraux à coordination du zinc se liant à 
l’ADN seront abordés et leurs mécanismes de liaison à l’ADN seront décrits.  
I-3-C-a- Le doigt de zinc classique de type C2H2 
 Le motif en « doigt de zinc » de type C2H2 a été initialement découvert dans le facteur de 
transcription TFIIIA chez Xenopus laevis où il est nécessaire à la transcription de l’ARN 5S par l’ARN 
polymérase III. En effet, lors de la purification de TFIIIA, il a été mis en évidence qu’il renfermait un motif 
répété d’environ 30 acides aminés présentant des résidus cystéine et histidine conservés. L’analyse de 
la séquence primaire de TFIIIA fait apparaître une séquence consensus dans ce motif répété : Ф-X-
Cys-X2-5-Cys-X3-Ф-X5-Ф-X2-His-X3-5-His (où X représente un acide aminé variable et Ф un résidu 
hydrophobe).  
 La structure en solution de ce motif a été résolue (Lee et al., 1989) et montre une structuration 
en doigt de zinc qui adopte une conformation ββα. Les deux premiers résidus cystéine impliqués dans 
la coordination du zinc sont retrouvés dans la boucle située entre les deux brins β alors que les deux 
résidus histidine sont retrouvés dans la partie C-terminale de l’hélice α (Figure 17). Dans ce domaine, 
l’ion zinc joue un rôle structural important pour le maintien de la structure tertiaire. Cette structure 
tertiaire est aussi stabilisée par un cœur hydrophobe.  
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 Le doigt de zinc est retrouvé dans des protéines eucaryotes impliquées dans des fonctions 
diverses telles que la prolifération cellulaire, la différentiation ou le développement (Pabo and Sauer, 
1992). Ce type de domaine est généralement retrouvé en répétition en tandem chez les eucaryotes 
mais aussi chez des procaryotes comme chez certaines bactéries associées aux eucaryotes. Le mode 
de reconnaissance de l’ADN de ce type de domaine de liaison à l’ADN a été caractérisé suite à la 
résolution de la structure du complexe formé par une protéine murine Zif268, qui comporte trois doigts 
de zinc successifs, et sa cible ADN (Pavletich and Pabo, 1991) (Figure 18A). Chaque doigt de zinc 
utilise la partie N-terminale de l’hélice pour contacter les bases de l’ADN dans le grand sillon. Ainsi, la 
liaison de ces doigts de zinc successifs conduit la protéine à s’enrouler autour de l’ADN. Les trois doigts 
de zinc sont orientés de telle façon que le premier se trouve près de l’extrémité 3’ du brin sens du site 
cible et le troisième près de l’extrémité 5’.  
 Peu de contacts sont réalisés par les brins β qui sont situés à l’extérieur de la double hélice, 
cependant un résidu arginine situé en position 1 du premier brin β contacte le squelette de l’ADN. Un 
autre contact avec les phosphates de l’ADN est réalisé par la chaîne latérale du premier résidu histidine 
impliqué dans la coordination du zinc. Ces deux interactions contribuent au bon positionnement du doigt 
de zinc afin que celui puisse interagir de façon spécifique avec les bases de l’ADN.  
 Chaque doigt de zinc se lie à l’ADN de façon similaire et réalise des contacts spécifiques avec 
quatre paires de bases qui se chevauchent sur la dernière paire de bases. Quatre positions de l’hélice α 
vont être utilisées pour contacter l’ADN. Les positions -1, 3 et 6 de l’hélice α sont impliquées dans des 
contacts avec le brin sens du site cible alors que le résidu en position 2 contacte l’autre brin (Figure 
Figure 17 : Le motif en doigt de zinc C2H2 
Structure en solution du doigt de zinc, code PDB 1znf 
(Lee et al., 1989). Les brins β sont colorés en rouge et 
l’hélice α est colorée en bleu. Les chaînes latérales du 
motif C2H2 sont colorées en mauve.  
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18B-C). Pour chacun des doigts de zinc, les positions -1 et 2 sont identiques et correspondent 
respectivement à un résidu arginine et un résidu aspartate. L’arginine en position -1 est impliquée dans 
la mise en place d’une liaison hydrogène bidentée avec la guanine en position 3’ de chaque site. Cette 
interaction est stabilisée par le groupement carbonyle de la chaîne latérale de l’aspartate qui contacte 
aussi une adénine ou une cytosine sur le brin complémentaire sur la paire de bases précédent la 
guanine. Les autres interactions bases spécifiques sont réalisées par les positions 3 et 6 qui sont 
identiques pour le premier et  le troisième doigt de zinc mais diffèrent pour le deuxième. Dans les doigts 
de zinc 1 et 3, la position 3 est occupée par un glutamate qui contacte une cytosine via des contacts 
hydrophobes. Dans le second doigt de zinc, la position 3 est occupée par un résidu histidine qui génère 
une liaison hydrogène avec une guanine et forme des contacts de Van der Waals avec le groupement 
méthyle de la thymine. Pour la position 6, on retrouve un résidu arginine pour les doigts de zinc 1 et 3 
qui contacte une guanine en 5’ de chaque sous site de reconnaissance. Par contre, pour le second 
doigt de zinc, cette position est occupée par un résidu thréonine qui ne contacte pas l’ADN.  
 
Figure 18 : Reconnaissance spécifique réalisée par Zif268.  
(A) Structure cristallographique de Zif268 lié sur sa cible ADN, code PDB 1zaa, (Pavletich and Pabo, 1991). (B) Schéma 
explicatif de la reconnaissance spécifique réalisée par Zif268. Les liaisons hydrogène sont marquées par des flèches alors 
que les contacts de Van der Waals sont repérés par des flèches à bout rond, (Wolfe et al., 2001). (C) Alignement des 






Figure 19 : Classification des doigts de zinc de type C2H2.  
Les doigts de zinc « canoniques » ont un mode de reconnaissance semblable à celui de Zif268 alors que les doigts de zinc 




Le mode de reconnaissance relativement simple de la protéine Zif268 a permis de générer des 
doigts de zinc artificiels permettant de cibler de nouvelles séquences ADN (Pabo et al., 2001). De plus, 
la nature modulaire de la reconnaissance permet de générer des unités protéiques capables de cibler 
quatre paires de bases, ces unités pouvant ensuite être reliées afin de moduler la longueur de la 
nouvelle cible ADN. Ces domaines de liaisons à l’ADN artificiels peuvent être fusionnés à un domaine 
trans-effecteur, régulant directement la transcription. Ainsi, il est désormais possible de générer des 
facteurs de transcription artificiels qui pourront avoir des visées thérapeutiques (Papworth et al., 2006). 
Dans cette optique, de nouveaux facteurs de transcription, capables d’induire une activation de la 
transcription sur le promoteur du gène VEGF-A (in vitro), ont permis la formation de néo-vaisseaux 
sanguins in vivo chez la souris (Pasqualini et al., 2002, Rebar et al., 2002).  
De nombreuses structures de complexes doigt de zinc - ADN ont été résolues et ont révélé que 
tous les doigts de zinc ne se lient pas à l’ADN exactement comme Zif268. Il peut y avoir des variations 
dans l’orientation du domaine vis-à-vis de l’ADN, des variations dans les contacts spécifiques mais 
aussi des variations dans l’espacement entre les sous sites reconnus par les différents motifs doigts de 
zinc d’une même chaîne polypeptidique. De ce fait, une classification a été établie : la première classe 
regroupe les doigts de zinc « canoniques » qui se lient à l’ADN comme Zif268 et les doigts de zinc 
« non standards » qui diffèrent dans leurs interactions  avec l’ADN (Figure 19). En effet, dans la plupart 
des cas, les interactions réalisées par les positions 3 et 6 sont conservées et les différences se font 
plutôt au niveau des positions -1 et 2. Ces différences ouvrent de nouvelles portes afin de concevoir des 
motifs doigts de zinc artificiels utilisant des motifs non standards afin d’augmenter la sélectivité et la 
spécificité de reconnaissance (Wolfe et al., 2001).    
I-3-C-b- Les récepteurs nucléaires de type C4-C4 
 La famille des récepteurs nucléaires est la plus grande famille de régulateurs transcriptionnels 
chez les eucaryotes. Elle regroupe des protéines qui sont sensibles aux hormones lipophiles telles que 
les hormones stéroïdes, les hormones thyroïdiennes, les rétinoïdes et la vitamine D. Ces hormones 
représentent des signaux qui peuvent diffuser à travers la membrane plasmique. Une fois dans la 
cellule, elles sont reconnues par un récepteur spécifique qui est ensuite internalisé dans le noyau sous 
forme de dimère et permet la réponse cellulaire via l’activation de la transcription de certains gènes.  
Ces récepteurs nucléaires sont donc modulaires et présentent dans leurs séquences un domaine de 
liaison pour l’hormone lipophile, un domaine de liaison à l’ADN et un domaine trans-effecteur. Dans 
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cette partie, nous nous intéresserons uniquement au domaine de liaison à l’ADN qui est un module de 
coordination du zinc.  
 
 
Figure 20 : Architecture des récepteurs nucléaires. 
(A) Schéma topologique de la séquence primaire du domaine de liaison à l’ADN du récepteur nucléaire (Khorasanizadeh 
and Rastinejad, 2001). (B) Structure cristallographique du récepteur nucléaire à l’estrogène lié sur sa cible ADN, code PDB 




 Le domaine de liaison à l’ADN des récepteurs nucléaires est composé d’environ 70 acides 
aminés et est organisé autour de deux modules de coordination du zinc utilisant chacun quatre 
cystéines (Figure 20). Il est formé de deux hélices orientées perpendiculairement l’une par rapport à 
l’autre. La première hélice correspond à l’hélice de reconnaissance et s’insère dans le grand sillon de 
l’ADN.  Entre les deux premières cystéines du second motif de liaison au zinc, une séquence nommée 
boîte D est impliquée dans la formation de dimère. Enfin, dans la partie C-terminale, une extension, 
nommée CTE (Carboxy Terminal Extension) intervient dans la reconnaissance de l’ADN ou dans des 
interactions protéine-protéine (Figure 20A). 
 Dans les récepteurs nucléaires, les deux modules à zinc forment un seul domaine structural 
contrairement au doigt de zinc où chaque doigt de zinc constitue un domaine structural à part entière. 
De plus, ce genre de motif n’est pas répété dans la séquence primaire du récepteur nucléaire.  
 Dans la plupart des cas, les récepteurs nucléaires se lient sur l’élément HRE sous forme de 
dimères (Figure 20B), sous forme d’homodimères dans le cadre des récepteurs stéroïdiens et sous 
forme d’hétérodimères pour les récepteurs non stéroïdiens (même si certains d’entre peuvent aussi se 
lier sous la forme d’homodimère). Ceci signifie que l’élément HRE présente deux motifs de liaison pour 
le récepteur qui peuvent être agencés de différentes façons (palindrome, palindrome inversé, répétition 
directe).  
 Les récepteurs aux hormones stéroïdes se lient sur des sites palindromiques sous la forme 
d’homodimères. La première structure de récepteur aux estrogènes en complexe avec sa séquence 
ADN cible a été résolue par cristallographie en 1993 (Schwabe et al., 1993).  Elle permet d’expliquer la 
reconnaissance spécifique observée qui est illustrée en détails dans la figure 21A. Sur le demi site 
hexamèrique 5’-AGGTCA-3’, le récepteur nucléaire utilise principalement l’hélice de reconnaissance 
pour établir des contacts spécifiques avec les bases du grand sillon. Quatre résidus en particulier vont 
contacter les bases : E25, K28, K32 et R33. Chaque résidu utilise sa chaîne latérale pour former des 
liaisons hydrogène directement avec les bases de l’ADN ou via des molécules d’eau.  L’arginine 33 
contacte le groupement méthyle de la thymine par des contacts de Van der Waals. Tous ces résidus 
assurent la mise en place de contacts spécifiques et sont cruciaux pour la reconnaissance de l’ADN 
séquence spécifique (Figure 21B-C). Comme cela a été décrit précédemment, le bon positionnement de 
l’hélice de reconnaissance dans le grand sillon de l’ADN est favorisé par des contacts avec le squelette 





Figure 21 : Reconnaissance spécifique de l’ADN par le récepteur nucléaire aux œstrogènes.  
(A) Structure cristallographique du récepteur nucléaire à l’œstrogène lié sur sa cible ADN, code PDB 1hcq (Schwabe et al., 
1993). (B) Séquence reconnue par le récepteur nucléaire aux estrogènes, chaque demi-site est coloré en rouge. (C) Schéma 
des interactions observées et zoom sur la zone d’interaction.  
Bien que certains récepteurs nucléaires non stéroïdiens puissent lier l’ADN sous forme 
d’homodimères, plusieurs se lient aux éléments HRE préférentiellement sous forme d’hétérodimères. Le 
récepteur de l’acide rétinoïque-9-cis, RXR, constitue le principal partenaire d’hétérodimérisation. Cette 
hétérodimérisation peut être réalisée sur un site palindromique, palindromique inversé ou en répétition 
directe. Chaque monomère reconnaît un demi-site en générant des interactions bases spécifiques avec 
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son hélice de reconnaissance. L’exemple de l’hétérodimère formé par le récepteur de l’acide rétinoïque 
et le récepteur des hormones thyroïdiennes en complexe sur sa cible ADN est illustré sur la figure 22. 
 
 
Figure 22 : Reconnaissance de l’ADN des récepteurs nucléaires sous la forme d’hétérodimère. 
Structure cristallographique illustrant la reconnaissance de l’ADN par un hétérodimère de récepteurs nucléaires  : le 
récepteur de l’acide rétinoïque et le récepteur aux hormones thyroïdiennes. La cible ADN présente deux sites en répétition 
directe. Code PDB 2nll, (Rastinejad et al., 1995). 
I-3-C-c- Les facteurs GATA de type C4 
 Les facteurs de transcription de la famille GATA sont retrouvés chez les eucaryotes. Il existe 6 
facteurs de transcription GATA qui sont nommés de GATA-1 à GATA-6. Ils sont impliqués dans le 
développement et l’érythropoïèse et sont classés en deux sous groupes en fonction de leurs profils 
d’expression : la famille hématopoïétique (GATA-1, 2 et 3) et la famille non hématopoïétique (GATA-4, 5 
et 6).  
 Ces facteurs GATA sont composés de deux modules de coordination du zinc, nommé N-
terminal et C-terminal. Ces deux domaines adoptent une structure similaire composée d’un feuillet β 
suivi d’une hélice α. Le zinc est coordonné par quatre résidus cystéine, les deux premières sont situées 
dans la partie N-terminale, la seconde sur le second brin β et la troisième dans l’hélice α. En faisant le 
lien entre le feuillet β et l’hélice α, le zinc permet d’orienter les deux structures secondaires l’une par 
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rapport à l’autre. Alors que chez les vertébrés, les facteurs GATA renferment deux motifs de liaison du 
zinc, chez la levure ou le nématode, certains facteurs n’en présentent qu’un, plutôt apparenté au 
domaine C-terminal. Ce domaine, qui est conservé au cours de l’évolution, définit la famille des facteurs 
GATA (Lowry and Atchley, 2000).  
 
 
Figure 23 : Reconnaissance de l’ADN par le facteur GATA-1.  
Code PDB 3gat, (Tjandra et al., 1997). 
 
 La structure du domaine C-terminal de la protéine GATA-1 liée sur sa cible ADN a été résolue 
par RMN en solution (Omichinski et al., 1992) puis affinée en utilisant une stratégie originale basée sur 
l’utilisation des RDC (Tjandra et al., 1997) (Figure 23). Le motif GATA reconnaît les séquences 5’-
(A/T)GATA(A/G)-3’ en utilisant deux interfaces : dans le grand sillon et dans le petit sillon. Les contacts 
sont réalisés avec quatre bases sur le brin sens et quatre sur le brin antisens, sept des huit contacts 
sont réalisés dans le grand sillon. Contrairement à ce qui a été vu jusqu’à maintenant, la majorité des 
contacts observés dans cette interface protéine-ADN sont de nature hydrophobe, ceci étant du à la 
prédominance de thymines dans le site consensus (Leu17-A6/G7/T25, Thr16-A24/T25, Leu33-A24/T23 
et Leu37/T23/T22). Seulement, trois liaisons hydrogène bases spécifiques sont observées entre la 
chaîne latérale de l’Asn29 et A24/A8 et entre la chaîne latérale de la Lys57 et T9. Enf in, quelques 
liaisons hydrogène entre des acides aminés basiques et des groupements phosphates sont générées.   
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 Ainsi, le domaine C-terminal apparaît suffisant pour lier l’ADN. Cependant, il a été montré que 
le domaine N-terminal est  également capable de lier l’ADN mais en reconnaissant dans ce cas le motif 
5’-GATC-3’ (Newton et al., 2001). De plus, il apparaît que chacun de ces domaines peut médier des 
interactions protéine-protéine (Liew et al., 2005), ce qui permet la grande diversité de fonction associée 
à ces facteurs de transcription GATA.     
I-3-C-d- Le domaine de liaison à l’ADN de GAL4 de type C6 
Les gènes GAL sont essentiels pour la croissance de la levure en présence de galactose. 
Parmi ces gènes, on retrouve des gènes structuraux (GAL1, GAL10, GAL2 et GAL7) et des gènes 
régulateurs (GAL4, GAL80 et GAL3). Les produits de ces gènes sont nécessaires au transport du 
galactose dans la cellule et aussi à son métabolisme par voie glycolytique. Parmi ces gènes, le gène 
GAL4 code pour une protéine jouant le rôle d’activateur transcriptionnel en se liant sur une séquence de 
17 paires de bases nommée UASGAL4 (Upstream Activation Sequence). Ces éléments de réponse sont 
présents sur les promoteurs des gènes GAL. 
Le domaine de liaison à l’ADN de GAL4 est constitué de 65 acides aminés, présente une 
signature caractéristique de type C6 (Cys-X2-Cys-X6-Cys-X6- Cys-X2-Cys-X6-Cys-X6-Cys) et coordonne 
deux ions zinc. Ce module est retrouvé dans la région N-terminale de nombreuses protéines et permet 
de constituer une grande famille de facteurs de transcription restreinte aux champignons et aux levures.  
 
Figure 24 : Reconnaissance de l’ADN par le domaine GAL4 
Structure cristallographique du domaine de liaison à l’ADN de GAL4 lié sur sa cible ADN, code PDB 1D66, (Marmorstein et 
al., 1992) 
Interface de dimérisation 
Région linker 




Au niveau structural, ce domaine présente trois régions distinctes : un module de coordination 
du zinc, une région « linker » et une interface de dimérisation (Figure 24).  La coordination du zinc fait 
intervenir six cystéines, la seconde, la troisième, la cinquième et la sixième cystéines agissent comme 
des ligands terminaux alors que la première et la quatrième se comportent comme des ligands pontants 
en coordonnant les deux atomes de zinc. On retrouve deux hélices α qui portent chacune deux 
cystéines impliquées dans la coordination du zinc, ceci permet d’orienter chacune des hélices l’une par 
rapport à l’autre. Au contact de la cible UASGAL4, la partie C-terminale du domaine de liaison à l’ADN de 
GAL4 se structure en hélice α et permet la dimérisation. Cette interface de dimérisation se place au 
centre de la cible UASGAL4 et permet à chacun des monomères de reconnaître un triplet situé à chaque 
extrémité de la cible ADN. Le domaine de liaison à l’ADN de GAL4 reconnaît spécifiquement une boite 
CCG en utilisant la partie C-terminale de la première hélice α du module à zinc. De ce fait, il diffère du 
doigt de zinc ou encore du récepteur nucléaire qui utilisent plutôt la partie N-terminale de l’hélice de 
reconnaissance.  
 Cette famille de facteur de transcription acquiert sa spécificité grâce à l’espacement des deux 
demi-sites. En effet, GAL4 reconnait 5’-CCG-N11-CCG-3’ alors que la protéine PPR1 liera la séquence 
5’-CCG-N6-CCG-3’. 
 Ce domaine de liaison à l’ADN est particulier dans la famille des facteurs de transcription à 
module à zinc de part la géométrie de son module de liaison au zinc de type Zn(II)2Cys6.  
I-3-C-e- Le domaine de liaison à l’ADN GCM C4-C2H2 
 Les modules à zinc que nous venons de voir utilisent pour la plupart une hélice de 
reconnaissance pour reconnaître l’ADN. Cependant, le domaine de liaison à l’ADN des protéines GCM 
(Glial Cells Missing) est un module à zinc qui va reconnaître l’ADN en utilisant un feuillet β. Les 
protéines GCM constituent une petite famille de facteurs de transcription eucaryotes qui jouent un rôle 
majeur dans la différenciation en cellules gliales ou neurones à partir de précurseurs communs.  
 Le domaine GCM est situé dans la région N-terminale des protéines GCM, il comprend environ 
150 acides aminés et reconnaît la séquence octamérique 5’-ATGCGGGT-3’ et son brin complémentaire 
sous la forme d’un monomère. Ce domaine contient deux motifs de liaison au zinc, un constitué de 
quatre cystéines et un de type C2H2. La structure cristallographique du domaine GCM de la protéine 
mGCMa avec une séquence de 13 paires de bases contenant le consensus octamérique a révélé une 
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structure atypique constituée d’un grand domaine et d’un petit domaine riches en brins β (Figure 25). Le 
grand domaine présente une architecture originale faite de cinq brins β (S1, S2, S3, S6, S7), qui 
forment un feuillet β antiparallèle, et  d’une petite hélice α (H1). Le petit domaine renferme un feuillet β 
antiparallèle fait de trois brins β (S3’, S4 et S5) et deux hélices α. Ces deux domaines forment une 
pince qui contacte l’ADN de part et d’autre du grand sillon de l’ADN. Le grand domaine oriente son 
feuillet β perpendiculairement à l’axe de l’ADN et contacte le grand sillon en utilisant l’épingle formée 
par les deux brins β extérieurs (S2 et S3). Cette épingle forme la majorité des contacts avec les bases 
et le squelette de l’ADN. D’autres résidus situés dans l’hélice α H2 du petit domaine ainsi que le linker 
reliant S5 et S6 est impliqué dans des contacts avec l’ADN (Cohen et al., 2003).  
 
 
Figure 25 : Le domaine GCM, structure et reconnaissance de l’ADN. 
(A) Structure cristallographique du domaine mGCMa lié sur sa cible ADN, code PDB 1ODH, (Cohen et al., 2003). (B) Détails 




Avec son mode de reconnaissance de l’ADN original, le domaine GCM illustre la grande 
diversité des domaines de liaison à l’ADN utilisant un module de coordination du zinc. Au cours de cette 
partie, les principales classes de domaines de liaison à l’ADN utilisant un module de coordination du 
zinc ont été illustrées mais il existe d’autres familles qui ne seront pas développées comme la famille 
des domaines DM (Zhang et al., 2006) ou encore le cas de la protéine p53 (Kitayner et al., 2006, 
Kitayner et al., 2010). 
I-4- Comment accroître la spécificité de reconnaissance ?  
Nous venons de voir qu’il existe une grande variété de domaines de liaisons à l’ADN. La 
reconnaissance spécifique peut donc être réalisée de différentes façons et par divers motifs. 
Cependant, l’évolution a permis d’accroître la taille des génomes et par conséquent la diversité des 
protéines qu’il encode. Il a donc été nécessaire de jouer sur la spécificité et la sélectivité des domaines 
de liaisons à l’ADN. Au cours de ce chapitre, nous allons voir quelles sont les stratégies qui ont été 
utilisées pour accroître la sélectivité et la spécificité de reconnaissance de l’ADN.  
I-4-A- Reconnaissance dans le grand sillon et dans le petit sillon adjacent 
 Le moyen le plus simple pour accroître la spécificité et la sélectivité de reconnaissance de 
l’ADN consiste à augmenter la surface d’interaction. Nous avons vu que les domaines de liaisons à 
l’ADN d’origine procaryotes tels que les domaines HTH ou encore les répresseurs de la famille Arc 
n’utilisent qu’une faible surface d’interaction. Ces domaines de liaison à l’ADN ne se lient à l’ADN que 
par des contacts dans un grand sillon même si le cas des domaines HTH est un peu particulier 
puisqu’ils se lient à l’ADN sous forme de dimère et contactent donc deux grands sillons. Une des 
premières stratégies qui a été mise en œuvre afin d’augmenter la sélectivité de reconnaissance de 
l’ADN consiste à cibler à la fois le grand sillon et le petit sillon adjacent. Dans la plupart des cas, la 
reconnaissance du grand sillon est réalisée par une hélice α ou un feuillet β alors que la 
reconnaissance dans le petit sillon sera plutôt réalisée par une boucle.  
 Certaines protéines de bactériophages utilisent ce mode de liaison à l’ADN comme le 
répresseur du phage Mu ou encore l’intégrase du phage lamba. Et, les structures en solution de ces 
protéines en complexe avec leurs cibles ADN  ont été résolues (Wojciak et al., 2001, Fadeev et al., 
2009). Ces deux protéines reconnaissent le grand sillon de l’ADN en utilisant une hélice α, pour le 
répresseur Mu, et un feuillet β à trois brins antiparallèles pour l’intégrase (Figure 26). Le petit sillon 
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adjacent est contacté par une boucle qui réalise des contacts bases spécifiques. De façon intéressante, 
dans le complexe formé par le répresseur Mu et sa cible ADN, la majorité des contacts bases 
spécifiques sont réalisés dans le petit sillon de l’ADN. Ce mode de liaison est très fréquemment 
retrouvé pour la liaison des facteurs de transcription eucaryotes. Par exemple, le bras de 
l’homéodomaine permet aussi de contacter l’ADN dans le petit sillon adjacent et ainsi d’accroître la 
surface d’interaction. Ce complément joue aussi un rôle important pour la spécificité de reconnaissance.  
 
 
Figure 26 : Reconnaissance dans le grand sillon et le petit sillon adjacent  
(A) Structure en solution du complexe formé par le répresseur du phage Mu et sa cible ADN, code PDB 1g4d, (Wojciak et 
al., 2001). La boucle s’insérant dans le petit sillon est colorée en rose. (B) Structure en solution de l’intégrase du phage 
lambda fixée sur sa cible ADN, code PDB 1wcc, (Fadeev et al., 2009). La boucle s’insérant dans le petit sillon est colorée en 









Figure 27 : Reconnaissance spécifique de l’ADN dans le petit sillon par des résidus Arginines : 
déformation et potentiel électrostatique.  
 
(a-f) Surface de l’ADN dans les sites de liaisons de UBX-EXD, code PDB 1b8i (a), MATa1-MATα2, code PDB 1akh (b) OCT-
1-PORE, code PDB 1hf0 (c), le répresseur MogR, code PDB 3fdq (d), la transposase Tc3, code PDB 1u78 (e) et le 
répresseur 434 λ, code PDB 2or1 (f). Les surfaces sont représentées en gris pour les parties concaves et en vert pour les 




Dans la plupart des cas, les contacts dans le petit sillon sont réalisés sur des motifs riches en 
paires de bases A/T (« AT tracts »). Certains domaines de liaison à l’ADN présentent comme extension 
le motif « AT hook » qui est une petite extension d’environ neuf acides aminés renfermant le consensus 
Arg-Gly-Arg (Huth et al., 1997). Ce motif constitue l’intégralité de l’interface de reconnaissance de l’ADN 
du facteur HMG-1 et un motif apparenté est retrouvé dans l’extension N-terminale de l’homéodomaine. 
Ce motif est retrouvé dans une grande variété de domaines de liaison à l’ADN (Aravind and Landsman, 
1998). 
 Ces séquences riches en AT sont souvent contactées par des résidus arginine qui forment des 
contacts spécifiques avec le groupement carbonyle de la thymine dans le petit sillon (Figure 27). Ce 
type d’interaction est souvent à l’origine d’un rétrécissement du petit sillon, ce qui accroît le potentiel 
électrostatique négatif du petit sillon (Rohs et al., 2009). De part sa grande contribution électrostatique, 
ce type d’interaction est aussi associé à la reconnaissance non spécifique. Par exemple, la structure du 
nucléosome a révélé 14 contacts de ce type. De plus, le rétrécissement du petit sillon associé aux 
contacts avec la protéine est à l’origine de l’enroulement de l’ADN autour l’octamère d’histone (Rohs et 
al., 2009).   
I-4-B- Oligomérisation et répétition de domaines de liaisons à l’ADN 
 De nombreux domaines de liaison à l’ADN sont connus pour lier l’ADN sous forme 
d’homomultimère ou d’hétéromultimère. Cette stratégie permet d’augmenter la spécificité et la 
sélectivité de liaison à l’ADN en agrandissant l’interface de liaison. Nous avons pu voir avec la famille 
des récepteurs nucléaires que ce type de reconnaissance sous forme d’homodimère ou d’hétérodimère 
offre des possibilités de régulation très complexes (Glass, 1994). La dimérisation de ces protéines de 
liaison à l’ADN implique que la cible ADN soit adaptée à la réception d’un dimère, elle doit donc 
présenter deux demi-interfaces de liaison (Figure 28). De ce fait, l’augmentation de la longueur de la 
cible ADN va jouer sur sa probabilité de présence sur le génome et donc sur la sélectivité de 
reconnaissance. De plus, la cible ADN peut  présenter ses demi-sites dans différentes configurations, 
en répétition directe, sous la forme de palindrome ou encore sous la forme de palindrome inversé. Cette 





Figure 28 : Modes de reconnaissance de l’ADN par les récepteurs nucléaires.  
Les récepteurs nucléaires peuvent exercer leur fonction régulatrice sous forme de monomère, d’homodimère ou 
d’hétérodimère. 
 
De la même façon, la formation de dimère par protéines de la famille GAL4 permet de moduler 
la spécificité de reconnaissance en fonction de la longueur de la région linker reliant les deux interfaces 
de dimérisation. Dans ce cas, c’est l’espacement entre les deux demi-sites qui contrôle la spécificité de 
reconnaissance (Marmorstein et al., 1992, Marmorstein and Harrison, 1994, Liang et al., 1996).  
D’autres stratégies ont été développées dans le but de moduler la spécificité de 
reconnaissance. Dans certains cas, c’est directement la séquence du gène qui encode pour un 
domaine de reconnaissance qui inclut un motif répété. C’est le cas par exemple du motif en doigt de 
zinc de type C2H2, une unité de liaison à l’ADN est répété en multiple copies dans un même domaine 
de liaison à l’ADN. Comme chaque doigt de zinc est capable de lier une séquence de 3-4 paires de 
bases, l’enchaînement des doigts de zinc augmente la taille de la séquence ADN reconnue. Alors qu’un 
seul doigt de zinc va se fixer sur 3-4 paires de bases, un motif présentant trois doigts de zinc répétés en 
tandem, tel que celui de Zif268 (Pavletich and Pabo, 1991), fixe une séquence d’ADN de dix paires de 






D’autre part, certains domaines de liaison à l’ADN sont composés de différents sous domaines 
reliés par des régions linkers. Chacun des sous domaines structuraux fixant une partie de la cible ADN. 
C’est le cas de la famille des protéines POU (acronyme de Pit-1, Oct-1 et Unc-92, les trois premières 
protéines POU découvertes), qui sont des facteurs de transcription eucaryotes jouant des rôles clés 
dans le développement et la différenciation (Rosenfeld, 1991, Ruvkun and Finney, 1991).  Ces 
protéines présentent un domaine de liaison à l’ADN composé de deux sous domaines : le sous domaine 
POUs, (POU spécifique) et un sous domaine POUh,  qui est un motif homéodomaine (Figure 29). Le 
domaine POUs présente une structure proche de celle des répresseurs des bactériophages λ et 434 
(motif HTH). Ces deux sous domaines sont reliés par une région variable et flexible appelée linker et ils 
sont impliqués dans la reconnaissance d’un site octamérique 5’-ATGCAAAT-3’. Le sous domaine POUs 
se lie de façon spécifique à la partie 5’ de l’octamère, la partie ATGC alors que le sous domaine POUh 
contacte la séquence AAAT sur la face opposée de l’ADN. C’est la combinaison des deux domaines qui 
permet de reconnaître la cible octamérique. Cette famille de protéines renferme donc un domaine de 
liaison à l’ADN composite fait de deux sous domaines, et, illustre une stratégie intéressante qui a été 
mise en œuvre pendant l’évolution afin d’augmenter la spécificité et la sélectivité de reconnaissance. 
Figure 29 : Reconnaissance de 
l’ADN par les protéines POU 
Le domaine POU associe deux sous 
domaines : le domaine POUs et le 
domaine POUh. Structure 
cristallographique du domaine POU 
de  Brn-5 lié sur sa cible ADN, code 





Figure 30 : Assemblage supramoléculaire au niveau de la séquence activatrice sur le promoteur du gène 
codant pour l’interféron β. 
(A) Structure d’une partie de la séquence activatrice sur laquelle sont fixés les facteurs de transcript ion NF B (2 molécules) 
et deux molécules d’IRF-3 (Interferon Regulatory Factor 3), code PDB 2o61, (Panne et al., 2007). (B) Structure d’une partie 
de la séquence activatrice sur laquelle sont fixés les facteurs de transcription c-Jun, ATF-2 et deux molécules d’IRF-3, code 
PDB 1t2k, (Panne et al., 2004). (C) Structure de la séquence activatrice du promoteur du gène codant pour l’interféron β sur 
laquelle sont fixés quatre molécules d’IRF-3, code PDB 2o6g, (Panne et al., 2007). (D) Schéma illustrant la fixation des 




I-4-C- La reconnaissance multiple au niveau de séquences régulatrices naturelles 
Dans le but de spécifier quel gène doit être exprimé dans une situation donnée, la cellule utilise 
différentes protéines de liaison à l’ADN pour contrôler la transcription. De façon surprenante, il existe 
relativement peu de facteurs de transcription, leur nombre a été estimé à 2600 dans le génome humain 
(alors que l’on estime à 25000 le nombre de gènes codant pour des protéines). Cependant, les 
capacités de cette gamme de facteurs de transcription sont largement augmentées par le fait qu’ils 
agissent en combinaison. Dans la plupart des cas,  plusieurs facteurs de transcription différents doivent 
se fixer sur un même promoteur pour réguler sa transcription. De ce fait, chaque facteur de transcription 
peut être utilisé dans la régulation de l’expression de différents gènes et peut être associé à différents 
partenaires.  
In vivo, la notion binaire qui associe un domaine de liaison à sa cible ADN est bien plus 
complexe. En effet, les séquences régulatrices sont souvent composées de plusieurs sites de liaisons 
qui sont associés à leurs protéines respectives. De récentes études sur la séquence activatrice du 
promoteur du gène codant pour l’interféron β ont permis d’illustrer ceci au point de vue structural. En 
réponse à  l’infection virale, la cellule exprime certains facteurs de transcription qui sont capables de 
venir se fixer sur la séquence activatrice (« enhancer ») située sur le promoteur du gène codant pour 
l’interféron β, une protéine importante pour lutter contre les virus. Ces facteurs de transcription activent 
la transcription de ce gène et ainsi transmettre la réponse cherchant à détruire l’élément perturbateur. 
Les bases moléculaires de la fixation de ces facteurs de transcription sur cette séquence activatrice ont 
été récemment décrites (Panne et al., 2004, Panne et al., 2007) et sont présentées dans la figure 30.  
Quand une cellule est infectée par un virus, différents facteurs de transcription sont produits 
parmi lesquels ATF-2/c-Jun (en vert dans la figure 30), les facteurs « Interferon Response Factors » ou 
IRF (coloré en bleu dans la figure 30) et le facteur nucléaire Kappa B ou NFκB (coloré en mauve dans 
la figure 30). Individuellement, chacun de ces facteurs de transcription est incapable d’induire 
l’activation du gène et chacun d’entre eux est impliqué dans l’activation d’autres gènes (par exemple 
NFκB est aussi très important pour la réponse immunitaire, l’inflammation, l’apoptose et bien d’autres 
processus). Mais lorsque ces facteurs de transcription se lient ensemble sur cette séquence régulatrice, 
ils sont capables d’activer la transcription du gène codant pour l’interféron β et engendrent ainsi la 
réponse cellulaire. C’est la combinaison de tous ces facteurs de transcription qui sera capable de 
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recruter des complexes activateurs et des facteurs de modifications de la chromatine afin de promouvoir 
la transcription du gène codant pour l’interféron β (Panne et al., 2007).  
I-5- Dynamique, adaptabilité et plasticité de la reconnaissance Protéine-ADN  
I-5-A- Contexte général 
 Dans la cellule, un domaine de liaison à l’ADN séquence spécifique doit être capable de trouver 
sa cible ADN spécifique parmi l’intégralité de la chromatine. Nous avons vu dans le chapitre précédent 
que l’évolution a sélectionné des mécanismes pour accroître la spécificité et la sélectivité de 
reconnaissance des facteurs de transcription. Le nombre de sites spécifiques pour chacun de ces 
facteurs de transcription est donc très restreint en comparaison avec la grande quantité d’ADN 
génomique présent dans la cellule. De plus, le site se doit d’être accessible et ne doit pas être masqué 
par la compaction de la chromatine. Un facteur de transcription diffuse donc dans le noyau à la 
recherche de sa cible spécifique. Le noyau apparaît comme un environnement extrêmement dynamique 
et cette dynamique est cruciale pour la mise en place de la transcription et donc la vie de la cellule. Les 
facteurs de transcription diffusent très rapidement au sein du noyau et des mesures de FRAP 
(Fluorescence Recovery After Photobleaching) ont permis de mesurer des coefficients de diffusion 
allant de 0.5 à 5 µm²/s selon la taille, la forme et l’interaction avec la chromatine des différents facteurs 
de transcription (Gorski et al., 2006). Pour illustrer ceci, un facteur de transcription peut traverser un 
noyau de part en part en quelques secondes et visiter l’intégralité du volume nucléaire en quelques 
minutes. Cette grande mobilité est à la base de leur capacité à trouver rapidement, et sans dépenser 
l’énergie de la cellule, leur site spécifique parmi l’ADN génomique (Hager et al., 2009). Or, il a été 
montré que certains facteurs de transcription identifient leurs sites cibles 100 à 1000 fois plus 
rapidement que la vitesse maximale attendue pour la diffusion simple en trois dimensions (Berg and von 
Hippel, 1985, von Hippel, 1994). En fait, un domaine de liaison à l’ADN est capable de se fixer de façon 
non spécifique sur l’ADN de façon très transitoire, de diffuser le long de ce brin d’ADN et de sauter de 
brin en brin facilitant ainsi sa recherche du site spécifique (Hager et al., 2009). Ces interactions non 
spécifiques sont beaucoup plus transitoires que l’interaction spécifique qui, du fait de la 
complémentarité structurale entre le domaine de liaison à l’ADN et sa cible spécifique, est très stable et 




Figure 31 : Liaison non spécifique du répresseur MetJ sur de l’ADN génomique.  
(A) Spectre 2D 15N HSQC de la protéine libre. (B) Spectre 2D 15N HSQC de la protéine après ajout d’ADN de sperme de 
saumon, fragments de 300 à 2000 paires de bases. (C) Spectre 2D 15N HSQC de la protéine après ajout d’un lysat bactérien 
(D-E) Spectre 2D 15N HSQC après ajout de DNAse. (Augustus et al., 2009).   
 
Des études récentes, menées par RMN in cellulo et sur des lysats de cellules, ont montré que 
le facteur de transcription MetJ, est capable de s’associer avec l’ADN génomique de façon non 
spécifique (Augustus et al., 2009). Dans un premier temps, la protéine MetJ marquée à l’azote 15N a été 
purifiée et un spectre HSQC 15N  a été enregistré (Figure 31A). Ensuite, de l’ADN de sperme de 
saumon ou un lysat cellulaire a été introduit dans l’échantillon de protéine (Figure 31B et 31C). Les 
signaux sur le spectre HSQC disparaissent, ceci étant dû à l’élargissement des signaux qui est 
directement liée à l’augmentation de la masse moléculaire de l’entité en solution. En  fait, une interaction 
non spécifique se met en place entre la protéine MetJ et le fragment d’ADN, conduisant à une 
augmentation de la masse moléculaire de l’entité observée (en l’occurrence la protéine MetJ). Il est 
important de noter que ces expériences ont été réalisées avec une concentration en protéine de l’ordre 
de 100 µM, et que des constantes d’association de l’ordre du µM sont suffisantes pour observer ce 
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phénomène. Les auteurs ont par la suite ajouté de la DNAse dans l’échantillon afin de cliver l’ADN en 
fragments plus courts. La digestion de l’ADN restore le spectre HSQC de la protéine libre (Figure 31D et 
31E), confirmant l’association entre la protéine et l’ADN génomique. Ces expériences ont permis de 
confirmer les interactions non spécifiques entre les facteurs de transcription et l’ADN génomique. 
Cependant, on peut se demander quelles sont les différences dans la liaison à l’ADN génomique et la 
liaison sur la cible spécifique ? Naturellement, l’interaction avec l’ADN non spécifique se doit d’être plus 
labile afin de permettre une diffusion le long de l’ADN. Durant les dix dernières années, le groupe du 
Professeur Rolf Boelens (Utrecht University) a largement contribué à la compréhension des différences 
observées lors des reconnaissances non spécifique et spécifique de l’ADN. Pour ce faire, ils ont étudié 
l’exemple du répresseur Lactose et ont pu caractériser les structures en solution de la forme liée de 
façon spécifique sur l’ADN et sa forme liée sur de l’ADN non spécifique.  
Le répresseur Lactose a un domaine de liaison à l’ADN de type HTH et se lie sous forme de 
dimère sur un opérateur qui offre deux demi-sites de liaison différents. Ce dimère se lie donc de façon 
asymétrique sur l’opérateur O1 qui représente une de ses cibles naturelles (Figure 32A). La 
reconnaissance spécifique de l’ADN est assurée par deux hélices de chaque motif HTH dont l’une joue 
le rôle d’hélice de reconnaissance dans le grand sillon. La partie C-terminale de ce domaine est 
déstructurée en solution mais une partie de cette extrémité C-terminale se structure lors de la 
reconnaissance spécifique de l’ADN. L’hélice α ainsi générée reconnaît de façon spécifique les bases 
de l’ADN dans le petit sillon et induit une courbure de 36° de l’ADN entre les paires de bases 10 et 11 
(Kalodimos et al., 2001). Lorsque l’on parle de plasticité lors de la reconnaissance de l’ADN, il ne faut 
pas perdre de vue que l’hélice d’ADN pourra aussi s’adapter aux contraintes stériques imposées par 
l’insertion de la protéine.   
De façon intéressante, le cas du répresseur Lactose illustre bien la plasticité et la capacité 
d’adaptation observées lors de la reconnaissance Protéine - ADN (Figure 32). En effet, dans la structure 
en solution du répresseur Lactose fixé sur l’opérateur O1, on observe deux domaines de liaison à l’ADN 
identiques qui reconnaissent des sites ADN différents (Kalodimos et al., 2002). L’orientation de ces 
domaines par rapport à l’ADN est légèrement différente et la reconnaissance spécifique de l’ADN 
n’utilise pas les mêmes interactions intermoléculaires (Figure 32B-D). Le cas du répresseur Lactose 





Figure 32 : Plasticité et capacité d’adaptation observées lors des interactions Protéine-ADN : 
reconnaissance de l’ADN par le répresseur Lactose.  
(A) Structure en solution du complexe formé par le répresseur Lactose et l’opérateur O1, code PDB 1l1m. La surface 
accessible au solvant de l’ADN est représentée. La protéine est représentée sous forme de ruban et chaque monomère est 
représenté avec une couleur différente. (B) En haut, superposition des deux monomères liés sur leurs demi sites et en bas 
superposition des deux monomères protéiques. (C) Détails des contacts observés pour le demi-site situé sur la partie 
gauche de la structure représentée en A. (D) Détails des contacts observés pour le demi-site situé sur la partie droite de la 
structure représentée en A. (Kalodimos et al., 2002). 
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I-5-B- Apport de la RMN 
La suite du travail réalisé sur la compréhension de la reconnaissance de l’ADN par le 
répresseur Lactose a permis d’appréhender les mécanismes moléculaires qui régissent la 
reconnaissance non spécifique de l’ADN. En effet, en utilisant un oligonucléotide n’incluant pas la 
séquence de reconnaissance spécifique du répresseur Lactose, la structure en solution du complexe 
non spécifique a pu être déterminée (Kalodimos et al., 2004a). La reconnaissance non spécifique de 
l’ADN par le répresseur Lactose se fait toujours par une forme dimérique. Cependant, la protéine est 
tournée d’environ 25° par rapport à l’ADN en comparaison avec la structure du complexe spéc ifique. 
Cette modification entraîne une perte drastique de tous les contacts spécifiques. Les résidus Y7, Y17, 
Q18 et R22, importants pour contacter les bases dans le complexe spécifique, voient leurs positions 
évoluer dans le complexe non spécifique, et, participent ainsi à la formation de liaisons hydrogène avec 
les groupements phosphates du squelette de l’ADN. De façon générale, tous les contacts avec les 
bases de l’ADN sont perdus dans la reconnaissance non spécifique alors que la majorité des contacts 
avec le squelette de l’ADN sont conservés (Figure 33). La perte de ces contacts spécifiques explique 
comment une protéine peut donc de se fixer sur l’ADN génomique et glisser le long de l’ADN en ne 
réalisant qu’une reconnaissance purement électrostatique. Enfin, lorsqu’elle trouve sa séquence 
spécifique, les contacts avec les bases peuvent alors se mettre en place dans le grand sillon et dans le 
petit sillon (dans cet exemple du répresseur Lactose). De façon intéressante, l’extrémité C-terminale 
reste non structurée dans le complexe non spécifique. Ce n’est qu’au contact d’une cible ADN 
spécifique qu’il y aura structuration de cette partie en hélice α pour assurer la reconnaissance 
spécifique. Comme la courbure de l’ADN est aussi associée à la structuration de la partie C-terminale 
(insertion de l’hélice α dans le petit sillon), il semble normal que l’on retrouve un ADN sous forme B et 
totalement linéaire dans le complexe non spécifique. Il est très fréquent d’observer un couplage entre la 
reconnaissance spécifique et la structuration de certaines parties de la chaîne polypeptidique ; cette 
observation n’est pas uniquement restreinte aux interactions Protéine-ADN (Wright and Dyson, 2009).    
 Nous venons de voir que les bases moléculaires de la reconnaissance non spécifique de l’ADN 
réalisée par le répresseur Lactose ont pu être élucidées avec la résolution de la structure du complexe 
non spécifique mais ce complexe non spécifique se doit d’être transitoire afin de permettre la diffusion 
de la protéine le long de l’ADN génomique. Des expériences ont été mises en œuvre afin de mettre en 




Figure 33 : Comparaison de la reconnaissance spécifique et non spécifique de l’ADN réalisées par le 
répresseur Lactose. 
(A) Représentations schématiques des structures en solution du répresseur Lactose libre, en interaction non spécifique avec 
l’ADN (code PDB 1osl) et en interaction spécifique avec l’ADN (code PDB 1l1m). (B) Détails des contacts intermoléculaires 
observés dans chacun des complexes. (Kalodimos et al., 2004a).  
  
Dans un premier temps, les mouvements de l’ordre de la milliseconde ont été étudiés dans le 
système répresseur Lac/cible ADN. L’amplitude de ces mouvements peut être explorée en étudiant la 
relaxation des atomes d’azote 15N formant le squelette peptidique. On peut avoir accès aux 
mouvements de l’ordre de la milliseconde en déterminant le terme d’échange (souvent appelé Rex) qui 
donne accès à la constante de temps associée à des changements conformationnels de la chaîne 
polypeptidique. Il apparaît donc que lorsqu’une chaîne polypeptidique est très contrainte, comme c’est 
le cas dans un complexe protéine ADN spécifique, et qu’elle reste figée dans sa conformation, les 
termes d’échange (Rex) des noyaux 15N du squelette peptidique sont relativement faibles. Les mesures 
des termes d’échange ont été réalisées sur le répresseur Lactose dans sa forme libre mais aussi pour 
les complexes spécifique et non spécifique avec l’ADN (Figure 34B). Peu de termes d’échange 
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conformationnel sont retrouvés dans le complexe spécifique, ce qui signifie que la protéine est très 
stable et présente peu de mouvements de l’ordre de la milliseconde. En revanche, dans le complexe 
non spécifique, la chaîne polypeptidique apparaît extrêmement dynamique dans cette gamme de 
temps. De plus, ces mouvements sont localisés au niveau de l’interface protéine ADN, témoignant 
d’une association relativement labile entre la protéine et la cible non spécifique. Ces résultats ont été 
confirmés par des mesures cinétiques d’échange H/D et le calcul de facteurs de protection des protons 
amines (Figure 34C). Il apparaît clairement que l’interface protéine ADN est beaucoup moins accessible 
au solvant dans le complexe spécifique, ce qui confirme une interaction forte (basée sur des contacts 
spécifiques) entre les deux partenaires en comparaison avec le complexe non spécifique qui sera 
beaucoup plus labile et donc plus accessible au solvant (Kalodimos et al., 2004a, Kalodimos et al., 
2004b).  
 
Figure 34 : Caractérisation structurale, dynamique et de la protection à l’échange proton/deutérium de la 
voie de reconnaissance de l’ADN du répresseur Lactose. 
(A) Représentations schématiques des structures en solution du répresseur Lac libre, en complexe non spécifique (code 
PDB 1osl) et en complexe spécifique (code PDB 1l1m). (B) Représentations sur les modèles structuraux des termes 
d’échanges lents observés dans les différents cas de figures (forme libre, complexe non spécifique et complexe spécifique). 
(C) Représentations sur les modèles structuraux des facteurs de protection à l’échange proton/deutérium observés dans les 
différents cas de figures (forme libre, complexe non spécifique et complexe spécifique). (Kalodimos et al., 2004a, Kalodimos 
et al., 2004b).  
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 Toutes ces études structurales en solution sur le système répresseur Lactose - opérateur 
Lactose ont permis de comprendre au niveau structural comment un domaine de liaison à l’ADN est 
capable de discerner sa cible spécifique de l’ADN génomique dans la cellule. Cependant, elle ne donne  
pas de preuve expérimentale concernant le déplacement de la protéine le long de l’ADN génomique. 
Durant les dix dernières années, des développements méthodologiques en RMN ont donné l’accès à la 
détection d’intermédiaires très transitoires en utilisant des sondes ADN marquées par des agents 
paramagnétiques. De façon simplifiée, un marquage paramagnétique a pour effet de modifier les 
propriétés de relaxation (perte de l’aimantation entraînant un retour à l’équilibre thermodynamique) des 
spins qui en sont proches. La proximité entre la sonde paramagnétique et le noyau observé augmente 
sa vitesse de relaxation transverse, ce qui aura pour effet d’élargir la raie observée sur le spectre. En 
marquant des oligonucléotides à différentes positions, le groupe de Marius Clore (NIH, Bethesda) a 
suivi l’élargissement des signaux sur la protéine en faisant varier la position des sites paramagnétiques. 
Ces oligonucléotides renferment la cible spécifique. L’interaction entre l’homéodomaine HOXD9 et un 
ADN de 24 paires de bases renfermant le site de liaison spécifique (Figure 35A) a été choisie comme 
modèle pour cette étude. Quatre sondes ADN ont été utilisées qui ne diffèrent que par la position du site 
paramagnétique. Le schéma de la figure 35B illustre comment la protéine va rechercher son site 
spécifique en se déplaçant le long de la cible ADN et sera ainsi sensible au marquage paramagnétique. 
Il est important de savoir que, dans ce cas précis, les auteurs connaissent le mode de reconnaissance 
spécifique de la protéine et ont en leur possession les coordonnées de la structure en solution de ce 
complexe protéine - ADN. Des complexes protéine - ADN ont donc été formés entre ce domaine de 
liaison à l’ADN et chacune de ces cibles ADN et ce pour deux forces ioniques, à 20mM NaC l et à 
160mM NaCl. Les auteurs ont ensuite mesuré les vitesses de relaxation transverse des atomes d’azote 
15N de la protéine, puis ils ont calculé les valeurs d’augmentation de la vitesse de relaxation transverse 
de chacun des atomes d’azote 15N de la protéine pour chacun des complexes aux deux forces ioniques 
(en prenant comme référence un complexe formé avec un ADN non marqué). Les résultats sont 
représentés sur la Figure 35C-D et montrent les valeurs d’augmentation de la vitesse de relaxation 
transverse de chacun des atomes d’azote 15N de la protéine sur une représentation schématique de la 
structure du complexe spécifique. Pour les expériences réalisées à faible concentration en sel, les 
variations de vitesse de relaxation transverse des atomes d’azote 15N, dues à la proximité de la sonde 
paramagnétique, sont en accord avec la structure du complexe spécifique. Des conditions de faible 
force ionique favorisent la mise en place de l’interaction spécifique. Par contre, à plus haute force 
ionique (une force ionique comparable à celle de la cellule), d’autres parties de la protéine sont 
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sensibles à la sonde magnétique. Ceci témoigne des mouvements de la protéine le long de l’ADN à la 
recherche de sa cible spécifique. Grâce à ces expériences, les auteurs ont pour la première fois mis en 
évidence le  déplacement d’un domaine de liaison à l’ADN le long de l’ADN (Iwahara and Clore, 2006, 
Iwahara et al., 2006). D’autres expériences, toujours réalisées par le groupe de Marius Clore, ont aussi 
permis de mettre en évidence les sauts de brin en brin que peuvent réaliser les domaines de liaison à 
l’ADN dans le but de trouver leur site spécifique de reconnaissance.  
 
Figure 35 : Mise en évidence de la diffusion de l’homéodomaine HOXD9 le long de l’ADN  
(A) Séquence de l’ADN de 24 paires de bases utilisée, le site de reconnaissance spécifique est encadré et les positions de 
marquage paramagnétique sont indiquées. (B) Représentation schématique de la recherche de la cible spécifique par 
l’homéodomaine HOXD9. Différents intermédiaires non spécifiques sont représentés. La couleur rose montre un effet de la 
sonde paramagnétique sur la protéine. (C) Représentation schématique des résultats expérimentaux observés à 20mM 
NaCl. (D) Représentation schématique des résultats expérimentaux observés à 160mM NaCl. Pour C et D, une échelle de 
l’augmentation de la relaxation transverse due à l’agent paramagnétique est représentée en bas.  
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 Au cours de cette partie, nous avons pu voir que l’interaction entre un domaine de liaison et sa 
cible ADN est très complexe. En effet, un facteur de transcription est capable de diffuser le long de la 
chromatine afin de trouver sa cible ADN spécifique. Il devra donc être capable de se fixer de façon non 
spécifique sur l’ADN génomique mais aussi de façon spécifique sur sa cible préférentielle. Nous avons 
pu voir que ces deux types d’interactions sont différents au niveau structural avec l’exemple du 
répresseur Lactose et qu’ils vont mettre en jeu différents types de reconnaissance. En effet, l’interaction 
non spécifique est essentiellement basée sur des contacts électrostatiques qui permettent une 
interaction transitoire en accord avec les mouvements observés permettant la recherche de la cible 
spécifique. Par contre, la reconnaissance spécifique est basée sur des contacts spécifiques permettant 
à la protéine de s’ancrer sur l’ADN afin que celle-ci puisse réaliser sa fonction biologique. L’exemple du 
répresseur Lactose, qui fixe chacun de ces monomères sur des demi-sites différents, met en évidence 
la plasticité et l’adaptabilité caractéristiques des domaines de reconnaissance de l’ADN. Cette plasticité 
ne repose pas uniquement sur la faculté intrinsèque d’adaptation de la protéine, l’ADN pouvant aussi 
s’adapter aux contraintes stériques imposées par la protéine.  
 La flexibilité de la molécule d’ADN joue également un rôle important dans la reconnaissance. 
En effet, il existe de nombreux exemples de complexes protéine-ADN dans lesquels la structure de 
l’ADN diffère d’une hélice de forme B linéaire. Par exemple, on peut voir sur la Figure 36A-B-C, que 
l’ADN peut se déformer pendant l’interaction spécifique. Cependant, on remarque que dans ces trois 
types de complexe (Sox17-ADN, IHF-ADN et TBP-ADN, Figure 36), les déformations sont dues à une 
interaction dans le petit sillon. L’encombrement stérique engendré par l’insertion d’éléments de 
structures secondaires dans le petit sillon est souvent à l’origine des phénomènes de courbure de 
l’ADN. Dans le cadre du répresseur Lactose, c’est aussi l’insertion de l’hélice α C-terminale qui entraîne 
la courbure de l’ADN. Il est important de noter que la distorsion de l’ADN lors de l’interaction protéine-
ADN a un coût énergétique qui sera compensé par la mise en place de contacts intermoléculaires 
supplémentaires (Privalov et al., 2009). De façon intéressante, la distorsion de l’ADN est aussi observée 
dans le cadre d’interactions non spécifiques comme on peut le voir dans la structure cristallographique 
du nucléosome. En effet, l’ADN doit se courber pour pouvoir s’enrouler autour de l’octamère d’histones 




Figure 36 : Courbure de l’ADN lors de la reconnaissance Protéine-ADN. 
(A) Structure cristallographique de la protéine Sox17 liée sur sa cible ADN, code PDB 3f27, (Palasingam et al., 2009). (B) 
Structure cristallographique de l’ « Integration Host Factor » (IHF) lié sur sa cible  ADN, code PDB 1owg (Lynch et al., 2003). 
(C) Structure cristallographique de la TBP liée sur sa cible ADN, code PDB 1YTB, (Kim et al., 1993). (D) Structure 
cristallographique du nucléosome, code PDB 1aoi, (Luger et al., 1997). Les histones H2A sont colorées en orange, H2B en 
mauve, H3 en rouge et H4 en bleu. 
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I-6- Conclusions   
 Comme nous l’avons vu, la formation d’une interface complémentaire Protéine-ADN peut être 
réalisée de différentes façons. Une grande diversité de motifs structuraux est capable de venir épouser 
les contours de l’ADN et ainsi de promouvoir la reconnaissance spécifique de l’ADN. La reconnaissance 
spécifique de l’ADN est réalisée grâce à des contacts intermoléculaires entre la protéine et les 
différentes parties de l’ADN traduisant un complémentarité chimique. Dans la majorité des cas, le grand 
sillon est utilisé pour la reconnaissance car il présente une complémentarité structurale avec les 
différents éléments de structures secondaires protéiques comme l’hélice α ou le feuillet β. La 
reconnaissance dans le grand sillon est complétée dans de nombreux cas par des contacts dans le petit 
sillon adjacent dans le but d’augmenter la surface de contact avec l’ADN. Nous avons pu entrevoir 
qu’elle peut aussi être complétée par l’ajout d’une autre interface de reconnaissance dans le cas 
d’oligomérisation ou encore de motifs répétés en tandem. La reconnaissance spécifique est donc basée 
sur une complémentarité structurale et chimique, mais ces propriétés permettent, toutefois, une grande 
plasticité et adaptabilité dans la reconnaissance spécifique. Cette plasticité est aussi nécessaire pour 
permettre la reconnaissance non spécifique de l’ADN, qui permet la diffusion le long de la fibre d’ADN 
génomique afin de localiser le plus rapidement possible la cible spécifique. Au cours de cette partie, 
nous avons pu aborder au niveau structural et dynamique, la mise en place de ces interactions en 
montrant que les phénomènes observés dans le noyau cellulaire peuvent être reproduit et étudiés in 
vitro.  Cette diversité dans les phénomènes de reconnaissance illustre la grande complexité et le grand 






















II- Pourquoi et comment utiliser la RMN pour l’étude structurale des 
interactions Protéine-ADN ? 
 Les techniques de biologie structurale, telles que la cristallographie des rayons X, la 
microscopie électronique, la microscopie à force atomique et la Résonance Magnétique Nucléaire, sont 
utilisées pour l’élucidation structurale des macromolécules et de leurs interactions au niveau atomique. 
Parmi ces techniques, la cristallographie des rayons X est la technique la plus prolifique puisque sur les 
63956 structures déposées dans la PDB (Avril 2010), 55236 ont été résolues par cristallographie des 
rayons X, 8284 par RMN, 174 par microscopie électronique. Les 162 structures restantes ont été 
résolues par des techniques hybrides ou autres. En ce qui concerne les complexes Protéines-Acides 
nucléiques, 2618 structures ont été déposées dans la PDB, parmi lesquelles 2386 proviennent de la 
cristallographie des rayons X et 154 de la RMN. Chacune de ces deux techniques a ces avantages et 
ses inconvénients et sont complémentaires. Alors que la cristallographie des rayons X ne présente pas 
de limitation de taille, la RMN en solution se limite pour l’instant à des édifices macromoléculaires ayant 
un poids moléculaire inférieur à 30 kDa. Cependant, alors que  l’étape limitante de la cristallographie 
des rayons X réside dans l’obtention d’un cristal et que les structures sont le plus souvent résolues dans 
un cristal à très basse température (typiquement 100 K), la RMN permet de travailler directement en 
solution sur des protéines partiellement repliées ou sur des complexes très dynamiques. Des études 
récentes ont même été réalisées directement dans la cellule après injection ou surexpression de la 
macromolécule d’intérêt (Selenko et al., 2006, Selenko and Wagner, 2006, Serber et al., 2006, Selenko 
and Wagner, 2007). Outre cet aspect pratique, la RMN donne aussi un accès à la dynamique des 
macromolécules en solution en permettant l’accès aux mouvements sur une grande échelle de temps 
s’étendant de la picoseconde à la milliseconde au niveau de la dynamique de la chaîne polypeptidique. 
De nouvelles avancées méthodologiques en RMN permettent aujourd’hui de suivre en temps réel des 
phénomènes plus lents tels que le repliement d’une protéine ou des changements conformationnels 
(Felli and Brutscher, 2009).  
 Sur le plan structural, alors que la cristallographie des rayons X donne une image physique 
tridimensionnelle de la macromolécule cristallisée (la densité électronique et donc la distribution spatiale 
des nuages électroniques liées aux atomes et aux liaisons covalentes) , la RMN permet de recueillir des 
informations structurales indirectes (distances interatomiques, angles, orientations des liaisons 
interatomiques, etc…) qui sont ensuite utilisées comme contraintes dans le calcul de structure final. 
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INTRODUCTION 
Avec l’avènement de la RMN hétéronucléaire multidimensionnelle et le développement des techniques 
de marquage isotopique, la détermination de structure de protéine en solution a été grandement 
simplifiée durant les années 90. Durant les trente dernières années, des progrès technologiques 
continus ont permis d’augmenter le champ magnétique des spectromètres RMN, leur sensibilité et leur 
résolution. Ces champs magnétiques intenses ont été associés à des sondes refroidies (cryo-sonde) 
permettant de réduire le bruit électronique et donc d’accroître la sensibilité de détection du signal. De 
même, de nombreuses innovations méthodologiques ont été réalisées et de nouveaux concepts ont 
émergé dans le monde de la RMN en solution. En effet, le développement et l’avènement de nouvelles 
séquences d’impulsions repoussent sans cesse les limites de la RMN en solution. Alors que les 
premières structures en solution de protéines ont été résolues uniquement sur la base de contraintes de 
distances (Nuclear Overhauser effect, NOE) et de contraintes angulaires (dérivés de constantes de 
couplage), de nos jours, les structures RMN sont résolues avec une multitude de contraintes 
structurales différentes (contraintes de distances (NOE), angles dièdres, liaison hydrogène, 
déplacements chimiques, couplages dipolaires résiduels, contraintes d’anisotropie de diffusion, 
contraintes longues distances dérivées de la relaxation paramagnétique, …). Toutes ces données 
expérimentales permettent d’étudier des modèles plus complexes. Durant les quinze dernières années, 
le développement de séquences d’impulsions basées sur l’effet TROSY (Transverse Relaxation 
Optimized SpectroscopY) a permis de repousser les limites de tailles imposées par les techniques 
classiques (Pervushin et al., 1997, Salzmann et al., 1998) ; ainsi, à l’aide de ces séquences, le groupe 
dirigé par Prof. Lewis Kay a réussi à résoudre la structure en solution de la Malate Synthase, une 
enzyme de 82 kDa (Grishaev et al., 2008). 
 Cette évolution majeure a donc ouvert la voie à l’étude des complexes entre macromolécules 
par RMN. Outre des informations structurales, la RMN en solution donne aussi un accès à la 
dynamique, et, nous allons voir au cours de cette revue comment peut-on utiliser la RMN en solution 
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Recent methodological and instrumental advances in solution state NMR have opened 
the way to tackle challenging problems in structural biology such as large 
macromolecular complexes. This review focuses on the experimental strategies 
commonly employed to solve protein-DNA complex structures and dynamics and thus to 


















Transcription, DNA replication and repair are key dynamic cellular processes that 
require extremely tight regulation by DNA-binding proteins. In particular, these proteins have 
to recognize their specific DNA targets in the presence of a large number of nonspecific DNA 
binding sites.  
In most cases, transcription factors expand a modular organisation (Ansari and Mapp, 
2002) encompassing a DNA-binding domain specialized in DNA recognition (Garvie and 
Wolberger, 2001) and additional domains implicated in signal transduction via interaction 
with others protein partners (Chen, 1999). The large number of structural data on DNA-
binding domains has highlighted an important structural diversity allowing to propose 
structural classifications (Luscombe et al., 2000), and to provide clues to understand the 
molecular mechanisms involved in DNA recognition. The DNA-binding domain is mostly 
restricted to target specific DNA in the genome. It permits specific DNA recognition and 
strong affinity binding have been selected during the evolution.  
To get insights into the mechanisms underlying specific DNA recognition, it is 
necessary to have detailed structural information on DNA-protein complexes. X-ray 
diffraction remains the most powerful method that allows large macromolecular complex to 
be solved, as illustrated with the crystal structure of the complex formed by eight transcription 
factors bound to the interferon β enhancer (Panne et al., 2004, Panne et al., 2007). However, 
while X-ray crystallography appears very competitive for large molecular assembly, its 
general application is limited by the difficulties in crystallizing highly dynamic and transient 
complexes. Over the past decades, liquid state NMR has progressed in terms of sensitivity and 
spectral resolution with the generation of very high magnetic field spectrometers together 
with important methodological developments such as the Transverse Relaxation Optimized 
Spectroscopy (Pervushin et al., 1997) (Salzmann et al., 1998) (TROSY), opening the way to 
NMR studies of large macromolecules or complexes. In the case of protein-DNA complexes, 
most of the recent NMR advances could be applied providing structural restraints that can be 
used to perform structure calculations. Two categories of information can be collected: 
ambiguous restraints generally derived from interaction surface mapping and unambiguous 
restraints provided by intermolecular NOEs, residual dipolar couplings and paramagnetic 
relaxation enhancement experiments. All these data can be combined together to compute 
high quality structures of protein-DNA complexes. 
Furthermore, by contrast with X-ray diffraction, NMR spectroscopy is performed at 
room temperature and gives access to dynamical features of macromolecules. By studying 
15
N 
relaxation rates of amide nitrogens, information on the overall diffusion and on the local 
behaviour of the proteins can be extracted from the analysis of spectral density functions.  
The important piece of work performed on the Lac operator (Kaptein et al., 1995, 
Kalodimos et al., 2001, Kalodimos et al., 2002a, Kalodimos et al., 2004, Romanuka et al., 
2009) has provided key for understanding the molecular mechanism by which a protein binds 
to a specific target and a nonspecific target. In the case of protein-DNA recognition, 
adaptation and plasticity, linked to dynamic processes, appear as two major properties 
conferring capacity of specific recognition. Furthermore, liquid state NMR can also give 
access to highly transient intermediates and it is now possible to follow by NMR protein 
diffusion and target search mechanism along the DNA (Iwahara and Clore, 2006, Iwahara et 
al., 2006).  
This review summarizes recent advances in the field of NMR structural studies 





In general, when dealing with macromolecular complexes, different labelling 
strategies are employed. In the first strategy, only one partner is labeled while the other 
remains unlabeled which has the advantage to select the number of observable NMR signals. 




C labeled while the DNA is unlabeled. Therefore, 
one can follow the protein resonances during titration experiments and use filtered 
experiments to select or filter out magnetization of specific proton sets.   




C labelled. In this case, labelled 
DNA can be synthesized by chemical or enzymatic methods, as previously well reviewed 
(Jamin and Toma, 2001). Several examples of structure determinations using DNA labeled 
samples can be found in the literature (Fernandez et al., 1999, Jamin and Toma, 2001, Masse 
et al., 2002, Chernatynskaya et al., 2009). 
 Preparing stable protein-DNA complex for NMR, i.e. 0.1 to 1 mM solutions of 
complex, remains a difficult task due to basic properties associated with DNA-binding 
domain contrasting with negatively charged nucleic acid phosphate groups. A strong 
electrostatic interaction between the two partners may occur at high concentration giving rise 
to sample precipitation. Different strategies have been described in the literature to address 
this issue: (i) increasing salt concentration (ii) reducing the number of DNA charges by 
shortening its length or (iii) using direct mutagenesis to replace basic residues on the protein 
surface outside the DNA recognition interface. Other recipes turned out to be useful to 
improve the solubility problem, like in the case of the Dread ringer protein-DNA complex 
where a C-terminal phenylalanine residue, responsible for exchange process, was mutated in 
leucine residue (Iwahara et al., 2001b) increasing NMR spectra quality. Cysteine residues 
may also be mutated to prevent oxidation and improve the protein-DNA complex stability like 
in studies of the Integrase-DNA complex where a cysteine was mutated in alanine (Wojciak et 
al., 1999) or in the case of the THAP domain of hTHAP1 where two free cysteines outside the 
C2CH zinc coordination motif were mutated in serines (Campagne et al.). 
 
 
INTERACTION SURFACE MAPPING  
 
Chemical shift mapping 
 
The easiest NMR method used to map the interaction binding site is known as 
chemical shift mapping experiment and it is generally based on the study of the backbone 15N-
HN chemical shifts. The development of Transverse Relaxation Optimized SpectroscopY 
(TROSY) makes it possible to record NMR spectra for large complexes with high spectral 
resolution. By recording 15N HSQC spectra of the free and the bound 15N labelled protein, 
normalized chemical shift perturbations can be computed using: 
 





where ΔδHN and ΔδN are the observed chemical shift variations in ppm and γH and γN are the 
gyromagnetic ratio of each nuclei. 
 
Chemical shifts are very sensitive to subtle perturbations of the chemical environment. 
While internal structural rearrangement of the protein upon DNA binding may, in some cases, 
affect protein chemical shifts, generally, it is the proximity of DNA phosphates or the ring 
currents induced by aromatic bases that are responsible for important chemical shift 
perturbations. Therefore, NMR methods that monitor chemical shift perturbations of protein 
amide groups upon DNA binding are widely used to rapidly highlight the interaction surface 
(Yamasaki et al., 2004, Veprintsev et al., 2006, Chen et al., 2008). 
For instance, in the case of the interaction between the C2CH THAP-zinc finger 
domain of human THAP1 and its specific DNA target, very small chemical shift perturbation 
values were observed for residues located in the α-helix region while residues within the β-
sheet or the N-terminus loop were strongly affected (Figure 1A), providing evidence that this 
new type of zinc finger uses its β-sheet and surrounding loops to recognize the DNA instead 
of its -helix (Campagne et al., 2010). 
The interface surface has also to be located in a continuous protein interface area. The 
transcription factor Myb1 (Lou et al., 2009) contains two Myb-like DNA-binding motives, two 
discontinuous surfaces have been highlighted by chemical shift mapping upon complex 
formation. But, after analysis of the sub-domains reorientation upon binding (using RDC), it 
was found that a structural rearrangement of the two domains generates a continuous 
interaction surface in agreement with CSP data.  
In a complementary approach, it is possible to record 
15
N HSQC spectra on isolated 
DNA imino protons and to map the DNA binding site using CSP. Specific pulse programs for 
nucleic acids imino protons detection have been developed recently (Farjon et al., 2009). 
Noteworthy, specific DNA binding sites are often characterised using molecular biology 
methods such as SELEX and DNA specificity analysis using mutagenesis coupled to DNA 




Cross-saturation experiments were first introduced to identify the interfaces of large 
protein-protein complexes (Takahashi et al., 2000) and then applied to protein-nucleic acid 
complexes (Ramos et al., 2000, Lane et al., 2001). In the latter case, DNA imino protons 
(thymine H3 and guanine H1) resonances are selectively saturated using a loop including an 
adiabatic band selective inversion pulse centered at imino frequencies (
1
H, 12-15 ppm) 
(Allen et al., 2006). During the saturation time, relaxation processes of imino protons perturb 
the thermodynamic equilibrium of neighbouring spins and allow saturation transfer to the 
protein.  By introducing the saturation period prior to a classical 15N HSQC pulse sequence, 
imino cross-saturation experiments are recorded using several saturation times (ranging from 
0.1 to 2 s). Then, the normalized intensity of the HSQC cross peaks is plotted as a function of 
saturation time (Figure 1C). 
This method was recently used, in addition to chemical shift mapping experiment, to 
define the binding interface of the THAP domain of THAP1 with its specific DNA target 
(Campagne et al.). By fitting experimental data with a monoexponential equation (Figure 1C), 
a characteristic decreasing time called (TD) was extracted for each non proline residue and the 
RD parameter (1/TD) was plotted as function of protein sequence (Figure 1B). As spin 
diffusion is controlled by dipolar interaction (for small saturation times), the RD parameter 
assesses DNA spatial proximity. As shown in figure 1, cross-saturation data are in good 
qualitative agreement with the CSP data, providing reliable identification of the DNA-binding 




 Changes in solvent accessibility also provide a direct evidence for the identification of 
interfacial residues and represent additional evidences of the protein-DNA interface.  
 Quantitative analysis of amide protons exchange rates for the free protein and the 
DNA bound protein could also provide information on the binding interface and also on 
protein folding upon DNA recognition (Kalodimos et al., 2004).  
In a related approach, water-soluble relaxation agents may be added to the sample, 
increasing the relaxation process of the solvent exposed atoms. Indeed, DNA binding will 
protect the atoms that are located at the binding interface, leading to different relaxation 
behaviours between the free and the bound forms (Moriya et al., 2009). 
 
 
INTERMOLECULAR RESTRAINTS   
 
Short range intermolecular distances restraints: Nuclear Overhauser Effect 
 
Spatial proximity of residues close to the protein-DNA interface can lead to 
sufficiently large intermolecular dipole-dipole interaction. The resulting cross-relaxation 
together with the intermolecular NOEs provides direct evidence of their spatial proximity. 
Obviously, resonances of both partners in the complex must be assigned prior to the 
identification of the intermolecular NOEs. However, strong resonance overlapping and line 
broadening associated with the size of the complex and/or chemical exchange make it very 
difficult to unambiguously assign NOEs. The different methods such as labelling strategies, 
pulse sequence developments and the availability of high magnetic field have largely 
contributed to solve this problem. 





while the DNA remains unlabelled. Consequently, proton frequencies of the protein in the 
complex are generally assigned using a combination of classical triple-resonance experiments 
(HNCA, HNCACB) and TOCSY and NOESY experiments (3D 
15
N HSQC-NOESY, 3D 
15
N 
HSQC-TOCSY, 3D HCCH-TOCSY, 3D 
13
C HSQC-NOESY). The development of isotope 
filtering and editing schemes has largely contributed to reduce the tedious task of DNA 
assignment.  In particular, it is possible to select the 
1
H atoms that are or are not one-bond 




C. General considerations and experimental 
details on isotope filtered NMR methods have been previously well reviewed in (Breeze, 
2000). 
For instance, in the NMR studies of the complex formed by Calmodulin and a peptide, 
peptide 
1
H frequencies and intermolecular NOEs were assigned using a combination of 2D 
NMR experiments (Ikura and Bax, 1992, Ikura et al., 1992). This strategies has been also used 
for protein-DNA complexes (Iwahara et al., 2001b, Fadeev et al., 2009). Firstly, 2D [F1, F2] 
13
C-filtered NOESY experiments were recorded for the protein-DNA complex to observe 
NOEs between the 
1
H atoms that are one-bond scalar coupled to 
12
C spins, i.e protons of the 




N labelled. The 2D [F1,F2] 
13
C-filtered 
NOESY was first proposed using filter based on chemical shift optimized adiabatic 
13
C 
inversion pulse (Zwahlen et al., 1997) and was then optimized using 
1
JHC coupling constant 
properties (Iwahara et al., 2006) providing a sensitivity gain up to 40% in the most favourable 
case. Once DNA proton frequencies are assigned, intermolecular NOEs can be detected using 
2D [F2] 
13
C-filtered NOESY experiments that provides correlations due to cross-relaxation 
between all protons (bound to DNA 
12
C atoms and to protein
 13
C atoms). The resulting 
spectrum corresponds to 2D [F1, F2] 
13
C-filtered NOESY plus intermolecular NOEs.   
If resonance overlap persists, filtering and editing schemes in 3D experiments may be 
combined to increase resolution. Using 3D [F1] 
13
C filtered [F3] 
13
C edited NOESY-HSQC 
experiments (Zwahlen et al., 1997), it is possible to detect intermolecular NOEs positions on a 
three dimensional experiment. Briefly, all the protons are excited but 
13
C linked protons 
magnetization are removed, then a mixing time permits to DNA protons to perform cross 
relaxation with surrounding protons, finally, magnetization is transferred to 
13
C atom and 
back to 
1
H before detection.  
Getting intermolecular distance restraints remains difficult and time consuming but it 
permits to define with high accuracy and precision the interface of protein-DNA complexes in 
order to perform structure calculation. A significant number of intermolecular NOEs is 
certainly the most precise and efficient information for defining the interface with a high 
accuracy. 
 
Angular intermolecular restraints: Residual Dipolar Couplings 
The measurement of Residual Dipolar Couplings (RDCs) provides complementary 
information to the NOEs measurements. In solution, the dipolar coupling between two nuclei 
is averaged to zero due to the isotropic Brownian motion of molecules, unless the movement 
is restricted to a preferred direction relative to the magnetic field.  
DNA molecules are naturally sensitive to external magnetic field and aligned partially 
with respect to the high magnetic field. In order to determine the orientation of the GATA-1 




DH /C RDCs were collected on the 
protein backbone inside the protein-DNA complex at several external magnetic fields without 
adding crystal liquid solution (Tjandra et al., 1997). The magnetic susceptibility tensor for the 
complex is dominated by contributions of the bases in the DNA duplex, yielding to an axially 
symmetric susceptibility tensor and its unique axis approximately parallel to the double helix. 
Using these considerations, a method for refining solution structure of this protein DNA 
complex using RDC was proposed. This approach however had to rely on very precise 
measurements of dipolar couplings of a fraction of a Hz, due to a molecular order parameter 
of these complex of about 10
-4
 or less. 
A stronger partial alignment of the molecule can be achieved by using dilute aqueous 
liquid crystalline media (phages Pf1, bicelles, PEG/alcohol...). Thus, weak alignment (here 
weak alignment means molecular order parameter S of the order of 10
-3
) of the molecule will 
lead to the loss of its purely isotropic motion, resulting in partial dipolar coupling between 
spins while retaining conditions of high resolution solution NMR (Tjandra and Bax, 1997). 
Pulse programs have been specifically developed to measure coupling constants, allowing to 
assess scalar couplings in isotropic conditions and apparent scalar couplings (scalar coupling 
plus residual dipolar coupling) in anisotropic conditions. Several dipolar couplings can be 








DN/C’,... Several methods 
have been proposed to determine the alignment tensor (Bryce and Bax, 2004) allowing to 
transform RDCs values into orientational restraints of the covalent bonds with respect to the 
alignment tensor (Figure 2).  
Measurements of RDCs turned out to be useful for DNA, providing long range 
orientational restraints that remedy to the limited number of classical short-range NOE 
restraints, increasing the accuracy of structures of DNA determined by NMR (MacDonald and 
Lu, 2002). The utility of employing RDCs was also established in the accurate determination 
of subtle structural features such as DNA helix curvature like in oligonucleotides containing 
AnTn segments (McAteer et al., 2004). Over the last decade, several pulse programs have 
been developed for the measurements of residual dipolar couplings on DNA molecules 
(Boisbouvier et al., 2003, Boisbouvier et al., 2004, Jaroniec et al., 2005). However, in the 
simplest manner, RDCs can be extracted using 2D IPAP 
15
N/HN HSQC centred on the amide 
protons region (for 
1
DHN/N RDCs). Once the alignment tensor has been determined, RDCs can 
be transformed into orientation restraints of covalent bonds in the molecular frame using the 
equation given in figure 2. Care should be taken to remove from the analysis the mobile 
loops, which can be identified from 
15
N relaxation analysis. 
In the context of protein-DNA complexes with both labeled partners, RDCs can be 
measured for both partners present in the same sample. Similarly, alignment tensors are 
extracted for each molecule and if the alignment tensor components are the same for each 
molecule, RDC could be used as a different manner. In fact, RDC restraints are transformed 
into purely intermolecular projection angle restraints (Meiler et al., 2000). This approach was 
recently developed and has already been successfully employed for protein-protein 
interactions (van Dijk et al., 2005), protein sub-domains orientation (Wiesner et al., 2002) and 
can probably be used for protein-DNA interactions. By collecting RDCs on each partner, it 
has been shown that it is possible to derive intermolecular projection angle restraints useful 
for orientating each partner with respect to the other. It represents a new class of 
intermolecular restraints that could be included in structure calculation of protein DNA 
complexes. Especially, these restraints, combined with shape restraints derived from SAXS, 




Long range intermolecular distance restraints: Paramagnetic relaxation enhancement 
 
 Magnetic dipolar interaction between a spin and an unpaired electron of a 
paramagnetic center can result in chemical shift changes or in an increase of the relaxation 
rate of the nuclear magnetization, a phenomenon called paramagnetic relaxation enhancement 
(PRE). Considering the distance r between the nucleus of interest and the paramagnetic 
center, the magnitude of the PRE is proportional to r
-6
. However, by contrast to the NOE 
effect that is limited to short distances (less than 6 Å), the PRE effect can be observed even 
for long range distances up to 35 Å, depending on the
 
magnetic moment of the paramagnetic 
center. Therefore, paramagnetic NMR represents a source of valuable long-range distance 
information that can complement NOE restraints. When the molecule does not contain an 
intrinsic paramagnetic center, extrinsic spin labels need to be judiciously incorporated to the 
molecule of interest usually by designing nitroxide spin labels and Cys point mutations. In the 
case of protein-DNA complexes, a paramagnetic agent is commonly conjugated to the DNA. 
For instance, the use of DNA containing EDTA-derivatized deoxythymidine chelated to Mn
2+
 
in the SRY/DNA complex allowed to measure intermolecular PRE effects and to define the 
polarity of SRY binding on the DNA (Iwahara et al., 2003). More recently, the incorporation 
of deoxy-4-thiouracil into each end of the oligonucleotide reacting with 3-(2-Iodoacetamido)-
proxyl allowed to spin label both 5’ DNA extremities (Cai et al., 2007) and a protocol was 
described to incorporate nitroxide spin-labels into specific 2'-sites within nucleic acids 
(Edwards and Sigurdsson, 2007). 
The PRE effect induced by the spin labelling leads to line broadening of the 
resonances of the nucleus, the magnitude of which depends on the distance between the 
nucleus and the spin label. By combining different labelling sites, PRE data are extracted for 
different positions of the paramagnetic center allowing long range distance restraints 
collection (Clore et al., 2007). This strategy was used to compute solution structures of the 




STRUCTURAL RESTRAINTS FOR DNA STRUCTURE CALCULATION 
 
 The DNA double helix is a highly flexible structure that can adopt different 
conformations, B, A and Z, and structural modifications in the DNA conformation are often 
observed upon protein binding. The sugar conformation can be estimated from the analysis of 
proton intra-residual NOEs within sugar rings in a NOESY spectrum recorded with short 
mixing time and, in particular, from the ratio of the cross-peak volumes for the intra-residue 
H8/6-H2’ and H8/6-H3’ interactions, which is higher than 1 in the presence of a predominant C2’ 
endo conformation (Cuniasse et al., 1989). Similarly, bases conformation can be determined 
from the ratio of H8/6-H2’ to H8/6-H1’, which should be higher than 1 in B-DNA form. Both 
information, on DNA pucker and base conformation, are needed to estimate the DNA 
conformation. These measurements have been done in the NMR study of THAP zinc finger – 
DNA complex and confirm that the DNA target adopts a B-DNA form in the complex (Figure 




N labelled DNA, scalar couplings can be extracted on ribose ring 
bonds, aromatics ring bonds and on phosphate links; the analysis of coupling constants from 
deoxy-ribose rings gives access to DNA sugar puckering (Iwahara et al., 2001a). 
Without major conformational change, the DNA double helix has to accommodate to 
the protein binding surface by modifying base step parameter, which results in DNA bending. 
Estimating DNA binding can be investigated using circular permutation method, a method 
based on differences in electrophoretic migration of protein-DNA complex using different 
positions of the target site along a long DNA probe (Papapanagiotou et al., 2007). Another 
important structural parameter is BI/BII DNA conformational transition which was described 
to play a role is sequence specific recognition (Madhumalar and Bansal, 2005). Furthermore, 
31
P NMR can also give useful insight into DNA conformational changes upon protein binding 
(Castagne et al., 2000, Kang et al., 2009). 
Softwares have been developed for modelling DNA bending: in particular the 3DNA 
program allows to analyse the DNA structural parameters and to rebuild it with customised 
DNA models (Lu and Olson, 2008). Several web servers have been created recently and 
represent interesting tools to analyse and rebuild DNA models (van Dijk and Bonvin, 2009, 
Zheng et al., 2009). 
 
 
STRUCTURE CALCULATION STRATEGIES 
 
 In most cases, several kinds of NMR structural restraints are combined to calculate 
protein-DNA structures, thus increasing precision and accuracy. Solution structures are 
commonly computed by simulated annealing protocol using X-PLOR NIH or CNS program 
using a combination of NMR data such as NOEs and RDCs (Wojciak et al., 1999, Wojciak et 
al., 2001, Fadeev et al., 2009).  
But, we have seen that the procedure allowing to measure precise NMR parameters is 
time consuming. In some cases, the knowledge of both interaction surfaces is sufficient to 
orient the protein onto its DNA target. Over the last decade, several programs based on 
molecular docking have been developed, providing interesting models. Among them, a 
docking approach uses biophysical and/or biochemical interaction information encoded into 
Ambiguous Interaction Restraints (AIRs) (Nilges, 1995) to drive the docking process. 
Provided that solution structures of the free partners are known and that no major 
conformational change occurs, the data driven docking program HADDOCK can be applied 
to a large variety of biomolecular complexes (Dominguez et al., 2003, de Vries et al., 2007) 
from protein-protein to protein-nucleic acid complexes (van Dijk et al., 2006). The protocol 
includes three steps; a rigid body docking of the two partners based on interaction surface 
definition, a semi-flexible simulated annealing stage, followed by a water refinement step. 
(see http://haddock.chem.uu.nl/). A specific protocol has been recently described for protein 
DNA complexes modeling using this approach, which highlights the importance of DNA 
flexibility to explore the conformational space (van Dijk et al., 2006, van Dijk and Bonvin, 
2010). Interestingly, an HADDOCK web server has been recently developed and is freely 
available (de Vries et al., 2010).  
The HADDOCK approach was used to get insights into the DNA-binding mode by the 
THAP domain of hTHAP1. In a first step, AIRs derived from NMR chemical shift mapping 
and imino-cross saturation experiments were used to guide the docking, providing an 
ensemble of 15 lowest energy structures with medium resolution (Figure 4A). The structure 
calculation convergence is illustrated by plotting intermolecular energy as a function of the 
backbone RMSD from the lowest energy structure. In this case, several ensembles of 
solutions are generated.  
This docking approach can take into account ambiguous as well as unambiguous 
intermolecular restraints such as intermolecular NOEs, RDCs as intermolecular projection 
angle restraints and long-range distances derived from PRE experiments (Cai et al., 2007, 
Campagne et al.). The inclusion of a few unambiguous intermolecular data in the docking 
process can greatly increase the structure precision. In the case of the complex formed by the 
THAP domain and its DNA target, 39 intermolecular NOEs were included into the docking 
approach and the water refinement step was done using RDC 
1
DHN-N restraints. Following this 
protocol, the structure calculation was highly convergent and an ensemble of 15 structures 
expanding high resolution is shown Figure 5B. By including additional 
1
DC’-Cα RDC 
restraints, an even better calculation convergence was obtained (Figure 4C). 
The robustness of the flexible data-driven docking method HADDOCK have been 
recently tested on protein-DNA complexes benchmark, and it was shown to be able to predict 
successfully challenging protein-DNA complexes (van Dijk and Bonvin, 2010). This method 
is the first to readily dock multiple molecules (N > 2) simultaneously, pushing the limits of 
what is currently achievable in the field of protein-DNA docking. 
 
 
REFINED STRUCTURES USING SHAPE RESTRAINTS 
 
There is a growing interest in including low resolution techniques such as small angle 
neutron scattering  (SANS) and small angle X-ray scattering (SAXS) to tackle challenging 
problems in structural biology (Neylon, 2008, Wells et al., 2008, Williams et al., 2008, Pretto 
et al., 2010, Rambo and Tainer, 2010). In particular, diffusion curves obtained from small 
angle X-ray scattering give structural information on the size and shape of macromolecules in 
solution, providing additional restraints that can be implemented into the CNS energy target 
function (Gabel et al., 2008). This kind of information has been used in combination with 
RDC restraints to solve solution structures of protein-protein complexes (Gabel et al., 2008, 
Wang et al., 2009). Cryo-electron microscopy can also provide low resolution shape 
restraints, which may be used in conjunction with NMR and SAXS data (Llorca and Pearl, 
2004, Tidow et al., 2007). 
 
 
DYNAMICAL STUDY OF PROTEIN-DNA INTERACTION USING NMR 
 
Backbone dynamic analysis in a protein DNA complex 
  
Protein and DNA motion are known to play a role in recognition mechanism and 
specificity (Atkinson and Kieffer, 2004, Mittag et al., 2010). In a number of cases, unfolded 
or partially folded protein domains may provide scaffolds for DNA interaction (Mark et al., 
2005). An extreme case of dynamical transition upon DNA binding has been described for the 
Brinker repressor, for which the protein domain Brk is unfolded and highly flexible 
throughout the entire backbone in the absence of DNA and folds into a helix – turn – helix 
motif upon DNA binding (Cordier et al., 2006).     
The dynamic behaviour of a protein in solution can be monitored by 
15
N NMR 
relaxation studies of backbone amides.  With the Lipari-Szabo formalism, the 
15
N relaxation 
rates of each amide (R1, R2, {HN-N} heteronuclear NOE) can be fitted to a generalized order 
parameter S
2
, that reports amplitudes of ps-ns internal motions, to an internal correlation time 
(τe), to an exchange term (Rex) -caused by s-ms exchange processes of nuclei between 
different states with different chemical shifts- and finally to a global isotropic correlation time 
(τc) (Atkinson and Kieffer, 2004). In most cases, DNA-binding sites are flexible and undergo 
rapid s-ms conformational fluctuations characterized by large values of Rex for residues 
located at the target interface. This flexibility often decreases upon target binding. The 
structural study of the lac repressor system has provided keys for understanding the dynamic 
features of protein-DNA recognition (Kalodimos et al., 2002b, Kalodimos et al., 2004). The 
NMR solution structures of the lac DBD in the free state, in the nonspecific and in the 
specific DNA-protein complex have been solved and dynamic features of the protein in every 
state have been characterized. In the nonspecific DNA- Lac repressor complex a large number 
of sub-millisecond motions with large Rex values are observed at the DNA-protein interface 
indicating that the interface is very transient and labile, whereas these motions are quenched 
upon binding of the protein to its cognate operator. These results have been confirmed using 
H/D exchange (Kalodimos et al., 2004). To conclude, the determination of the conformational 
exchange term for 
15
N backbone atoms at the protein DNA interface gives access to the 
interaction strength and stability of the protein-DNA complex.  
 
Target search along the DNA 
 
 Recognition and binding of specific sites on DNA by proteins is central for many 
cellular functions such as transcription, replication, and recombination, recently reviewed 
(Halford and Marko, 2004, Slutsky and Mirny, 2004, Bonnet et al., 2008). Macromolecular 
complex formation is governed by two opposing constraints of specificity and speed. Kinetic 
and theoretical considerations suggest that significant rate enhancement can be achieved 
either by reducing the dimensionality of the search process or by creating a short-range 
attractive potential around the target site.  It is known since the early days of molecular 
biology that proteins locate their specific targets on DNA up to two orders-of-magnitude 
faster than the Smoluchowski three-dimensional diffusion rate. 1D diffusion rates of LacI 
repressor proteins along elongated DNA have been measured using single-molecule imaging 
techniques (Wang et al., 2006, Gorman and Greene, 2008). This implies the existence of 
transient intermediates involving non specific binding modes. PRE experiments allow the 
characterisation of these transient intermediates and have been used to shown the diffusion of 
the DNA binding domain along the non specific DNA aiming to find its specific target  
(Iwahara and Clore, 2006). Using different paramagnetic labelling positions on an 
oligonucleotide containing the target site of HOXD9 homeodomain (Iwahara et al., 2006), 
PRE values could be extracted in various ionic strength conditions. At low ionic strength, 
PRE data are consistent with the solution structure of the specific protein-DNA complex 
previously described. However, at high ionic strength several significant differences appear in 
the PRE data which indicate the existence of other modes of binding. This work provides for 
the first time NMR evidence for the diffusion along the DNA helix towards the recognition 
site. Interestingly, the PRE experiments give access to the dynamic of the protein DNA 
interaction. Intermolecular jumping from one double stranded to another double stranded 
DNA have been also observed using this method (Iwahara and Clore, 2006). Several 
evidences and theoretical studies highlight the role of protein and DNA conformational 
flexibility on the rates of 1D diffusion and hoping (Hu et al., 2006, Levy et al., 2007). 
  
 
CONCLUSIONS AND PERSPECTIVES  
 
 Solution state NMR developments have generated new methods to collect structural 
restraints on protein-DNA complexes. Mapping the interactions surfaces, using chemical shift 
mapping or cross saturation experiments give answers with the lowest resolution and help 
modelling the complex. If a detailed residue specific knowledge is required, intermolecular 
restraints are needed. Various kinds of data can be extracted with different levels of difficulty. 
Intermolecular NOEs appear to be the most precise for interface definition but are fairly time 
consuming. Intermolecular restraints can be represented by angular restraints with RDC as 
inter-vector projection angle or by long range distance with PRE. These approaches can be 
combined in order to increase structural accuracy. In some case, combination of RDC and 
SAXS low resolution shape restraints have been described as a powerful approach. NMR is 
limited by the size of the macromolecular edifice but offers useful possibilities in terms of 
dynamical characterisation. During the last decade, dynamical descriptions of protein-DNA 
interactions have played an increasing role in understanding recognition specificity and 




Figure 1. Interaction surface mapping by combining chemical shift perturbation and 
imino cross saturation on the THAP domain of hTHAP1.  
 
(A) Histogram of the normalized chemical shift perturbation observed upon DNA binding as a 
function of the residue number. (B) Imino cross saturation rates (RD) as a function of residue 
number. (C) Examples of experimental points and fitted curves of the imino cross saturation 
data.  Experimental points and fitted curves are colored in blue for the α-helical residues 
(away from DNA) and in black for β-sheet residues (closed to DNA). (D) Mapping of the 
interaction surface on the solution structure of the THAP domain of hTHAP1. 
 
Figure 2. The Residual Dipolar Coupling formalism, illustration and equations. 
 
Figure 3. Long range distance restraints from PRE, adapted from (Iwahara et al., 2004). 
 
Impact of intermolecular PRE data on coordinate accuracy of the SRY/DNA complex when 
only a single intermolecular NOE restraint located at the centre of the protein–DNA interface 
is employed. Best-fit superposition of 30 simulated annealing structures (SRY, red, DNA, 
blue) calculated (a) without and (b) with 438 intermolecular 1H-PRE restraints.  
 
Figure 4. Computational strategies for structure calculation of protein DNA complex 
structures using data driven docking protocol. 
 
(A) Modelling of the complex formed by the THAP domain of hTHAP1 and its DNA target, 
including solely interface mapping restraints as ambiguous interface restraints. On the graph, 
the intermolecular energy is plotted as a function of RMSD from lowest energy structure in 
order to illustrate the structure calculation convergence. On the right side, a superposition of 
15 best models is shown. (B) Modelling of the complex formed by the THAP domain of 
hTHAP1 and its DNA target, including interface mapping restraints as ambiguous interface 
restraints, 39 intermolecular NOEs and 49 RDCs 
1
DHN-N for refinement. On the graph, the 
intermolecular energy is plotted as a function of RMSD from lowest energy structure in order 
to illustrate the calculation convergence. On the right side, a superposition of 15 best 
structures is shown (PDB ID 2ko0). (C) Modelling of the complex formed by the THAP 
domain of hTHAP1 and its DNA target, including interface mapping restraints as ambiguous 
interface restraints, 39 intermolecular NOEs and 49 
1
DHN-N  RDCs and 49 
1
DC’-Cα RDCs for 
refinement. On the graph, intermolecular energy is plotted as a function of RMSD from 
lowest energy structure in order to illustrate the calculation convergence. On the right side, a 
superposition of 15 best structures is shown and on both graphs, a comparison between 
experimentally measured RDC and backcalculated RDC are shown for  
1
DHN-N  RDCs and 
1
DC’-Cα RDCs. For each ensemble, pair wise RMSD on backbone heavy atoms is shown. 
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Figure 37 : Définition du domaine THAP.  
(A) Alignement de séquences primaires de domaines THAP issus des protéines THAP chez les organismes modèles. (B) 
Schéma illustrant la conservation des acides aminés dans les séquences primaires de domaines alignées en (A). Ces 
schémas sont issus de la base de données PROSITE dans laquelle la famille des protéines THAP est référencée sous le 
numéro d’accession PS50950. 
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III- La protéine hTHAP1, un nouveau facteur de transcription issu de la 
famille des protéines THAP  
III-1- Découverte des protéines THAP et du domaine THAP  
Les protéines THAP ont été découvertes au sein de l’Institut de Pharmacologie et de Biologie 
Structurale dans l’équipe de Biologie Vasculaire du Dr. Jean Philippe  GIRARD. C’est une nouvelle 
famille de protéines cellulaires est conservée au sein de l’évolution puisque l’on retrouve ces protéines 
chez les invertébrés et les vertébrés et plus de 100 protéines THAP ont été identifiées (Roussigne et al., 
2003b, Clouaire et al., 2005). Ces protéines sont absentes chez les procaryotes, les plantes, les levures 
et les champignons et semblent donc restreintes au règne animal.  
Cette nouvelle famille de protéines THAP est caractérisée par la présence d’un ou plusieurs 
domaines THAP, un petit motif d’environ 90 acides aminés retrouvé en position amino-terminale dans la 
majorité de ces protéines (Roussigne et al., 2003b). L’analyse des séquences primaires des domaines 
THAP fait apparaître des positions strictement conservées parmi lesquelles trois cystéines et une 
histidine qui forment une signature C2CH définissant le motif THAP : Cys-X2-4-Cys-X35-50-Cys-X2-His. 
Outre cette signature C2CH, quatre autres positions sont strictement conservées, la proline 26, le 
tryptophane 36, la phénylalanine 58 et la proline 78 faisant partie de la boîte C-terminale AVPTIF 
(Figure 37) qui présente aussi un bon niveau de conservation (Roussigne et al., 2003b). 
Des homologies de séquence entre le domaine THAP et  le domaine de liaison à l’ADN 
séquence spécifique de la transposase de l’élément P chez Drosophila melanogaster (sixième 
séquence sur l’alignement Figure 37A) ont été mises en évidence. La transposase de l’élément P chez 
la drosophile reconnaît l’ADN de façon spécifique, en utilisant un domaine THAP présent dans sa partie 
N-terminale, et va permettre d’intégrer l’élément P dans le génome. Cette protéine catalyse donc la 
réaction de transposition d’un élément mobile qui contient le gène codant pour cette même 
transposase, il s’agit d’un élément génétique mobile. Il semble donc que le domaine THAP résulte de la 
domestication d’un élément génétique mobile. Ce n’est pas la première fois que l’on observe la 
domestication d’un élément mobile puisque le domaine « BED finger », un domaine à coordination au 
zinc atypique, présente lui aussi une homologie de séquence avec la transposase « Hobo-like » 
retrouvée chez les animaux, les plantes et les champignons (Smit and Riggs, 1996). Le domaine THAP 
de la transposase de l’élément P de Drosophilia melanogaster reconnaît de façon spécifique une cible 
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ADN consensus de 10 bp (5’-ATA/CCACTTA-3’) et des expériences de mutagénèse dirigée ont montré 
que la signature C2CH et la boîte AVPTIF sont des éléments essentiels pour l’activité de liaison à l’ADN 
(Lee et al., 1998). Chez l’homme, la protéine THAP9 présente 25% d’identité de séquence (sur 500 
acides aminés) avec la transposase de l’élément P de Drosophila melanogaster  soulignant ainsi le lien 
à travers l’évolution entre ces deux protéines. Il apparaît donc que la domestication de l’élément P a 
permis l’acquisition d’un nouveau module de liaison à l’ADN séquence spécifique, le domaine THAP, 
par de nouvelles protéines cellulaires, les protéines THAP (Roussigne et al., 2003b). 
La famille des protéines THAP humaines est constituée de 12 protéines nucléaires (hTHAP0-
11) de tailles différentes allant de 213 à 903 acides aminés. Elles présentent dans leur partie N-
terminale un domaine THAP portant la signature C2CH, le motif AVPTIF et un autre domaine de type 
« coiled coil » souvent retrouvé dans la partie C-terminale de ces protéines (Figure 38A).  
 
 
Figure 38 : La famille des protéines THAP humaines. 
(A) Représentation schématique des 12 protéines THAP humaines, le domaine THAP est coloré en bleu et le domaine 
« coiled coil » en noir. (B) Alignement de séquences primaires des domaines THAP humains.  
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Nous avons vu que, de part leurs relations évolutives avec la transposase de l’élément P de 
Drosophila melanogaster, les protéines THAP humaines sont des facteurs nucléaires issus de la 
domestication d’un élément génétique mobile. Chacune de ces protéines présentant un domaine THAP 
homologue au domaine de liaison à l’ADN séquence spécifique de cette transposase, il paraît donc très 
probable que la fonction de liaison à l’ADN séquence spécifique du domaine THAP a été conservée au 
cours de l’évolution. Sur le plan de la séquence primaire, le domaine THAP présente une signature 
C2CH typique d’un module de coordination au zinc. Le domaine THAP pourrait donc être associé à un 
domaine de coordination du zinc présentant une activité de liaison à l’ADN séquence spécifique. Dans 
le but de tester ces hypothèses, la protéine hTHAP1 a été choisie comme prototype de la famille des 
protéines THAP et son domaine THAP a été caractérisé biochimiquement. Dans un premier temps, 
l’activité de liaison à l’ADN de la protéine hTHAP1 et, plus particulièrement de son domaine THAP, 
incluant les 90 premiers acides aminés de la protéine hTHAP1, a été testée. La technique de SELEX 
(Selective Evolution of Ligands by EXponential enrichment) (Bouvet, 2001) a été choisie pour mettre en 
évidence l’activité de liaison à l’ADN du domaine THAP de hTHAP1 mais aussi la cible ADN consensus 
reconnue. En utilisant ce type d’approche, il a été montré que le domaine THAP de hTHAP1 est un 
domaine de liaison à l’ADN séquence spécifique qui reconnaît une cible ADN consensus de 11 paires 
de bases appelée THABS (THAp Binding Site) (Clouaire et al., 2005) (Figure 39A). Le motif THABS est 
un motif bipartite constitué d’un motif GGCA et d’une thymine placée trois paires de bases en amont (du 
coté 5’). La spécificité de reconnaissance de l’ADN du domaine THAP de THAP1 a été testée par gel 
retard, en compétition avec une sonde froide, mais aussi en faisant varier certaines positions dans la 
sonde ADN utilisée (Figure 39B). Ainsi, l’intégrité du motif GGCA apparaît essentielle pour l’activité de 
liaison à l’ADN du domaine THAP de THAP1. De même, la thymine en position 3 est essentielle pour 
que l’interaction spécifique se mette en place (Figure 39C). En ce qui concerne le domaine THAP de 
hTHAP1, il a été montré par mutagénèse dirigée que la signature C2CH et les quatre autres résidus 
strictement conservés sont essentiels pour le maintien de l’activité de liaison à l’ADN séquence 
spécifique (Figure 39D).  De plus, des expériences de gel retard réalisées en présence d’un agent 
chélateur spécifique du zinc (1,10-o-phenanthroline) ont mis en évidence que le zinc est essentiel à 
l’activité de liaison à l’ADN séquence spécifique du domaine THAP de hTHAP1 (Figure 39D). Le 
domaine THAP de THAP1 apparaît donc comme un domaine de liaison à l’ADN séquence spécifique 





Figure 39 : Caractérisation de l’activité de liaison à l’ADN séquence spécifique du domaine THAP de la 
protéine hTHAP1.  
(A) Séquence consensus THABS issue de l’expérience de SELEX réalisée avec le domaine THAP de hTHAP1. (B) Gel 
retard montrant l’interaction spécifique entre le domaine THAP de hTHAP1 et la cible THABS, des expériences de 
compétition confirment la spécificité d’interaction. (C) Gel retard réalisé avec le domaine THAP de hTHAP1 et différentes 
cibles ADN dérivant du motif THABS, ces expériences montrent l’importance relative des différentes positions de la cible 
THABS. (D) Gel retard montrant l’importance des résidus conservés du domaine THAP pour la mise en place de la 
reconnaissance spécifique de la cible THABS. Les résidus de la signature C2CH et les quatre résidus strictement conservés 
dans les domaines THAP ont été mutés en alanine et l’activité de liaison spécifique de l’ADN a été testée. Au centre, un gel 
retard réalisé en présence d’un chélateur spécifique du zinc (1,10-o-phenanthroline) montre l’importance du zinc pour 
l’activité de liaison spécifique de l’ADN du domaine THAP de THAP1. (Clouaire et al., 2005). 
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Cependant, le domaine THAP semble être un domaine à doigt de zinc atypique. En effet, le 
domaine à doigt de zinc classique de type C2H2, le plus abondant dans le génome humain,  est un petit 
domaine de 30 acides aminés répété en multiple copies. De même, la partie impliquée dans la 
coordination du zinc dans les facteurs GATA ne comprend que 30 acides aminés sur les 60 que compte 
ce type de domaine de liaison à l’ADN. Le domaine THAP est beaucoup plus grand puisqu’il compte 
environ 90 acides aminés, mais la principale caractéristique de ce domaine est la longue insertion (qui 
peut aller jusqu’à 53 acides aminés) présente entre les deux paires de ligands du zinc. Outre cette 
originalité structurale, il reconnaît une longue cible ADN (10-11 paires de bases). Toutes ces 
caractéristiques font du motif THAP un nouveau domaine de coordination au zinc à activité de liaison 
séquence spécifique de l’ADN. D’autre part, plus de 100 protéines THAP ont été identifiées : le domaine 
THAP est ainsi le deuxième domaine de coordination au zinc le plus abondant après le motif en doigt de 
zinc classique de type C2H2. La caractérisation de son repliement et de son interaction avec l’ADN est 
donc essentielle pour comprendre comment ce nouveau type de doigt de zinc reconnaît spécifiquement 
sa cible ADN.  
III-2- Caractérisation fonctionnelle des protéines THAP  
III-2-A- Chez les organismes modèles 
La famille des protéines THAP est conservée dans le règne animal et certaines protéines THAP 
ont été caractérisées fonctionnellement chez des organismes modèles. Par exemple, nous avons vu 
que l’on retrouve un domaine THAP chez la transposase de l’élément P chez Drosophila melanogaster, 
une protéine bien caractérisée sur le plan fonctionnel (Beall and Rio, 1997). Chez les invertébrés, les 
protéines THAP ont généralement une organisation plus complexe et sont souvent plus longues au 
niveau de leurs séquences primaires. Plusieurs études fonctionnelles sur des protéines THAP dans des 
organismes modèles ont permis d’appréhender le rôle fonctionnel de certaines protéines THAP 
humaines. 
L’analyse extensive des protéines à domaine THAP, au sein du règne animal, a mis en 
évidence 32 protéines THAP chez le poisson zèbre Danio rerio. De manière intéressante, l’une d’elles 
correspond à l’orthologue du facteur de transcription E2F6 (Clouaire et al., 2005), qui appartient à la 
famille des facteurs E2F, régulateurs clés du cycle cellulaire en association avec la protéine du 
rétinoblastome pRb. Chez le poisson zèbre, la protéine E2F6 a donc acquis un autre domaine de liaison 
à l’ADN, le domaine THAP. Celui-ci est situé dans la partie N-terminale et présente de fortes 
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homologies de séquence primaire avec le domaine THAP de la protéine hTHAP1. L’acquisition d’un 
domaine de liaison à l’ADN supplémentaire pourrait permettre au facteur E2F6 de moduler sa spécificité 
de reconnaissance de l’ADN, et donc un ciblage plus spécifique des promoteurs d’intérêt. 
L’identification de la protéine de fusion THAP-E2F6 chez ces poissons constitue un premier lien 
génétique entre les protéines THAP et la voie pRb/E2F.  
 
 
Figure 40 : Régulation de la transition G1/S par la voie pRb/E2F chez les métazoaires. 
REP, corépresseur et P, phosphorylation.  
 
Des données génétiques sur les protéines THAP chez Caenorhabditis elegans ont aussi mis en 
évidence plusieurs gènes impliqués dans la régulation du cycle cellulaire. De nombreux cribles 
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génétiques ont été réalisés chez le nématode C. elegans afin d’identifier les gènes impliqués dans le 
développement larvaire et la prolifération. On a pu ainsi retrouver des gènes codant pour des protéines 
THAP, qui représentent des orthologues de protéines humaines, impliquées dans la prolifération 
cellulaire, et, plus particulièrement, dans la transition G1/S du cycle cellulaire dans la voie pRb/E2F 
(Thomas and Horvitz, 1999, Saito et al., 2004, Chesney et al., 2006).  
Chez les métazoaires, la voie pRb/E2F contrôle le cycle cellulaire au niveau de la transition 
G1/S (Figure 40). Les facteurs E2F sont des facteurs de transcription qui sont au nombre de huit et 
peuvent être classés en fonction de leur propriété transcriptionnelle et de leur interaction avec les 
protéines de la famille Rb (protéine du rétinoblastome), famille qui constitue le principal régulateur de 
l’activité des facteurs E2F à la transition G1/S. Trois gènes codant pour des protéines de la famille Rb 
ont été identifiés chez les mammifères et sont nommés pRb, p130 et p107. Les facteurs E2F1, E2F2 et 
E2F3a sont des facteurs dits activateurs qui interagissent directement avec la protéine Rb. Au contraire, 
les facteurs E2F4, E2F5 et E2F3b sont principalement impliqués dans la répression et interagissent 
préférentiellement avec les protéines p107 et p130. Le facteur E2F6, quant à lui, présente une structure 
originale puisqu’il est dépourvu de domaine de transactivation et de domaine d’interaction avec les 
protéines Rb. Il semble jouer un rôle de répresseur transcriptionnel indépendant des protéines Rb 
capable de recruter des complexes répresseurs de la transcription comme les protéines de la famille 
polycomb et des histones méthyltransférases. Enfin, les facteurs E2F7 et E2F8 sont des facteurs E2F 
qui ne se lient pas à la protéine Rb. Ils semblent aussi fonctionner comme des répresseurs mais leur 
mécanisme d’action est encore inconnu. La régulation de la transition G1/S  fait aussi intervenir deux 
complexes cycline-CDK, les complexes Cycline D-CDK4/6 puis Cycline E-CDK2. En début de phase 
G1, les facteurs E2F répresseurs sont fixés sur leur cible ADN en complexe avec les protéines p107 et 
p130. Ils assurent la répression des gènes de la transition G1/S. Les facteurs E2F activateurs sont, 
quant à eux, séquestrés par la protéine Rb et ne peuvent pas assurer leur rôle activateur. En fin de 
phase G1, les membres de la famille Rb sont phosphorylés par le complexe Cycline D-CDK4/6 activé, 
conduisant à la libération des facteurs E2Fs activateurs et répresseurs, abolissant la répression et 
permettant aux facteurs E2F activateurs de stimuler l’expression des gènes nécessaires pour la 
progression en phase S, notamment le gène codant pour la Cycline E. Celle-ci peut alors former un 
complexe avec la kinase CDK-2 qui permet aussi de phosphoryler la protéine Rb en fin de phase G1. 
Cette hyperphosphorylation de la protéine Rb libère tous les facteurs E2F activateurs qui permettent 
d’activer l’expression des gènes essentiels pour le passage en phase S. La régulation de la transition 
G1/S fait également intervenir des inhibiteurs de CDKs, les CKI (Cyclin dependant Kinase Inhibitors) de 
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la famille Cip/Kip. En effet, les protéines p21CIP1 et p27KIP1 peuvent s’associer aux complexes Cycline E-
CDK2 et inhiber leur activité kinase. Par contre, ils se lient aussi sur les complexes Cycline D-CDK4/6 
sans inhiber leur activité kinase, mais sont en fait nécessaires pour l’assemblage de ce complexe et sa 
translocation dans le noyau ; pour revue sur la voie pRb/E2F (Viallard et al., 2001).  
Chez le nématode C. elegans, des gènes codant pour les protéines THAP LIN-36 et CDC-14, 
des gènes génétiquement reliés à la voie pRb/E2F, ont été identifiés. Il apparaît que la protéine THAP 
LIN-36 se situe dans la même voie de signalisation que les protéines Rb et E2F chez C. elegans et il a 
été proposé que ces protéines interagissent ensemble sous la forme d’un complexe répresseur pour 
contrôler les gènes G1/S (Thomas and Horvitz, 1999, Boxem and van den Heuvel, 2002). Quatre 
mutations ont été identifiées dans le domaine THAP de la protéine LIN-36, dont deux indépendantes qui 
correspondent à une substitution d’un des résidus conservés définissant le domaine THAP, suggérant 
l’importance de ce module dans la fonction de cette protéine. Quant à la protéine THAP CDC-14, elle 
est impliquée dans l’arrêt du cycle cellulaire chez C. elegans (Saito et al., 2004), en permettant une 
accumulation prolongée de la protéine CKI-1 dans le noyau, qui stabilise une forme hypophosphorylée 
de l’orthologue de la protéine Rb, et donc un blocage en phase G1. D’autres protéines THAP ont été 
identifiées chez C. elegans jouant des rôles distincts dans la prolifération cellulaire et la modification de 
la chromatine, comme CeCtBP  qui est un répresseur transcriptionnel (Nicholas et al., 2008), la protéine 
GON-14 qui est un régulateur positif de la prolifération cellulaire (Chesney et al., 2006) et la protéine 
HIM-17 qui est un régulateur de la transition mitose/méiose impliqué dans la modification de la 
chromatine (Reddy and Villeneuve, 2004).  
Toutes ces données génétiques issues de l’étude fonctionnelle de protéines THAP chez les 
organismes modèles soulignent un lien fort entre ces protéines et la régulation du cycle cellulaire et la 
modification de la chromatine. Nous allons voir maintenant quelles sont les rôles fonctions associées 
aux protéines THAP humaines. 
III-2-B- Les protéines THAP humaines 
 Les protéines THAP ayant été récemment identifiées, peu de données fonctionnelles sont 




III-2-B-a- Rôles dans l’apoptose, hTHAP0 et hTHAP1 
 Avant la découverte du domaine THAP, la protéine hTHAP0 avait été préalablement 
caractérisée lors d’un criblage génétique cherchant à isoler des protéines impliquées dans l’apoptose 
induite par l’interféron γ dans des cellules HeLa (Deiss et al., 1995). Cette protéine de 761 acides 
aminés a été nommée DAP4 (Death Associated Protein-4). Plus récemment, il a été montré que cette 
protéine est impliquée dans l’apoptose par son interaction avec la sérine/thréonine kinase MST1 (Lin et 
al., 2002). Cette kinase est un substrat des caspases qui, sous sa forme clivée, s’accumule dans le 
noyau et contribue à l’apoptose. En effet, une fois clivée, cette kinase phosphoryle la sérine 14 sur 
l’histone H2B, permettant la condensation de la chromatine caractéristique observée lors de l’apoptose 
(Cheung et al., 2003). La surexpression de hTHAP0 seule n’est pas suffisante pour induire l’apoptose, 
cependant, la co-expression de hTHAP0 et de MST1 permet d’accentuer l’apoptose induite par la 
surexpression de MST1. THAP0 n’est ni un substrat, ni un régulateur de l’activité kinase de MST1 
suggérant qu’elle puisse promouvoir la génération de la forme clivée active de MST1 et ainsi jouer un 
rôle dans le ciblage de MST1 vers la chromatine (Lin et al., 2002). 
 De la même manière, suite à l’identification de la protéine hTHAP1, un crible génétique par 
double hybride a permis d’identifier le facteur proapoptotique Par-4 (Prostate Apoptosis Response 4) 
comme partenaire protéique de hTHAP1 (Roussigne et al., 2003a). Il a été montré que l’expression 
ectopique de hTHAP1, dans des cellules NIH3T3, entraîne une sensibilisation des cellules à des stimuli 
apoptotiques tels le TNF-α ou la privation de sérum, mettant ainsi en évidence que hTHAP1 présente 
des propriétés proapoptotiques (Roussigne et al., 2003a).  
 Le lien entre les deux premières protéines THAP caractérisées et l’apoptose a donné naissance 
au nom de la famille des protéines THAP : Thanatos Associated Protein ; Thanatos étant le dieu grec 
de la mort. 
III-2-B-b- Rôles de répresseur transcriptionnel, hTHAP7 
 La protéine hTHAP7 est une protéine de 309 acides aminés composée de trois parties, un 
domaine THAP en position N-terminale (1-90), une région riche en proline (111-221) et une partie C-
terminale riche en acides aminés basiques renfermant un domaine HID (Histone Interaction Domain). 
En effet, une recherche de partenaires de la protéine TAF-Iβ (sous unité du complexe répresseur 
INHAT, Inhibitor of acétyltransferases) a permis d’identifier la protéine hTHAP7 (Macfarlan et al., 2005). 
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Cette interaction a ensuite été confirmée in vitro et dans des cellules en cultures (Macfarlan et al., 
2006). Le complexe INHAT est un complexe inhibiteur des acétyl-transférases (HAT) de par sa capacité 
à reconnaître les extrémités N-terminales des histones pour masquer leurs sites d’acétylation. La 
protéine hTHAP7 est aussi capable de se lier aux extrémités N-terminales des histones H3 et H4 in 
vitro, par les 77 acides aminés C-terminaux (domaine HID), et, est associée à la chromatine in vivo. 
L’interaction avec H4 est dépendante de l’état d’acétylation, puisque hTHAP7 n’interagit qu’avec la 
queue de l’histone H4 hypoacétylée. D’autre part, la protéine hTHAP7 co-immunoprécipite avec 
l’histone désacétylase HDAC3 et le corépresseur du récepteur nucléaire aux hormones NCoR. Une 
protéine de fusion Gal4-hTHAP7 a un effet de répression de la transcription dans des essais de type 
gène rapporteur (Macfarlan et al., 2006). Les auteurs ont proposé un modèle, selon lequel, l’interaction 
entre THAP7 et l’extrémité de l’histone H4 hypo-acétylée pourrait entraîner l’hypo-acétylation de 
l’histone H3 en permettant le recrutement de HDAC3 sur la chromatine, au niveau des promoteurs 
cibles, via le domaine THAP de hTHAP7, et de NCoR (Macfarlan et al., 2006).  
D’autre part, hTHAP7 est aussi impliquée dans la régulation de la transcription de gènes 
impliqués dans la transition G1/S. En effet, un crible, réalisé par la technique du double hybride, visant à 
mettre en évidence les partenaires du facteur de transcription HiNF-P (Histone Nuclear Factor-P), a 
permis d’identifier la protéine hTHAP7. Parmi les gènes régulés par HiNF-P, on retrouve notamment le 
gène codant pour l’Histone H4 ou encore celui codant pour la protéine Rb.  De façon inattendue, 
l’interaction entre HiNF-P et hTHAP7, requiert la présence du domaine THAP de hTHAP7. hTHAP7 co-
immunoprécipite avec HiNF-P et p220NPAT (protéine partenaire de HiNF-P) et ces trois protéines co-
localisent dans le noyau cellulaire. Il semblerait donc que hTHAP7, HiNF-P et p220NPAT forment un 
complexe régulateur dans le noyau. Dans la cellule, la co-expresssion de ces trois protéines mène à 
une répression de l’expression du gène rapporteur placé en amont d’un promoteur H4. La présence de 
hTHAP7 est suffisante pour inhiber l’activation de la transcription médiée par le couple HiNF-P et 
p220NPAT au niveau du promoteur H4 (Miele et al., 2007). Ces données expérimentales confirment le 
rôle répresseur exercé par hTHAP7 et mettent en évidence que le domaine THAP de THAP7 semble 
être impliqué dans des reconnaissances protéine-protéine, ce qui est relativement inattendu compte 
tenu du fait que le domaine THAP semble plutôt prédisposé pour la reconnaissance de l’ADN.   
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III-2-B-c- Rôles dans le maintien de la pluripotence des cellules souches 
embryonnaires, hTHAP11 
 La protéine THAP11 est une protéine de 314 acides aminés qui présente dans sa séquence un 
domaine THAP en N-terminal, une séquence de localisation nucléaire (NLS) et un domaine de type 
« coiled coil » dans sa partie C-terminale (Figure 41A). Il est intéressant de noter que cette protéine 
présente aussi des répétitions d’acides aminés, deux régions polyA et une région polyQ. Ce type de 
répétition polyQ en fait un candidat potentiel pouvant être impliqué dans le développement de maladies 
neurodégénératives comme c’est le cas pour d’autres protéines présentant ce type de motif (Freiman 
and Tjian, 2002, Pandey et al., 2004).  
C’est son homologue chez la souris mTHAP11, rebaptisé Ronin, qui a été utilisé pour la 
caractérisation fonctionnelle de cette protéine chez les mammifères. Dans un premier temps, l’activité 
de liaison à l’ADN séquence spécifique du domaine THAP de Ronin a été mise en évidence par des 
expériences de SELEX (Bouvet, 2001), et, une cible consensus de vingt paires de bases a été identifiée 
(Figure 41B) (Dejosez et al., 2008). La longueur de cette cible est deux fois plus importante que pour la 
cible consensus de hTHAP1 ou de la transposase de l’élément P ; ceci suggère que la reconnaissance 
de l’ADN par la protéine THAP11 pourrait être différente de celle réalisée par hTHAP1 ou encore par la 
transposase. De plus, en regardant l’alignement de séquences de la figure 38B, on s’aperçoit que le 
domaine THAP de hTHAP11 diffère des autres domaines THAP puisqu’il ne présente qu’une insertion 
de dix acides aminés entre le résidu histidine du motif C2CH et le motif AVPTIF, alors que les autres 
domaines THAP ont plutôt une insertion d’environ vingt acides aminés. De plus, la longueur de la cible 
ADN reconnue par hTHAP11 suggère que cette protéine pourrait se lier sur sa cible ADN sous la forme 
d’un dimère, même si la cible ADN ne présente pas de répétition. Précédemment, nous avons pu voir 
que la plasticité observée dans la reconnaissance protéine-ADN peut engendrer la reconnaissance 
spécifique d’un dimère sur deux sous sites différents, comme c’est le cas pour le répresseur Lactose 
(Kalodimos et al., 2002). 
Sur le plan fonctionnel, Ronin a été décrit comme un régulateur de la pluripotence des cellules 
souches embryonnaires. Ronin est exprimé dans les stades précoces du développement de l’embryon 
murin, et, une déficience de Ronin est létale. Des délétions conditionnelles du gène codant pour Ronin 
empêchent la croissance des cellules souches embryonnaires murines ; alors qu’une surexpression de 
Ronin permet à ces cellules de proliférer sans différentiation dans des conditions où il ne devrait pas y 
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avoir de prolifération. Cette surexpression permet même d’outrepasser les effets de la délétion d’Oct-4, 
une autre protéine essentielle pour le maintien de la pluripotence des cellules souches embryonnaires. 
Ces résultats ont permis de remettre en question les mécanismes du maintien de la pluripotence des 
cellules ES, puisque l’on pensait que les trois protéines Oct-4, Sox2 et Nanog étaient suffisantes pour 
assurer ce phénotype, or Ronin y est aussi essentielle. De plus, Ronin a un effet de répression de la 
transcription, et, des gènes cibles de Ronin ont été mis en évidence, comme par exemple, les gènes 
GATA4, GATA6, mais aussi le gène codant pour la protéine Oct-4. Des expériences 
d’immunoprécipitation de chromatine couplées à des essais de type gène rapporteur ont permis de 
confirmer la fixation de Ronin sur ces promoteurs et de valider l’effet répresseur de cette protéine. In 
vivo, Ronin interagit avec la protéine HCF-1 (Host Cell Factor-1), une protéine plateforme capable de 
recruter des effecteurs transcriptionnels. C’est la partie C-terminale de la protéine Ronin qui est 
impliquée dans l’interaction avec HCF-1, alors que la partie N-terminale médie la reconnaissance de 
l’ADN, et donc, le ciblage des promoteurs des gènes dont la transcription doit être réprimée pour 
maintenir l’état de pluripotence des cellules souches embryonnaires. De façon intéressante, il a été mis 
en évidence que dans un contexte chromatinien, Ronin fait partie intégrante d’un complexe de 2MDa 
renfermant HCF-1, mTHAP7, Sin3a et HDAC3 (Dejosez et al., 2008). Ces deux dernières protéines 
étant connues comme des partenaires de HCF-1 (Mangone et al., 2010), et reliées à des phénomènes 
de modification de la chromatine réprimant la transcription, en accord avec la répression de la 
transcription observée dans le cadre de la protéine Ronin (Dejosez et al., 2008). Il est intéressant de 
noter que l’hétérodimérisation entre Ronin et mTHAP7 se fait par l’intermédiaire du domaine THAP de 
Ronin. Un modèle récapitulatif retraçant les mécanismes clés pour le maintien de la pluripotence des 
cellules ES est présenté sur la figure 41C.   
Toutes ces données expérimentales font de la protéine Ronin, un acteur essentiel pour le 
maintien de la pluripotence des cellules souches embryonnaires. Pour la première fois, un lien fort entre 








Figure 41: Caractérisation fonctionnelle de Ronin, l’homologue de hTHAP11 chez la souris.  
(A) Schéma topologique de la protéine Ronin. (B) Résultat de l’expérience de SELEX réalisée avec la protéine Ronin. (C) 
Schéma bilan illustrant comment se déroule le maintien de la pluripotence des cellules souches embryonnaires. (Dejosez et 






III-2-B-d- Rôles dans la prolifération cellulaire, hTHAP1, hTHAP5 et hTHAP11 
 Précédemment, nous avons vu que, chez les organismes modèles, les protéines THAP sont 
impliquées dans la régulation du cycle cellulaire et la prolifération. Cette fonction a été confirmée chez 
l’homme et nous allons voir que les protéines THAP humaines, hTHAP5, hTHAP11 et hTHAP1, sont 
impliquées dans la régulation de la prolifération cellulaire.  
hTHAP5 
 La protéine hTHAP5 est une protéine nucléaire de 395 acides aminés renfermant, dans sa 
séquence, un domaine THAP dans la partie N-terminale et un domaine « coiled coil » en position C-
terminale (Figure 42A). Le gène hTHAP5 est essentiellement exprimé dans les cellules cardiaques mais 
on retrouve aussi la protéine hTHAP5 sous forme de traces dans des cellules du muscle ou encore 
dans des cellules du cerveau (Figure 42B).  
La protéase Omi/HtrA2 est une protéase mitochondriale, qui, lorsqu’elle est relarguée dans le 
cytoplasme, entraîne l’apoptose. En recherchant de nouveaux substrats de la protéase Omi/HtrA2, la 
protéine THAP5 a été identifiée. Pendant l’apoptose, la protéine hTHAP5 est dégradée spécifiquement 
par la protéase Omi/HtrA2. Si l’on ajoute un inhibiteur spécifique de la protéase Omi/HtrA2, hTHAP5 
n’est plus dégradée, ce qui réduit considérablement le phénomène apoptotique. Dans le but de 
comprendre la fonction de cette protéine, hTHAP5 a été surexprimée dans des cellules cardiaques. 
Cette surexpression conduit à un blocage de la division cellulaire et à une accumulation des cellules en 
phase G2/M. La protéine hTHAP5 contrôle donc la progression du cycle cellulaire dans les cellules 
cardiaques, et, joue un rôle d’inhibiteur de la prolifération dans ces cellules. De plus, l’analyse de tissus 
issus de patients souffrants de maladies cardiaques, de type infarctus du myocarde, a permis de mettre 
en évidence que le taux d’expression de la protéine hTHAP5 est relativement bas dans les régions 
nécrosées ayant subi l’infarctus ; ce qui suggère une relation importante entre cette protéine hTHAP5 et 








Figure 42 : hTHAP5 est un régulateur du cycle cellulaire dans les cellules cardiaques.  
(A) Schéma général de l’organisation de la protéine hTHAP5. (B) Recherche de l’ARNm de hTHAP5 dans différents tissus, 
expériences de Northern blot. On peut voir que hTHAP5 est essentiellement exprimée dans les cellules cardiaques. (C) 
Recherche de la protéine hTHAP5 dans des cellules extraites de patients souffrant de maladies des artères coronaires 
(CAD). Différentes zones ont été explorées, la zone de l’infarctus du myocarde (notée CAD -MI), la zone bordant la lésion 
due à l’infarctus (notée CAD-BZ) et une zone située en dehors de la zone nécrosée par l’infarctus (CAD -RZ). (Balakrishnan 
et al., 2009)   
 
hTHAP11 
Récemment, une étude a montré que la protéine hTHAP11 est exprimée de façon ubiquitaire 
dans les tissus sains chez l’homme, alors qu’elle est sous exprimée dans certains types de cellules 
cancéreuses. De façon intéressante, la surexpression de hTHAP11 dans des cellules saines et même 
cancéreuses entraîne une perte de la croissance cellulaire ; suggérant un rôle important de cette 
protéine dans la croissance cellulaire et la prolifération. Au contraire, la perte d’expression de hTHAP11 
dans des cellules de type HepG2 (Human hepatocellular Liver Carcinomia Cell Line) entraîne une perte 
de la répression de croissance cellulaire. Tous ces résultats suggèrent que hTHAP11 pourrait être un 
régulateur physiologique de la prolifération cellulaire. En effet, hTHAP11 permet de contrôler le cycle 
cellulaire en réprimant la transcription du gène c-Myc, un facteur de transcription clé pour la progression 
du cycle cellulaire. La répression de l’expression du gène c-Myc est dépendante de l’activité de liaison à 
l’ADN de hTHAP11. Des expériences d’immunoprécipitation de chromatine et de gel retard ont permis 
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de montrer que hTHAP11 se lie sur le promoteur c-Myc in vivo et in vitro. Il a ensuite été montré dans 
différents modèles cellulaires, que la surexpression de hTHAP11 conduit à une inhibition de la 
prolifération cellulaire qui peut être partiellement levée si c-Myc est aussi surexprimé dans ces cellules 
(Figure 43A-B). Des expériences réalisées en utilisant des fibroblastes primaires sauvages ou 
doublement délétés pour le gène c-myc ont permis de mettre en évidence l’inhibition de la prolifération 
médiée par hTHAP11 (Figure 43C). Tous ces résultats montrent que la protéine hTHAP11 est impliquée 
dans l’inhibition de la prolifération cellulaire via une répression de l’expression du gène c-myc. 
hTHAP11 est donc une protéine THAP impliquée dans la prolifération cellulaire et la surexpression de 
hTHAP11 dans certains types de cancers en font un oncogène d’intérêt (Zhu et al., 2009). 
 
 
Figure 43: Inhibition de la prolifération cellulaire médiée par hTHAP11 et c-Myc.  
(A) Western blot montrant l’expression de hTHAP11 et de c-Myc dans des cellules transfectées par les vecteurs pIRES 
(contrôle), pIRES-hTHAP11 (permettant la surexpression de hTHAP11) et pIRES-hTHAP11-cMyc (permettant la 
surexpression de hTHAP11 et de c-Myc). (B) Nombre moyen de colonies observées 14 jours après la transfection des 
cellules par les différents vecteurs. (C) Surexpression de hTHAP11 dans des lignées de fibroblastes embryonnaires 
sauvages (Myc +/+) ou doublement délétées des gènes codant pour c-Myc (Myc -/-). La croissance cellulaire est suivie en 




 La protéine hTHAP1 est une protéine nucléaire de 213 acides aminés dans laquelle on trouve, 
en position N-terminale, un domaine THAP et, en position C-terminale, un domaine « coiled coil ». La 
fonction de la protéine hTHAP1 a été étudiée dans des cellules endothéliales primaires qui expriment 
naturellement hTHAP1.  
Dans un premier temps, la surexpression de hTHAP1 ou l’abolition de l’expression de hTHAP1 
ont été réalisées dans des cellules endothéliales primaires humaines (Figure 44). Dans chacun des cas, 
les cellules voient leur taux de prolifération diminuer. Il apparaît donc qu’une modification du taux 
d’expression de hTHAP1 dans les cellules endothéliales primaires bloque ces cellules dans le cycle 
cellulaire et, plus particulièrement, dans la phase G1 du cycle cellulaire. En effet, une analyse de la 
répartition des cellules après traitement montre que la population cellulaire en G1 croît. La protéine 
hTHAP1 est donc un régulateur endogène de la prolifération des cellules endothéliales primaires et 
contrôle le passage des cellules dans la transition G1/S (Cayrol et al., 2007). Dans le but de 
comprendre comment s’effectue le contrôle de la transition G1/S par hTHAP1 dans les cellules 
endothéliales primaires, une analyse différentielle du transcriptome de ces cellules en conditions 
normales, puis après transfection d’un plasmide permettant la surexpression de hTHAP1, a été réalisée. 
Il apparaît que certains gènes voient leurs taux d’expression varier lorsque hTHAP1 est surexprimée. 
On retrouve notamment des gènes impliqués dans le contrôle du cycle cellulaire et, plus 
particulièrement, une majorité des gènes identifiés est sous le contrôle de la voie pRb/E2F. 
L’identification de ces gènes dérégulés a été confirmée par des expériences de qPCR qui ont montré 
une modification du taux d’expression de ces gènes lorsque hTHAP1 est surexprimée. Il en est de 
même lors de l’abolition de l’expression de hTHAP1 dans ces cellules. On observe une diminution de la 
prolifération associée à une diminution de l’expression des gènes contrôlés par la voie pRb/E2F. 
D’après ces résultats, la protéine hTHAP1 apparaît donc comme un nouveau facteur de transcription 
contrôlant l’expression de certains gènes impliqués dans la progression du cycle cellulaire via la voie 
pRb/E2F (Cayrol et al., 2007). Ces résultats sont en accord avec les données recueillies chez les 
organismes modèles. On observe donc un lien étroit entre la progression dans le cycle cellulaire 
(transition G1/S) et la protéine hTHAP1. Plus précisément, il semble que la protéine hTHAP1 doit être 
exprimée à un taux bien défini afin de permettre la prolifération des cellules endothéliales primaires 
puisqu’une modification de l’expression de hTHAP1 dans ces cellules entraîne un blocage en G1  




Figure 44 : Effet de la surexpression ou de perte d’expression de hTHAP1 dans les cellules endothéliales 
primaires.  
(A) Mise en évidence par Western Blot de la surexpression de hTHAP1 dans les cellules endothéliales primaires 
transfectées par le vecteur permettant la surexpression de hTHAP1. Mise en évidence de l’arrêt de la prolifération dû à la 
surexpression de hTHAP1. (B) Répartition des cellules dans les différentes phases du cycle cellulaire après transfection d’un 
vecteur vide et d’un vecteur permettant la surexpression de hTHAP1. (C) Analyse différentielle de l’expression des gènes 
contrôlés par la voie pRb/E2Faprès surexpression de hTHAP1. Les résultats obtenus par puces à ADN sont représentés par 
les barres blanches et les résultats obtenus par qRT-PCR sont représentés par les barres noires. (D) Effet de la perte de 
l’expression de hTHAP1 dans des cellules endothéliales primaires sur la croissance cellulaire. (E) Répartition des cellules 
dans les différentes phases du cycle cellulaire après la perte d’expression de hTHAP1. (F) Analyse différentielle l’expression 
des gènes contrôlés par la voie pRb/E2F après la perte d’expression de hTHAP1 dans les cellules endothéliales (Cayrol et 
al., 2007).  
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Parmi les gènes régulés par hTHAP1, le gène RRM1, codant pour la protéine Ribonucléotide 
Réductase M1, est un gène essentiel pour la synthèse d’ADN pendant la phase S du cycle cellulaire, 
phase de duplication de l’ADN. Ce gène présente au niveau de son promoteur des sites de liaison pour 
des facteurs de transcription : un site pour la liaison du facteur E2F, un site pour la liaison du facteur 
NF-Y et deux sites de liaison THABS pour la fixation de la protéine hTHAP1 (Figure 45A). L’association 
entre la protéine hTHAP1 et le promoteur du gène RRM1 a été mise en évidence in vivo grâce à des 
expériences d’immunoprécipitation de chromatine (Figure 45B). In vitro, l’interaction a été vérifiée en 
utilisant les techniques de gel retard (Figure 45C) mais aussi de « footprint » par la DNAse I. Ces 




Figure45 : Fixation de hTHAP1 sur le promoteur du gène RRM1.  
(A) Séquence du promoteur du gène RRM1, les lettres majuscules représentent la partie qui sera transcrite en ARNm et le 
codon ATG est représenté en gras. Les sites de liaison de hTHAP1, NF-Y et E2F sont aussi indiqués. (B) Résultats des 
expériences d’immunoprécipitation de chromatine dirigée contre hTHAP1. La présence de deux promoteurs a été 
recherchée, le promoteur du gène RRM1 et le promoteur du gène NF-YA dans lequel on retrouve un site de liaison pour le 
facteur de transcription NF-YB. Ce facteur de transcription est le contrôle positif puisqu’il est sensé être immunoprécipité su r 
les deux promoteurs. Enfin, une immunoprécipitation réalisée avec un anticorps anti-flag sert de contrôle négatif (Cayrol et 
al., 2007).    
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D’autre part, une étude récente a permis de mettre en évidence des partenaires protéiques de 
hTHAP1 lors de sa fixation sur le promoteur du gène RRM1 (Mazars et al., 2010). hTHAP1 est capable 
de s’associer avec HCF-1, une protéine co-activatrice. Cette interaction fait intervenir une séquence 
consensus nommée HBM (HCF-1 Binding Motif) de quatre acides aminés (D/EHxY) qui est présente en 
amont du domaine « coiled coil » de la protéine hTHAP1 (Figure 46A). De plus, des protéines 
présentant un motif HBM muté sont incapables de s’associer avec HCF-1. Ce motif HBM est retrouvé 
dans la plupart des protéines THAP humaines, mais aussi chez certaines protéines THAP d’organismes 
modèles. Ceci suggère que la plupart des protéines THAP peuvent interagir avec HCF-1, cependant la 
démonstration expérimentale n’a été faite que pour hTHAP1, hTHAP3 et mTHAP11. HCF-1 est une 
protéine abondante dans le noyau, associée à la chromatine et jouant un rôle critique dans la 
prolifération cellulaire (Goto et al., 1997, Julien and Herr, 2003). C’est une protéine multi-domaine de 
2035 acides aminés présentant dans sa partie N-terminale un domaine Kelch qui est impliqué dans la 
reconnaissance de la boîte HBM comme cela a été démontré pour l’interaction entre HCF-1 et E2F4 
(Knez et al., 2006) alors que le reste de la protéine est impliqué dans le recrutement d’effecteurs 
transcriptionnels (Mangone et al., 2010).    
Outre HCF-1, hTHAP1 est aussi capable de s’associer, probablement de façon indirecte, avec 
OGT (O-GlcNAc Transferase) une enzyme capable de générer des ajouts de groupements N-Acétyl-
Glucosamine sur d’autres protéines. In vivo, hTHAP1 va recruter HCF-1 et OGT sur le promoteur du 
gène RRM1, comme l’ont montré des expériences d’immunoprécipitation de chromatine. De façon 
intéressante, sur le promoteur RRM1, on observe les sites THABS mais aussi un site de liaison pour les 
facteurs E2Fs. Cependant, des expériences d’immunoprécipitation de chromatine réalisées en 
immunoprécipitant hTHAP1 ou HCF-1 montrent clairement que c’est hTHAP1 qui assure le recrutement 
de HCF-1 au niveau du site THABS présent sur le promoteur du gène RRM1 (Figure 46B). De plus, la 
suppression de l’expression de HCF-1 entraîne une réduction de la quantité d’ARNm RRM1 comme le 
montrent les résultats obtenus après transfection d’un siRNA dirigé contre HCF-1 dans des cellules 
endothéliales et quantification de l’ARNm RRM1 par qPCR (Figure 46C). HCF-1 est donc un partenaire 






Figure 46 : hTHAP1 et HCF-1 sont associés sur le promoteur du gène RRM1 et HCF-1 est essentiel pour 
activer la transcription du gène RRM1. 
(A) Alignement de séquences montrant la conservation du motif HBM (D/EHxY) dans les protéines THAP humaines. Sur la 
droite, le motif HBM est représenté par une étoile sur les schémas représentant les protéines THAP. (B) Expériences 
d’immunoprécipitation de chromatine recherchant la présence du promoteur RRM1. Pour ce faire, hTHAP1 ou HCF-1 ont été 
spécifiquement immunoprécipitées puis la présence du promoteur RRM1 a été recherchée en utilisant la technique de qPCR 
et trois paires d’oligonucléotides différentes. (C) Effet de la délétion de l’expression de HCF -1 dans des cellules 
endothéliales primaires sur l’expression du gène RRM1 (Mazars et al., 2010). 
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Avec l’étude de hTHAP1 et hTHAP11, la fonction des protéines THAP humaines commence à 
être comprise. Il semble donc que les protéines THAP soient des facteurs de transcription qui 
permettent le ciblage des gènes dont il faut réguler l’expression à un instant donné dans la cellule. Ce 
ciblage est réalisé par l’intermédiaire du domaine THAP qui apparaît comme un nouveau domaine de 
liaison à l’ADN. Nous avons vu que les domaines THAP de hTHAP1, de hTHAP11 et de dmTHAP 
(domaine THAP de la transposase de l’élément P chez D. melanogaster) reconnaissent des cibles ADN 
différentes. Chaque domaine THAP semble donc avoir une spécificité de reconnaissance particulière, 
ce qui pourrait permettre à chaque protéine THAP de cibler différents gènes pour en réguler leur 
expression. De façon surprenante, seul le domaine THAP de la protéine hTHAP7 a été décrit comme un 
module d’interaction protéine-protéine (Macfarlan et al., 2005, Macfarlan et al., 2006), il pourrait avoir 
dévié de sa fonction initiale au cours de l’évolution.  Cependant, le ciblage de l’ADN n’est pas suffisant 
pour entraîner une régulation transcriptionnelle. Une fois fixée sur le promoteur du gène cible, une 
protéine THAP devra recruter des effecteurs permettant la régulation de la transcription. Nous avons vu 
que la plupart des protéines THAP possède dans leurs séquences un motif de liaison à HCF-1 et que 
les protéines hTHAP1 (Mazars et al., 2010), hTHAP3 (Mazars et al., 2010) et mTHAP11 (Dejosez et al., 
2008) sont capables de recruter ce facteur afin de réguler la transcription. Alors que dans le cas de 
mTHAP11, on observe une répression de la transcription médiée par HCF-1. Dans le cas de hTHAP1, 
le recrutement de HCF-1 au niveau du promoteur RRM1 permet l’activation de la transcription du gène 
(Mazars et al., 2010). Ceci suggère que la régulation de la transcription médiée par les protéines THAP 
est un phénomène complexe qui n’est pas uniquement lié à la présence d’une protéine THAP et de 
HCF-1, d’autres protéines partenaires ou régulatrices doivent être recrutées et leur identification 
permettra d’avoir une vision complète du processus. La recherche de partenaires protéiques de 
hTHAP1 régulant la transcription au niveau du promoteur RRM1 a aussi permis d’identifier la protéine 
OGT. Cette protéine est capable de transférer un groupement N-Acétyl-Glucosamine jouant le rôle de 
modification post traductionnelle. Il est donc vraisemblable que la protéine OGT puisse réguler le 
recrutement des partenaires protéiques de HCF-1 par l’intermédiaire de modification post-
traductionnelle afin de moduler le recrutement des partenaires activateurs ou répresseurs de la 
transcription. La recherche des protéines partenaires de hTHAP3 a aussi permis d’identifier HCF-1 et 
OGT (Mazars et al., 2010). Et, dans ce cas, différentes formes de HCF-1 ont été identifiées, dont 
certaines présentent des peptides O-Glycosylés, laissant penser que OGT puisse réguler l’activité de 
HCF-1 en modifiant son état de glycosylation (Mazars et al., 2010). Cependant, après transfection d’un 
siRNA spécifiquement dirigés contre OGT dans des cellules endothéliales primaires humaines, on 
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n’observe pas de modification dans l’expression du gène RRM1, suggérant que la protéine OGT n’est 
pas impliquée dans le cas de la régulation de l’expression du gène RRM1 (Mazars et al., 2010).  
Un autre point, qu’il est aussi important de souligner, concerne le promoteur RRM1. Ce 
promoteur présente deux sites de reconnaissance pour hTHAP1. Nous ne pouvons pas exclure que 
hTHAP1 se lie sous forme de dimère (voire même d’hétérodimère) sur ce promoteur. De plus, la partie 
C-terminale de hTHAP1 renferme un domaine « coiled coil » et ce type de domaine est fréquemment 
impliqué dans des phénomènes de dimérisation.  
Ces études fonctionnelles permettent donc de faire un lien fort entre la régulation du cycle 
cellulaire et les protéines THAP. Elles permettent de comprendre comment se déroule la régulation 
transcriptionnelle médiée par les protéines THAP. La protéine THAP assure le ciblage de la régulation 
en utilisant son domaine THAP pour reconnaître spécifiquement l’ADN. Ensuite, elle recrute HCF-1 qui 






Figure 47 : Schéma bilan de la régulation de la transcription au niveau du promoteur RRM1. 
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III-3- Lien génétique entre hTHAP1 et la dystonie de type 6 
 Les dystonies forment un groupe de maladies génétiques hétérogènes se manifestant 
cliniquement par des troubles moteurs caractérisés par des contractions musculaires involontaires et 
désordonnées. Ce groupe de maladies est hétérogène car différentes formes de dystonies ont été 
décrites et peuvent être classées en trois classes principales. Dans les dystonies primaires (ou 
idiopathiques), la dystonie est le seul symptôme observé et cette maladie peut être d’origine génétique 
alors que dans les dystonies secondaires, des symptômes autres que ceux décrits pour la dystonie sont 
retrouvés chez les patients. Les dystonies secondaires sont associées à des causes environnementales 
(des lésions, prises de drogues, toxines, désordre métabolique). La dernière classe concerne des 
formes de dystonies qui sont associées à la maladie de Parkinson ou encore de l’épilepsie 
myoclonique. Au cours de ce chapitre, nous allons nous intéresser simplement aux dystonies primaires 
(DYT1, DYT2, DYT4, DYT6, DYT7 et DYT13) qui sont d’origine génétique. La plupart d’entre elles sont 
des maladies héréditaires autosomales dominantes qui présentent une faible pénétrance.  
 La dystonie 1 (DYT1) est la première forme de dystonie pour laquelle les bases génétiques ont 
été identifiées. Le gène responsable de la maladie DYT1 a été identifié sur la région chromosomique 
9q34. Une des principales causes de cette maladie est la délétion d’un codon GAG dans la séquence 
codante du gène DYT1. Cette délétion correspond à la perte d’un résidu glutamate dans la partie C-
terminale d’une nouvelle protéine nommée TorsinA (Ozelius et al., 1997). La protéine TorsinA est une 
protéine de 332 acides aminés, présentant une homologie avec la superfamille AAA+ (Neuwald et al., 
1999) qui sont des chaperonnes aidant au repliement de certaines protéines. La protéine TorsinA est 
localisée dans la lumière du réticulum endoplasmique (Hewett et al., 2003) et peut aussi être retrouvée 
dans des vésicules neuronales (Hewett et al., 2000). La surexpression de la forme mutée de la TorsinA 
(délétion du codon GAG) entraîne la formation d’inclusions intracellulaires dans des cellules en culture 
(Hewett et al., 2000). Cependant, la fonction exacte de la protéine TorsinA demeure inexpliquée, il 
existe toutefois des preuves expérimentales montrant que la protéine mutée présente une localisation 
anormale et un interactome différent, ce qui pourrait entraîner un développement anormal de certaines 
voies neuronales (Warner et al., 2010).  
 La dystonie 6 (DYT6) fait aussi partie du groupe des dystonies primaires, c’est une maladie 
héréditaire autosomale qui présente une pénétrance d’environ 60%. Elle apparaît généralement à 
l’adolescence puisque l’âge moyen d’apparition des premiers symptômes est de 16 ans. Dans la plupart 
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des cas, les symptômes sont localisés au niveau du crane ou au niveau cervical et, par la suite,  les 
mouvements incontrôlés s’étendent aux autres parties du corps. Des études génétiques ont permis 
d’identifier la région chromosomique impliquée dans le développement de cette maladie au niveau du 
chromosome 8, dans une région péri-centrosomique de 40 cM (Almasy et al., 1997). Cette région a 
ensuite été réduite à 23 cM entre les marqueurs D8S2317 et D8S2323, une région renfermant près de 
120 gènes (Mars2006 UCSC human genome assembly) (Heiman et al., 2007).  Le groupe, dirigé par le 
Dr. Laurie Ozelius (Mont Sinaï Institute, New York), a recherché les mutations observées dans ces 120 
gènes chez des patients souffrant de dystonie DYT6. Cette équipe a mis en évidence que certaines 
mutations étaient présentes sur un gène de cette région, qui n’est autre que le gène codant pour la 
protéine hTHAP1 (Fuchs et al., 2009). La première mutation a été identifiée chez trois familles de la 
communauté Amish-Mennonite, il s’agit de la mutation F45X entraînant un décalage du cadre de lecture 
à partir de l’acide aminé 45, situé dans le domaine THAP de la protéine hTHAP1. Dans la même étude, 
les auteurs ont aussi identifié une mutation ponctuelle F81L dans une famille allemande, cet acide 
aminé faisant partie du motif AVPTIF retrouvé dans le domaine THAP de la protéine hTHAP1. D’autres 
mutations ponctuelles ont été décrites dans des études similaires aux Etats-Unis (Bressman et al., 
2009, Djarmati et al., 2009), elles sont retrouvées dans la partie du gène codant pour le domaine THAP 
de hTHAP1, dans la partie codante pour le domaine « coiled coil » C-terminal, ainsi que dans la partie 
5’-UTR du gène. D’autres études réalisées aux Etats-Unis et en Europe ont permis de mettre en 
évidence d’autres mutations dans le gène codant pour hTHAP1 chez les patients atteints de dystonie 
DYT6 (Figure 48) (Bonetti et al., 2009, Paisan-Ruiz et al., 2009, Houlden et al., , Ozelius and Bressman, 
2010, Xiao et al., 2010). L’observation de toutes ces mutations sur le gène codant pour hTHAP1, chez 
les patients atteints de dystonie de type 6, met en évidence un lien fort entre la protéine hTHAP1 et 
l’apparition des symptômes révélant le phénotype DYT6. Cette découverte inattendue, souligne 
l’importance de la protéine hTHAP1 pour le maintien de l’intégrité neuronale, nécessaire pour la 
coordination motrice chez l’homme. hTHAP1 pourrait donc jouer un rôle de régulateur transcriptionnel 
dans les neurones, cette activité pouvant être nécessaire pour la mise en place des voies motrices, au 
cours du développement après la naissance, ou encore, pour le maintien de l’intégrité des voies 
motrices. Il a été proposé que les mutations présentes sur le gène hTHAP1 conduisent à la production 
d’une protéine incapable de médier la régulation transcritionnelle (Tamiya, 2009). En effet, nous avons 
pu voir que certaines mutations sont situées au niveau de la séquence codante pour le domaine THAP, 
ce qui pourrait conduire à une protéine présentant un défaut dans la reconnaissance spécifique de 
l’ADN. D’autres mutations sont présentes dans la région codante pour la séquence de localisation 
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nucléaire, donc la perte de fonction de hTHAP1 pourrait être due à une mauvaise localisation sub-
cellulaire. On remarque aussi une mutation qui entraîne la modification d’un acide aminé dans la 
séquence de liaison au facteur HCF-1, ce qui est en accord avec une perte d’activité de régulation de la 
transcription médiée par une perte de l’interaction entre ces deux partenaires. De plus, certaines 
mutations sont retrouvées au niveau du domaine « coiled coil », suggérant que ce domaine joue, lui 
aussi, un rôle important.   
 Finalement, il a été proposé que l’apparition de la dystonie DYT6 pourrait être due à une 
dérégulation transcriptionnelle médiée par hTHAP1 (Tamiya, 2009). Ce ne serait pas le seul cas où une 
dérégulation transcriptionnelle est à l’origine de l’apparition d’une maladie neurologique, puisque la 
Corée d’Huntington (liée à la protéine HTT) (Cha, 2000) ou encore les ataxies spinocérébelleuses  
(impliquant les protéines SCA) (Nakamura et al., 2001) sont des maladies liées à des protéines 
présentant une région polyQ (région riches en résidus glutamine). Celles-ci interfèrent avec la 
transcription dépendante de l’ARN-polymérase II, accroissant ainsi la vulnérabilité des neurones 
(Freiman and Tjian, 2002). De plus, la dystonie associée à la maladie de Parkinson liée au chromosome 
X (DYT3) a été le premier exemple de maladie neurologique pour lequel une dérégulation 
transcriptionnelle est à l’origine de la maladie. Cette dérégulation n’est pas associée à une protéine 
présentant une région polyQ. En effet, DYT3 est liée à une réduction de la quantité de la protéine TAF-1 
(RNA polymerase II TATA box-binding protein-associated factor 1) et de son isoforme spécifique dans 
les  neurones (Makino et al., 2007).   
Les mutations retrouvées au niveau des gènes entraînant l’apparition de DYT3 ou  DYT6 sont 
en accord avec l’hypothèse d’une dérégulation transcriptionnelle et ouvrent la voie à l’étude des 
mécanismes entraînant l’apparition de mouvements incontrôlés associés à la dystonie (Tamiya, 2009).  
 





Figure 48 : Les mutations observées sur la protéine hTHAP1 chez les patients atteints par la dystonie 
DYT6.  
Toutes les mutations menant à une protéine hTHAP1 modifiée sont reportées sur ce schéma. 
THAP domain : domaine THAP de hTHAP1 (1-90) 
Pro-rich : Séquence de faible complexité et riche en proline (93-108) 
HBM : Tétrapeptide permettant la liaison de la protéine HCF-1 (134-137) 
NLS : Séquence de localisation nucléaire (146-162) 
Coiled Coil : Coiled Coil domaine (142-190) 
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PROJET DE THESE  
La découverte des protéines THAP humaines, au début des années 2000 au sein de l’IPBS, a 
engendré la recherche de fonction de ces protéines chez l’homme. Dans notre institut, la protéine 
hTHAP1 a été choisie comme prototype de la famille des protéines THAP pour mener des 
investigations fonctionnelles et structurales. La caractérisation fonctionnelle de hTHAP1 a permis de 
mettre en évidence sa fonction de facteur de transcription impliqué dans la régulation de l’expression de 
gènes contrôlant la transition G1/S du cycle cellulaire (Cayrol et al., 2007).  
Nous avons décidé d’utiliser la RMN en solution pour résoudre la structure du domaine THAP 
de la protéine THAP1. Outre l’aspect structural, la RMN nous a aussi permis d’avoir accès à la 
dynamique de la protéine en solution. L’interaction avec sa cible THABS a été, dans un premier temps,  
étudiée en combinant des données de mutagénèse dirigée et des données de cartographie des 
déplacements chimiques. Sur la base de ces données expérimentales, nous avons proposé un modèle 
d’interaction entre ces deux partenaires. Ces résultats sont développés dans la première partie du 
chapitre Résultats et font l’objet de l’article 1 (Bessiere et al., 2008).   
Le modèle d’interaction proposé dans l’article ne permet pas d’expliquer pourquoi seul le 
domaine THAP de la protéine hTHAP1 est capable de reconnaître spécifiquement la cible THABS. 
Dans le but d’élucider son mode de reconnaissance spécifique de l’ADN, nous avons décidé de 
résoudre la structure du complexe formé par le domaine THAP de hTHAP1 et sa cible ADN. Un long 
travail d’optimisation de la qualité des spectres a été réalisé afin de pouvoir extraire suffisamment de 
contraintes structurales pour la résolution de la structure. Différents types d’informations ont pu être 
rassemblés ; nous avons pu définir les surfaces d’interaction, obtenir des contraintes de distances 
intramoléculaires et intermoléculaires et des contraintes RDC sur la protéine. A l’aide de ces 
contraintes, nous avons calculé la structure tridimensionnelle du complexe protéine-ADN et ainsi 
expliqué la reconnaissance spécifique observée. Une caractérisation biophysique de cette interaction a 
aussi été réalisée en utilisant la technique d’anisotropie de fluorescence. Ainsi, nous présentons une 
caractérisation structurale et biophysique de l’interaction entre le domaine THAP de hTHAP1 et sa cible 
ADN  dans la deuxième partie du chapitre Résultats et dans l’article 2 (Campagne et al., 2010).     
Finalement, après une analyse fine de la structure du complexe formé par le domaine THAP de 
THAP1 et sa cible ADN, nous nous sommes demandés comment les mutations ponctuelles observées 
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sur la région codante pour le domaine THAP de hTHAP1 chez les patients DYT6 peuvent  influencer la 
reconnaissance spécifique de l’ADN ? Ainsi, nous avons cloné, exprimé et purifié les dix mutants 
ponctuels du domaine THAP de hTHAP1 retrouvés chez les patients souffrant de la dystonie DYT6. 
Nous avons vérifié le bon repliement et la stabilité de ces protéines, caractérisé le mode de 
reconnaissance de l’ADN par RMN et nous avons déterminé une constante de dissociation pour chacun 








PARTIE I – Relations structure/fonction du domaine THAP de la protéine 
hTHAP1 
I- Contexte de l’étude 
 A partir des alignements de séquences primaires, le domaine THAP a été décrit comme un 
module 90 acides aminés. La recherche d’activité du domaine THAP de la protéine hTHAP1 a permis 
de mettre en évidence une activité de liaison à l’ADN séquence spécifique dépendante du zinc. Le motif 
THAP présente dans sa séquence huit positions strictement conservées, définissant la signature C2CH, 
deux résidus proline (26 et 78), un résidu tryptophane (36) et un résidu phénylalanine (58), dont 
l’intégrité est essentielle pour assurer l’activité de liaison à l’ADN séquence spécifique. 
Pour l’étude structurale du domaine THAP de hTHAP1, une construction plasmidique 
permettant l’expression du domaine THAP (1-90) en système bactérien a été développée, et un 
protocole de purification de cette protéine recombinante a été mis en place. La protéine THAP (1-90) 
est exprimée en fusion avec une étiquette 6 histidine C-terminale qui peut être clivée par la thrombine. 
La protéine de fusion est donc exprimée dans Escherichia coli BL21 DE3 en milieu minimum, purifiée 
par chromatographie d’affinité pour le Ni2+. La protéine est ensuite clivée de son étiquette et purifiée par 
chromatographie d’exclusion. En fin de protocole, on obtient un échantillon protéique pur qui peut être 
conditionné pour l’étude structurale par RMN. Damien Bessière, en thèse dans l’équipe, a initié l’étude 
structurale par RMN du domaine THAP en utilisant les 90 premiers acides aminés du domaine THAP. 
Cependant, lors de l’étape d’attribution des résonances du squelette peptidique, des difficultés ont été 
rencontrées pour attribuer la partie C-terminale du domaine THAP. En effet, les fréquences de 
résonance du squelette peptidique n’ont pu être identifiées que pour les régions 1-63, 72-78. Notre 
hypothèse a été la suivante : la partie C-terminale du domaine est déstructurée et nous devons 
optimiser la construction pour faciliter la résolution de structure. Deux nouvelles constructions ont été 
clonées afin de produire les 63 premiers acides aminés ou les 81 premiers acides aminés du domaine 
THAP (Figure 49). Pour chaque construction, nous avons testé le bon repliement de la protéine et 
l’activité de liaison à l’ADN. Comme on peut le voir sur la figure 49, le spectre 2D 15N HSQC du 
domaine THAP 1-63 ne présente pas un bon éclatement des fréquences de résonance, suggérant que 
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cette protéine est déstructurée en solution. Au contraire, le spectre 2D 15N HSQC du domaine THAP 1-
81 présente une bonne dispersion des fréquences de résonance, suggérant un domaine correctement 
replié présentant une homogénéité structurale en accord avec une étude par RMN. De façon 
intéressante, nous avons pu noter que le motif AVPTIF, qui n’est présent que dans le domaine 1-81, 
n’est pas uniquement essentiel pour maintenir l’activité de liaison à l’ADN mais il semble important pour 
maintenir la structure tertiaire du domaine THAP. Ensuite, nous avons comparé l’activité de liaison à 
l’ADN du domaine 1-90 et du domaine 1-81, et nous avons pu montrer que les 81 premiers acides 
aminés sont nécessaires et suffisants pour le maintien du repliement de la protéine et de l’activité de 
liaison à l’ADN du domaine THAP de la protéine hTHAP1. Par la suite, les études structurales du 
domaine THAP ont été poursuivies par Damien Bessière en utilisant le domaine THAP 1-81.  
 
Figure 49: Redéfinition de la taille du domaine THAP de la protéine hTHAP1. 
Trois constructions ont été clonées, exprimées et purifiées. En haut, la séquence du domaine THAP de hTHAP1 est détaillée 
et les positions strictement conservées sont colorées en rouge. Au centre, on observe le spectre 2D 15N HSQC de chacune 
de ces protéines. En bas, des expériences de liaison à l’ADN ont été réalisées afin de mettre en évidence l’activité de liaison 
à l’ADN des deux protéines 1-81 et 1-90. Ces expériences sont des expériences de gel retard qui ont été réalisées avec une 
cible incluant le motif THABS. 
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 Comme ceci est présenté dans la publication 1, le domaine THAP de hTHAP1 définit une 
nouvelle classe de domaine de liaison à l’ADN liant le zinc. La coordination tétraédrique du zinc est 
réalisée par les quatre acides aminés définissant la signature C2CH. Et, la longue insertion entre les 
deux paires de ligands du zinc adopte un repliement de type βαβ définissant un motif boucle-hélice-
boucle. Les quatre résidus strictement conservés, dans tous les domaines THAP, sont très importants 
pour le maintien de la structure et forment un cœur hydrophobe. De même, le motif AVPTIF vient se 
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II- Méthodologie expérimentale 
II-1- Etude de la dynamique du domaine THAP en solution 
 Au cours de ce travail, je me suis davantage intéressé à la caractérisation dynamique de la 
protéine en solution. En effet, la RMN est un outil pour la biologie qui nous renseigne sur la structure en 
solution des macromolécules, mais elle nous donne, aussi, accès à la dynamique de la chaîne 
peptidique en solution. L’étude de la dynamique des protéines en solution est réalisée en interprétant 
les propriétés de relaxation (perte de l’aimantation) des atomes d’azote 15N  présents dans la chaîne 
polypeptidique principale (Palmer, 1993). En effet, l’atome d’azote 15N de la chaîne principale 
représente une sonde qui nous donne accès à la dynamique de la chaîne principale de façon séquence 
spécifique. Trois paramètres sont déterminés expérimentalement :  
- la vitesse de relaxation longitudinale (R1) qui représente la vitesse de décroissance de l’aimantation le 
long de l’axe z (parallèle à B0). Cette constante nous renseigne sur les mouvements rapides de l’ordre 
de la nano-picoseconde. 
- la vitesse de relaxation transverse (R2) qui représente la vitesse de décroissance du signal dans le 
plan de détection (x,y). La relaxation transverse sera sensible aux mouvements plus lents de l’ordre de 
la microseconde, une échelle de temps proche de l’échelle de temps des phénomènes biologiques. 
- la valeur du NOE hétéronucleaire {H-15N} qui dépend de l’interaction dipolaire entre le proton porté par 
l’azote et l’atome d’azote 15N. Cette valeur sera aussi très sensible aux mouvements rapides de l’ordre 
de la nanoseconde.  
Ces trois paramètres sont utilisés pour avoir accès à la fonction de corrélation C(t), 
correspondant à une fonction décrivant l’intégralité des mouvements contribuant à la décroissance du 
signal dans l’espace temps.  
C(t) = C0(t).Ci(t) 
C0(t) correspond à la contribution due à la dynamique globale de la molécule et Ci(t) à la contribution de 
la dynamique locale. 
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Et comme : 
C0(t) = (1/5).exp (-t/τc)  
Ci(t) = S2 + (1 –S2).exp (-t/τi) 
 
S2 = paramètre d’ordre 
τc = temps de corrélation global (s) qui caractérise les mouvements d’ensemble de la protéine 
τi = temps de corrélation interne (s) qui caractérise les mouvements internes locaux 
La fonction de corrélation s’exprime donc de la façon suivante : 
C(t) = (1/5).S2.exp (-t/τc) + (1/5).(1- S2).exp (-t/τe) 
Avec τe-1= τc -1 + τi -1 
 
La fonction de densité spectrale ܬሺ߱ሻ est  la Transformée de Fourier de la fonction de 
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Avec ω = fréquence de Larmor en Hertz 
 Les valeurs expérimentales R1, R2 et HetNOE peuvent s’exprimer en fonction de certaines 
valeurs de la fonction de densité spectrale :   
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Avec : 
d2 = (1/10) γH2/γN2 (h/2π)2 <r-3NH>2                           ܴଶ = 1/T2 (s-1)  
c2 = (2/15) ωN2 Δσ 2                                                    γ = rapport gyromagnétique (rad.s-1.T-1) 
ω = fréquence de Larmor (Hz)                                   Δσ = Anisotropie de déplacement chimique (ppm) 
rNH = distance NH (m)                                                 h = constante de Planck= 6,62·10-34 Js  
ܴଵ = 1/T1 (s-1)                                                            J (ω) = fonction de densité spectrale (s rad-1) 
  
On peut simplifier le modèle en faisant l’approximation des hautes fréquences (Farrow et al., 
1995, Mandel et al., 1995, Fushman et al., 1997, Atkinson and Kieffer, 2004). En effet, lorsque l’on 
travaille à haut champ, on peut dire que J(ωH) est très proche de J(ωH+ωN) et de J(ωH-ωN). Ce qui 
permet de simplifier le système et on obtient ainsi :  
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 Ainsi, en utilisant les trois valeurs expérimentales, on peut estimer trois valeurs de la fonction 
de densité spectrale. On peut aussi choisir de déterminer ces valeurs expérimentales pour différentes 
valeurs de champ magnétique externe et ainsi augmenter le nombre de données expérimentales.  
Pour avoir accès à la dynamique globale de la protéine en solution, on utilise ces valeurs 
expérimentales pour modéliser la fonction de densité spectrale pour les résidus présentant une faible 
mobilité (S2 proche de 1 et τe < 10ps), généralement situés dans les structures secondaires et dans le 
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 La modélisation de cette courbe donne accès à la valeur du temps de corrélation de la protéine 
en solution et nous avons déterminé un τc de 6.0 ns pour le domaine THAP de THAP1 en solution. 
Ensuite, après avoir déterminé la valeur du temps de corrélation rotationnel de la protéine, on peut 
modéliser la fonction de densité spectrale dans son intégralité. 
 Différents modèles ont été proposés pour modéliser la fonction de densité spectrale et, en 
1981, Lipari et Szabo ont introduit un formalisme (« modelfree formalism ») permettant de modéliser la 
fonction de densité spectrale et d’en extraire les contributions des différents types de mouvements 
(Lipari and Szabo, 1982b, Lipari and Szabo, 1982a). Cette fonction peut être modifiée, dans certains 
cas, par l’ajout d’un terme d’échange Rex, ou encore, en décomposant S2 en deux en prenant en 
compte un paramètre d’ordre pour les mouvements rapides S2f et un paramètre d’ordre pour les 
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Six modèles, de complexité croissante, peuvent être utilisés : 
- modèle 1 : S2  
- modèle 2 : S2 et τe 
- modèle 3 : S2 et Rex (terme d’échange) 
- modèle 4 : S2, τe et Rex 
- modèle 5 : S2s, S2f et Rex 
Pour garantir l’accès à la dynamique locale de la chaîne peptidique, il est préférable 
d’augmenter le nombre de données expérimentales en déterminant les constantes de relaxation des 
noyaux 15N à différents champs magnétiques. Toutefois, nous avons réalisé cette analyse pour le 
domaine THAP de THAP1 en solution en n’utilisant que les données collectées pour une seule valeur 
de champ magnétique externe de 14.1 Tesla (600 MHz). Pour cela, nous avons utilisé les logiciels 
NMRView (Johnson, 2004) (pour l’extraction des constantes de relaxation du 15N) et le logiciel 
TENSOR2 (Dosset et al., 2000) pour l’analyse de ces données expérimentales. Les résultats obtenus 
sont présentés dans la figure 50. 
 
 104 
PARTIE I – Relations structure/fonction du domaine THAP de la protéine hTHAP1 
 
Figure 50 : Etude dynamique du domaine THAP en solution.  
(A) Vitesses de relaxation longitudinale des atomes de 15N en fonction de la séquence. (B) Vitesses de relaxation transverse 
des atomes de 15N en fonction de la séquence. (C) NOE hétéronucléaires {1H-15N} en fonction de la séquence. (D) 
Répartition des temps e en fonction de la séquence protéique. (E) Répartition des constantes d’échange ex en fonction de 
la séquence protéique. (F) Paramètres d’ordre S2 en fonction de la séquence protéique. (H) Illustration des 20 structures 
RMN du domaine THAP de THAP1, code PDB 2jtg. (I) Structure RMN de plus basse énergie. (J) Schéma topologique du 
domaine THAP. 
 
Il apparaît clairement que les parties formant le cœur hydrophobe, les structures secondaires et 
la coordination du zinc présentent un caractère dynamique restreint contrastant clairement avec les 
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boucles exposées au solvant (L1, L3, L4) qui sont plus mobiles. En effet, dans ces boucles on observe 
des paramètres d’ordre (S2) plus faibles témoignant de l’aspect dynamique de ces portions (Figure 
50G). Ces parties présentent une dynamique complexe puisque dans la boucle L1, on retrouve 
uniquement des phénomènes de dynamique rapide (Figure 50D), alors que dans les boucles L3 et L4, 
on observe certains résidus présentant des mouvements plus lents, caractérisés par l’apparition d’un 
terme Kex (Figure 50E).  
Le caractère dynamique de ces boucles exposées au solvant est en accord avec la 
convergence observée lors du calcul de structure du domaine THAP de THAP1. En effet, dans les 20 
structures RMN qui représentent la structure RMN du domaine THAP de THAP1, les structures 
secondaires, le cœur hydrophobe et la coordination du zinc sont des zones très convergentes (Figure 
50H) et contrastent avec les boucles accessibles au solvant (L1, L3 et L4), moins bien définies de par 
leur caractère dynamique.  
Même si cette analyse dynamique reste limitée par le faible nombre de données 
expérimentales, elle permet cependant d’avoir accès à la dynamique de la chaîne polypeptidique du 
domaine THAP en solution. Elle permet aussi de mettre en évidence les régions plus flexibles qui sont 
souvent importantes pour la reconnaissance spécifique.  
II-2- Etude de liaison à l’ADN et modélisation du complexe 
 Au cours de ce travail, nous avons aussi étudié l’interaction entre le domaine THAP de hTHAP1 
et un oligonucléotide de 14 paires de bases renfermant la cible consensus THABS. Cette étude a été 
réalisée conjointement avec Chrystelle Lacroix de l’équipe de biologie vasculaire et Damien Bessière. 
De son coté, Chrytelle Lacroix a réalisé près d’une trentaine de mutants ponctuels du domaine THAP et 
a testé l’activité de liaison à l’ADN par gel retard avec une sonde renfermant le motif THABS. Damien 
Bessière a réalisé une caractérisation biophysique de l’interaction par SPR (Résonance plasmonique de 
surface ou Biacore) et a réalisé les premiers tests de formation du complexe par RMN. Pour ma part, 
j’ai réalisé les expériences de variations de déplacements chimiques lors de la formation du complexe 
ainsi que la modélisation du complexe.  
 Grâce aux données de mutagénèse dirigée, nous avons pu identifier certains résidus 
importants pour la mise en place de la reconnaissance spécifique. Il apparaît que ces résidus ne sont 
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pas situés dans l’hélice α, mais plutôt, dans les boucles du motif boucle-hélice-boucle ou encore dans le 
feuillet β (article 1).  
 La formation du complexe protéine-ADN par RMN a nécessité beaucoup de travail 
d’optimisation. En effet, la forte composante électrostatique de l’interaction pose des problèmes de 
précipitation lors de la formation du complexe. Pour remédier à ce problème, nous nous sommes placés 
dans des conditions de haute force ionique ([NaCl]=250mM) pour former le complexe. Ainsi, nous 
avons pu titrer la protéine par l’ADN en utilisant la RMN. Cependant, les spectres obtenus restent de 
qualité médiocre et le complexe présente une faible stabilité (1 semaine environ). Nous avons tout de 
même réussi à suivre la plupart des taches de corrélation lors de la formation du complexe et nous 
avons pu tracer les variations de déplacements chimiques lors de la formation du complexe. Ces 
résultats sont présentés dans l’article 1. 
 En combinant les données de mutagénèse et les données de variations de déplacements 
chimiques, nous avons défini une interface de liaison sur la protéine. De la même façon, le résultat 
obtenu lors de l’expérience de SELEX (Clouaire et al., 2005) met en évidence les paires de bases 
importantes pour la reconnaissance de l’ADN par hTHAP1.  
 En connaissant les deux interfaces de liaison, nous avons pu modéliser le complexe protéine- 
ADN en réalisant une modélisation basée sur des contraintes biochimiques en utilisant le logiciel 
HADDOCK (Dominguez et al., 2003). Ce logiciel a été initialement développé pour la modélisation des 
interactions protéine-protéine (Dominguez et al., 2004, van Dijk et al., 2005, Volkov et al., 2005, Jensen 
et al., 2006) et peut aussi être utilisé pour la modélisation de complexes protéine-ligand (Tomaselli et 
al., 2007) ou encore protéine-ADN (van Dijk et al., 2006b, Lou et al., 2009).  
 Cette modélisation est basée sur des données expérimentales (dans notre cas : expériences de 
mutagénèse et de variations de déplacements chimiques) qui permettent de définir les résidus 
importants pour l’interaction. Ces résidus doivent aussi être exposés à la surface de la macromolécule 
et nous avons donc utilisé le logiciel NACCESS (http://www.bioinf.manchester.ac.uk/naccess/) pour 
juger de l’exposition au solvant des différents résidus. Les résidus importants pour l’interaction et 
exposés au solvant sont considérés comme des résidus actifs et leurs voisins, aussi situés sur la 
surface accessible au solvant, sont considérés comme des résidus passifs. A partir de là, on peut définir 
des contraintes d’interaction ambigües (AIR) qui ne sont qu’une combinaison de contraintes de 
distances associant les résidus actifs et passifs des deux macromolécules. 
 107 
PARTIE I – Relations structure/fonction du domaine THAP de la protéine hTHAP1 
 
 
Figure 51 : Modélisation sous contraintes biochimiques du complexe THAP-THABS avec le logiciel 
HADDOCK.  
(A) Protocole suivi pour la modélisation du complexe formé par le domaine THAP de hTHAP1 et sa cible ADN de 14 paires 
de bases. (B) Résultat de la modélisation, représentation du RMSD par rapport à la structure moyenne en fonction de 
l’énergie intermoléculaire pour chaque modèle affiné dans l’eau. (C) Superposition des 23 modèles de plus basse énergie 
après affinement dans l’eau, la protéine est représentée en rouge et l’ADN en bleu  
RMSD bb = 4.79 +/- 3.32 Å 
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Dans notre cas, la modélisation n’est basée que sur ce type de contraintes mais on peut 
également intégrer dans le calcul différents types de contraintes non ambigües (NOEs 
intramoléculaires, NOEs intermoléculaires, RDCs, angles dièdres, liaisons hydrogène, contraintes de 
diffusion anisotrope, contraintes de symétrie, …). Dans notre cas particulier, nous utilisons comme 
structures de départ : un ensemble de vingt structures RMN du domaine THAP en solution et un modèle 
d’ADN sous forme B de l’oligonucléotide de quatorze paires de bases. Avant ce calcul, nous émettons 
l’hypothèse que peu de changements structuraux ont lieu lors de la formation du complexe. Le 
protocole de la modélisation est divisé en trois étapes (Figure 51A) (Dominguez et al., 2003, de Vries et 
al., 2007, de Vries et al., 2010): 
- une première étape de docking en considérant les deux macromolécules comme des corps rigides. 
Pendant cette étape, seules les opérations de translation et de rotation des deux macromolécules sont 
autorisées afin de satisfaire au mieux les contraintes d’interaction ambigües.  
- la deuxième étape consiste à réaliser un calcul de recuit simulé semi-flexible sur les meilleurs résultats 
issus de l’étape 1. Pour ce faire, les parties définies comme étant flexibles peuvent explorer l’espace 
conformationnel en respectant les contraintes du champ de force et en essayant de satisfaire les 
contraintes d’interaction ambigües. Deux types de régions flexibles sont définis, les régions semi-
flexibles pour lesquelles seules les chaînes latérales des acides aminés sont autorisées à explorer 
l’espace conformationnel et les régions totalement flexibles pour lesquelles tous les atomes peuvent 
évoluer au cours du calcul. Dans notre cas, le choix des régions flexibles a été réalisé grâce aux 
données de dynamique préalablement décrites.  
- enfin, les meilleurs résultats de l’étape 2 sont affinés dans le solvant, en l’occurrence l’eau, pour 
terminer le calcul. 
Le logiciel HADDOCK permet d’analyser les résultats obtenus grâce à une série de scripts 
informatiques. En fin de calcul, les solutions sont analysées, classées et pourront être regroupées par 
ensembles. Sur la figure 51B, on peut voir un graphique qui permet de visualiser le RMSD par rapport à 
la structure moyenne en fonction de l’énergie intermoléculaire. Ce genre de graphique nous renseigne 
sur la convergence du calcul. Dans ce cas précis, on voit que le calcul est peu convergent mais lorsque 
l’on superpose les modèles de plus basse énergie, on s’aperçoit qu’ils convergent vers une solution 
unique même si on observe une faible résolution (Figure 51C). Dans l’article 1, la structure de plus 
basse énergie est présentée et le mode de reconnaissance est discuté.  
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THAP1, the founding member of a previously uncharacter-
ized large family of cellular proteins (THAP proteins), is a
sequence-specific DNA-binding factor that has recently been
shown to regulate cell proliferation throughmodulation of pRb/
E2F cell cycle target genes. THAP1 shares its DNA-binding
THAP zinc finger domain with Drosophila P element trans-
posase, zebrafish E2F6, and several nematode proteins interact-
ing genetically with the retinoblastoma protein pRb. In this
study, we report the three-dimensional structure and structure-
function relationships of the THAP zinc finger of human
THAP1. Deletion mutagenesis and multidimensional NMR
spectroscopy revealed that the THAP domain of THAP1 is an
atypical zinc finger of 80 residues, distinguished by the pres-
ence between the C2CH zinc coordinating residues of a short
antiparallel -sheet interspersed by a long loop-helix-loop
insertion. Alanine scanningmutagenesis of this loop-helix-loop
motif resulted in the identification of a number of critical resi-
dues for DNA recognition. NMR chemical shift perturbation
analysis was used to further characterize the residues involved
inDNAbinding. The combination of themutagenesis andNMR
data allowed the mapping of the DNA binding interface of the
THAP zinc finger to a highly positively charged area harboring
multiple lysine and arginine residues. Together, these data rep-
resent the first structure-function analysis of a functionalTHAP
domain, with demonstrated sequence-specific DNA binding
activity. They also provide a structural framework for under-
standing DNA recognition by this atypical zinc finger, which
defines a novel family of cellular factors linked to cell prolifera-
tion and pRb/E2F cell cycle pathways in humans, fish, and
nematodes.
Zinc finger proteins represent the most abundant class of
DNA-binding proteins in the human genome. Zinc fingers have
been defined as small, functional, independently folded
domains that require coordination of a zinc atom to stabilize
their structure (1). The zinc finger superfamily includes the
C2H2-type zinc finger, a compact30-amino acid DNA-bind-
ing module repeated in multiple copies in the protein structure
(2, 3), the C4-type zinc finger found in the GATA family of
transcription factors (4), and the zinc-coordinatingDNA-bind-
ing domain of nuclear hormone receptors (5). We recently
described an atypical zinc finger motif, characterized by a large
C2CHmodule (Cys-X2–4-Cys-X35–53-Cys-X2-His) with a spac-
ing of up to 53 amino acids between the zinc-coordinating C2
and CH residues (6). This motif, designated THAP domain or
THAP zinc finger, defines a previously uncharacterized large
family of cellular factors with more than 100 distinct members
in the animal kingdom (6, 7). We showed that the THAP
domain of THAP1, the prototype of the THAP family (8), pos-
sesses zinc-dependent sequence-specific DNA binding activity
and recognizes a consensus DNA target sequence of 11 nucle-
otides (THABS, for the THAP1 binding sequence) (7), consid-
erably larger than the 3–4 nucleotides motif typically recog-
nized by classical C2H2 zinc fingers (2, 7). Interestingly, the
consensus C2CH signature of the THAP domain was identified
in the sequence-specific DNA-binding domain ofDrosophila P
element transposase, suggesting the THAP zinc finger consti-
tutes a novel example of a DNA-binding domain shared
between cellular proteins and transposons from mobile
genomic parasites (6, 9).
Although the biological roles of cellular THAP proteins
remain largely unknown, data supporting an important func-
tion in cell proliferation and cell cycle control have recently
been provided.We found that humanTHAP1 is an endogenous
physiological regulator of endothelial cell proliferation and
G1/S cell cycle progression, whichmodulates expression of sev-
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eral pRb4/E2F cell cycle target genes. In addition, we identified
RRM1, a G1/S-regulated gene required for S-phase DNA syn-
thesis, as a direct transcriptional target of endogenous THAP1
(10). These data provided the first links in mammals between
THAP proteins, cell proliferation, and pRB/E2F cell cycle path-
ways and complemented genetic data previously obtained in
model animal organisms. Indeed, in zebra fish and other fish
species, the ortholog of cell cycle transcription factor E2F6, a
repressor of E2F-dependent transcription during S phase (11)
was found to contain a THAP zinc finger at its N terminus (7).
In the nematode Caenorhabditis elegans, five distinct THAP
zinc finger proteins (LIN-36, LIN-15B, LIN-15A, HIM-17, and
GON-14) (7) were shown to interact genetically with LIN-35/
Rb, the sole C. elegans retinoblastoma homolog (12–16).
Among these, GON-14 appeared to function as a positive reg-
ulator of cell proliferation, because cell division defects were
observed in the intestine, gonad, and vulva of gon-14 null
mutant (16). In contrast, LIN-36 and LIN-15B, initially charac-
terized for their role in the specification of vulval cell fates (syn-
thetic Multivulva class B genes, synMuvB) (12, 13), were found
to function as inhibitors of the G1/S cell cycle transition (14).
LIN-36 behaved most similar to LIN-35/Rb and Efl-1/E2F, the
ortholog of mammalian cell cycle transcription factors E2F4/5,
andwas therefore proposed to act in a transcriptional repressor
complex with these factors to repress G1/S control genes (14,
17, 18). However, LIN-36, LIN-15B, and THAP1 were not
found in the evolutionary conserved pRb/E2F protein com-
plexes (DREAM or DRM complexes) that have recently been
described in Drosophila, C. elegans, and human cells and that
contain pRb/p130, E2F4/5, DP, and five other synMuvB gene
products LIN-9, LIN-37, LIN-52, LIN-53, LIN-54 (19–22).
This suggests that THAP zinc finger proteins may function in
distinct transcriptional regulatory complexes to regulate E2F
target genes. Although not associated with Rb complexes,
THAP zinc finger proteinsmay still act at the level of chromatin
regulation because several C. elegans THAP family members
have been found to interact genetically with components of
diverse chromatin-modifying and/or chromatin-remodeling
complexes, includingmembers of theNucleosomeRemodeling
Deacetylase (NuRD) complexes and components of the Tip60/
NuA4 histone acetyltransferase complex (12–16, 23, 24). In
addition, the human THAP7 protein has also been shown to
interact with chromatin-modifying enzymes (25). Together,
these observations indicate that both in humans and model
animal organisms, THAP zinc finger proteins appear to be crit-
ical regulators of cell proliferation and cell cycle progression,
likely to act at the level of chromatin regulation.
Solution structures of the THAP domains from two previ-
ously uncharacterized proteins, human THAP2 and C. elegans
CtBP, have recently been reported (THAP2, PDB code 2D8R;
CtBP, PDB code 2JM3 (26)). However, sequence-specific DNA
binding properties have not yet been demonstrated for these
two domains. Here, we report the first structure-function anal-
ysis of a functional THAP domain, the THAP zinc finger of
human THAP1. The three-dimensional structure of the
domain was determined by multidimensional NMR spectros-
copy and its DNA binding interface was characterized by a
combination of alanine scanningmutagenesis andNMR chem-
ical shift perturbation analysis. Together, these data provide a
better understanding of the structure-function relationships of
this atypical zinc finger.
EXPERIMENTAL PROCEDURES
Plasmid Constructions—The THAP domain of human
THAP1 (Met1–Phe81 orMet1–Lys90; GenBankTMNP_060575)
was amplified by PCR and cloned in-frame with a C-terminal
His tag into a modified pET-26 plasmid (Novagen). The pET-
21c-THAP domain expression vectors for human THAP2 (res-
idues 1–90; GenBankTM NP_113623), human THAP3 (resi-
dues 1–92; GenBankTM AAH92427), C. elegansCtBP (residues
1–88; GenBankTM NP_508983), and C. elegans GON-14 (resi-
dues 1–84; GenBankTMNP_741558) were generated by PCR as
previously described for the pET-21c-THAP1 (Met1-Lys90)
plasmid (7). Construction of the pcDNA3-THAP1 eukaryotic
expression vector has previously been described (7). The
THAP1 alanine-scanning single point and triple mutants were
obtained by PCR using specific primers containing the corre-
sponding mutations, and cloned as EcoRI-XbaI fragments in
the pcDNA3 expression vector.
Protein Expression and Purification—ForNMR experiments,
recombinant THAP domains of human THAP1 (Met1-Lys90)
and (Met1-Phe81) were produced as His tag fusion proteins in
Escherichia coli BL21(DE3). Cells were grown in LBmedium at
37 °C to anA600 of 0.8 before induction with 1 mM isopropyl-1-
thio--D-galactopyranoside, to obtain an unlabeled sample.
ZnCl2 was added at this step (final concentration of 0.1 mM).
Isotopically 15N/13C-labeled THAP domain (Met1-Lys90) and
15N-labeled THAP domain (Met1–Phe81)) were expressed in
minimal (M9) medium containing 15NH4Cl and 15N Celtone
and either [13C]glucose or [12C]glucose. Proteins were purified
using a Ni-NTA column (HiTrap, Amersham Biosciences) fol-
lowed by gel-filtration chromatography on Sephadex G75
(Amersham Biosciences). After digestion with thrombin
(Novagen), proteins were further purified on a gel filtration
column. NMR samples were concentrated to 0.4–1.7 mM in 50
mM deuterated Tris-HCl, pH 6.8, 1 mMDTTwith either 10mM
NaCl (for protein structure determination) or 250 mM NaCl
(for DNA binding studies).
For gel-shift assays, the recombinant THAP domain of
human THAP1 was produced as previously described (7). The
recombinant THAP domains of THAP2, THAP3, Ce-CtBP, or
GON-14 were produced in E. coli strain BL21trxB(DE3), trans-
formed with the different pET-21c-THAP domain expression
vectors. Protein expression and purification was performed
according to the manufacturer’s instructions (Novagen, Madi-
son,WI), as previously described (7). The purity of the different
THAP domains was assessed by SDS-PAGE, and protein con-
centrations were determined using the Bradford protein assay
(Bio-Rad). Full-lengthTHAP1wild-type andmutantswere syn-
thesized in vitro in rabbit reticulocyte lysate (RRL). The corre-
sponding pcDNA3 expression vectors were used with the
4 The abbreviations used are: pRb, retinoblastoma protein; DTT, dithiothrei-
tol; RRL, rabbit reticulocyte lysate; SPR, surface plasmon resonance; EMSA,
electrophoretic mobility shift assay; wt, wild type; r.m.s.d., root mean
square deviation.
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TNT-T7 kit (Promega). Protein production was performed in
the presence of 35S-labeled methionine and verified by SDS-
PAGE and autoradiography.
Surface Plasmon Resonance Experiments—DNA interaction
kinetics was investigated by Surface Plasmon Resonance (SPR)
assays using a four channel BIAcore 3000 optical biosensor
instrument (BIAcore AB, Uppsala, Sweden). Immobilization of
biotinylated single-stranded DNA probes was performed on a
streptavidin-coated sensorchip (BIAcore SA sensorchip) in
HBS-EP buffer (10 mM Hepes pH 7.4, 150 mM NaCl, 3 mM
EDTA, 0.0005% Surfactant P20) (BIAcore AB, Uppsala, Swe-
den). All immobilization steps of biotinylated single-stranded
DNA probes were performed at a final DNA concentration of
100 ng/ml and at a flow rate of 2l/min. Hybridization of com-
plementaryDNA strandswas performed inHBS-EP buffer sup-
plemented with 200 mM NaCl. Biotinylated oligonucleotide
sequences and complementary DNA strands were purchased
fromMWG Biotech.
Binding analyses were performed with multiple injections of
THAP domain (Met1–Lys90) at different protein concentra-
tions over the immobilized surfaces at 25 °C. A second DNA
probe with unrelated sequence was used as a control. All sam-
ples were diluted in the running buffer containing 50 mM Tris,
pH 6.8, 250 mM NaCl, 1 mM DTT, and were injected over the
sensor surface for 4 min at a flow rate of 20 l/min. No binding
was observed to the DNA probe with unrelated sequence. The
SPR signal was therefore analyzed as difference sensorgrams
between the two DNA sequences immobilized to separate
channels of the sensor chip (the signal from the unrelated DNA
used as control was subtracted).
NMRSpectroscopy—NMRexperimentswere recorded at 296
K on Bruker Avance 800, 700, and 600 MHz spectrometers.
Backbone and side-chain resonances (1H, 15N, and 13C) of the
THAP domain (Met1-Lys90) were assigned using a set of het-
eronuclear experiments (27). This information was partially
used to assign 1H and 15N resonances of the THAP domain
(Met1–Phe81) using a combination of homonuclear and 15N
heteronuclear spectra. / torsion angles were derived using
TALOS (28) and the 3JHN-H coupling constants obtained from
three-dimensional HNHA (29). Four X-Pro bonds were identi-
fied as being in the trans-configuration on the basis of strong
NOEs between the H proton of each Pro residue and the H
protons of the preceding residues (30) and confirmed by 13C
chemical shifts (31). From characteristic NOEs, the residue
Pro26 was identified as being in the cis form (30). 15 stereo-
specific assignments of Hmethylene were obtained using the
DQF-COSY spectrum (32). NMR data were processed using
TOPSPIN software (Bruker) and NMRPipe (33) and analyzed
using XEASY (34) and NMRView (35).
15N relaxation data were recorded at 296 K on a 0.9-mM pro-
tein sample at 10 mM and 250 mM NaCl using standard pulse
sequences. The heteronuclear NOEs were determined from
two 15NHSQC spectra recorded in the presence and absence of
1H presaturation period of 3 s and with a recycling delay of 5 s
(36).
Structure Calculations—To solve the structure of the THAP
domain (Met1–Phe81), a set of distances was extracted from
integration of two-dimensional 1H and three-dimensional 15N
heteronuclear NOESY spectra. The secondary structure ele-
ments were derived from analysis of coupling constants, from
identification of slowly exchanging amide protons and from
characteristic NOEs. To maintain well-defined secondary
structure elements, hydrogen bonds were addedwith restraints
of 1.8 to 2.4 imposed on the distance between hydrogen and
acceptor oxygen and restraints of 2.3 to 3.2 imposed on the
distance between the donor nitrogen and acceptor oxygen.
Preliminary structure calculations run either with N1 or
N2 of the His57 ring allowed us to identify N2 as the zinc-
bound atom. Subsequent structural refinement including a zinc
ion together with constraints defining tetrahedral coordination
(3, 37) was performed. The structures were calculated using a
torsion angle dynamics simulated annealing protocol using the
CNS software suite (38). From 500 initial structures, a set of 20
structures were selected as accepted structures, based on the
following criterions: low total energy, no distance violation
larger than 0.2 Å and no torsion angle violation greater than 2°.
Their structural quality was analyzed using PROCHECK (39).
NMR Chemical Shift Perturbation Analysis—The 14-bp
duplex DNA containing THABS was reconstituted by hybrid-
izing the following oligonucleotides, 5-CAAGTATGGGC-
AAG-3 and 5-CTTGCCCATACTTG-3 in a 1:1 ratio. For
NMR titration, two-dimensional 15N HSQC spectra of the
THAP domain at the concentration of 0.4mMwere collected at
296 K and 250 mM NaCl after each incremental addition of
lyophilized DNA. One-dimensional 1H spectra were recorded
after each DNA addition and the DNA/protein ratio was fol-
lowed from integration of 1H protein and DNA signals on the
1H spectra. A DNA fragment with an unrelated sequence was
reconstituted by hybridizing the oligonucleotides, 5-GATTT-
GCATTTTAA-3 and 5-TTAAAATGCAAATC-3, and
added to the THAP domain following the same procedure as
described above. Normalized chemical shift changes were cal-
culated as:  [(HN)2 (N 0.154)2]1/2.
Electrophoretic Mobility Shift Assays (EMSA)—EMSA were
performed with purified recombinant THAP domains pro-
duced in E. coli or with full-length THAP1 wild type or THAP1
mutants synthesized in vitro in RRL, using the following
THABS probes, 25-bp (5-AGCAAGTAAGGGCAAACTAC-
TTCAT-3) and 36-bp (5-TATCAACTGTGGGCAAACTA-
CGGGCAACAGGTAATG-3), as previously described (7).
Increasing amounts of purified recombinant THAP domains
were incubated for 20 min at room temperature in 20 l of
binding buffer (20 mM Tris-HCl, pH 7.5, 100 mM KCl, 0.1%
Nonidet P-40, 100 g/ml bovine serum albumin, 2.5 mM DTT,
5% glycerol, 10 g/ml poly(dI/dC)). For in vitro translated pro-
teins, 3 l of RRLs expressing full-length THAP proteins or
THAP1mutants were incubated in 20l of binding buffer sup-
plemented with 50 g/ml of poly(dI/dC) and 50 g/ml salmon
sperm DNA. Electrophoresis was performed and gels were
exposed as previously described (7). Supershift experiments
were performed using 1 g of anti-THAP1 affinity-purified
rabbit polyclonal antibodies (10).
Model Building of the Complex between the THAP Zinc Fin-
ger and the THABS Sequence—Computational docking of the
THABS DNA target onto the THAP zinc finger (Met1–Phe81)
of THAP1 was performed using HADDOCK1.3 (High Ambi-
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guity Driven DOCKing) (40), in conjunction with CNS (38).
The docking was performed using an ensemble of THAP zinc
finger structures of THAP1 and the 14-bp double-stranded
DNA containing THABS built as a B-DNA template using
Insight II (Accelrys). The active residues used to define the
Ambiguous Interaction restraints (AIR) included residues
showing relative solvent accessibility higher than 40% (as cal-
culated by NACESS, Hubbard and Thornton, University Col-
lege London) and either displaying a chemical shift perturba-
tion higher than 0.2 ppm upon DNA binding or giving rise to
loss of DNA binding from site-directed mutagenesis. Briefly,
active residues were Lys24, Glu37, Arg42, Lys46, and Thr48. Sol-
vent accessible residues that were surface neighbors of the
active residueswere defined as passive residues including Lys34,
Glu35, Ala38, Arg41, Lys43, Asn44, Lys49, and Tyr50.
For DNA, bases corresponding to the core GGCA motif of
theTHABS sequence togetherwith the thymine upstreamwere
defined as active residues, as based on already reported data
obtained from scanning mutagenesis (7).
The docking was performed on a SGI cluster equipped with
40 processors. Starting from 15 THAP domain structures of
THAP1 and amodel of the THABS target in B-DNA conforma-
tion, 1000 rigid-body solutions were generated. The best 200
solutions according to the HADDOCK rigid-body score were
selected for semi-flexible refinement in torsion angle space; the
top 200 structures were finally refined in explicit water. The
final ensemble of 200 solutions was analyzed and clustered
based on a pair-wise r.m.s.d. matrix calculated over the back-
bone atoms.
RESULTS
Biophysical Characterization of the THAPDomain of THAP1
and Identification of a Shorter Functional Fragment—The
THAPdomainwas originally assigned to the first 90N-terminal
residues of THAP1 (6). A corresponding fragment was initially
expressed and purified for Surface Plasmon Resonance (SPR)
and NMR studies. Inductively Coupled Plasma-Mass Spec-
trometry (ICP-MS) experiments indicated that the domain
includes a zinc ion (data not shown). The SPR experiments (Fig.
1, A and B) showed that the THAP zinc finger of THAP1 binds
to a 14-bp THAP domain binding site (THABS DNA probe)
that includes the GGCA coremotif at sequence positions 7–10,
previously found to be critical for recognition by the THAP
domain of THAP1 (7).
A series of triple-resonance NMR experiments allowed us to
assign unambiguously residues 3–63 and 74–77 of the domain.
However, only partial assignment for residues 64–73 and
78–90 in the C-terminal tail could be performed due to severe
lack of connectivity for these residues. These data together with
characteristic negative heteronuclear NOE values (data not
shown) indicated that the C-terminal tail of the domain is
unstructured. These results led us to search for theminimal size
of the functional THAP zinc finger. The cysteine residues at the
N terminus of theTHAPdomain (THAP1Cys5 andCys10) have
previously been shown to be required for the functional activity
of the domain, for both human THAP1 (7) and Drosophila P
element transposase (41), thus defining the N-terminal bound-
ary of the domain. In contrast, nothing was known about the
requirements at the C terminus downstream of the conserved
AVPTIF motif (6) containing the essential Pro78 residue (7).
Alanine-scanning mutagenesis was therefore performed and
revealed that residues 82–90 are not required for DNA binding
activity of the THAP domain of THAP1 (data not shown). This
was confirmed using a THAP1 deletion mutant, THAP182–
90, that exhibited a similar activity in EMSA experiments than
wild-type THAP1 (data not shown). In addition, recombinant
FIGURE 1. Specific THABS-DNA binding of the THAP domain of THAP1 as
observed by SPR and EMSA. A, SPR difference sensorgrams with increasing
concentrations of protein from 50 nM to 45 M as indicated on the sensor-
gram lines (responses with the unrelated DNA sequence were subtracted).
B, KD determination. Data points represent the equilibrium responses values
as functionof theprotein concentration for eachof the experiments shown in
A. The global binding constant obtained by fitting the SPR data to a 1:1 stoi-
chiometry-bindingmodel was found to be 8M. The solid line represents the
fitting theoretical curve calculated for the 1:1 binding model. C, first 81 resi-
dues of the THAP zinc finger of THAP1 are sufficient for sequence-specific
DNA binding activity. EMSA experiments were performed using a consensus
25-bp THABS probe and increasing amounts (5, 10, and 100 nM) of recombi-
nant THAP zinc finger Met1–Lys90 or Met1–Phe81 of human THAP1. Black
arrows, THAP1-THABS DNA complex.
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THAPdomains (Met1–Phe81) and (Met1–Lys90) exhibited sim-
ilar activities in EMSA experiments indicating that residues
1–81 are sufficient for sequence-specific DNA binding to the
THABSmotif (Fig. 1C). A deletionmutant referred to fragment
(Met1–Phe63) was also tested both by NMR and EMSA experi-
ments, but the HSQC spectrum corresponded to that of an
unfolded protein and the fragment did not possess any DNA
binding activity (data not shown). Therefore, the recombinant
THAP domain (Met1–Phe81) was selected for all structural
studies.
NMR Solution Structure of the THAP Zinc Finger of Human
THAP1—We solved the three-dimensional solution structure
of the zinc-containing form of the THAP domain (Met1-Phe81)
using a set of distances extracted from two-dimensional and
three-dimensional NOESY spectra. For the THAP domain in
its DNA-free state, spectra were recorded in a buffer containing
10 mM NaCl. In these conditions, 1539 distance restraints
obtained from two-dimensional 1H-NOESY and three-dimen-
sional 15NHSQC-NOESY spectra and 104 angle restraintswere
used for calculations (Table 1).
The core of the THAP zinc finger of THAP1 adopts a 
fold (Fig. 2, A–D). Residues Cys5, Cys10, Cys54, His57 form a
single zinc-binding site that beginswith a long loopL1 (residues
Gln3–Ser21), which precedes the first -strand (1; residues
Phe22–Lys24). This portion is followed by a second loop L2
(Phe25–Lys32), which continues into a -helix H1 (residues
Cys33–Val40). An additional loop L3 (residues Arg41–Ser51) is
followed by the second -strand (2; residues Ser52–Cys54)
running anti-parallel to 1. The zinc-binding site is completed
by a short 310 helix (2; residues Ser55–His57). A second 310
helix (3; residues Pro60–Phe63) is followed by a flexible loop
L4 (Lys64–Asn68) that continues into an extended region
(Asn69–Pro78) followed by an additional 310 helix (H4) includ-
ing residues Thr79-Phe81 that form part of the AVPTIF motif
(6). Some regions of the loops are relatively well defined (L1:
6–16; L2: 26–32; L3: 46–50; L4: 69–78) with restricted mobil-
ity as judged by the heteronuclear NOEs, whereas the other
parts of the loops are less ordered and display a mobility on
ns-ps time scale (Fig. 2C and supplemental Fig. S1). In particu-
lar, beginning of loop L4 displays a high degree of structural
disorder although its heteronuclear NOEs are not much lower
than those of loop L1. This is because of the scarcity of NOEs
involving this region despite extensive search in the NOESY
maps.
Only a few amide protons are protected as observed from
H2O/D2O experiments. They mainly correspond to some resi-
dues located within the helix H1 (Glu35, Trp36, Glu37, Ala39,
Val40) and the two-stranded -sheet (Ile53, Cys54) as well as few
additional residues (Ser6, Ala7, Cys10, Asn12) in the vicinity of
the zinc-binding site. Apart from these residues, the THAP
domain amide protons exchange rapidly with the solvent (data
not shown).
A structure-based sequence alignment of the THAP zinc fin-
ger of THAP1 with representative THAP domains is shown in
Fig. 2E. Besides the strictly conserved C2CH motif that pro-
vides ligands for the zinc ion, the THAP domain is defined by a
C-terminal AVPTIF motif and four residues (Pro26, Trp36,
Phe58, and Pro78, numbering refers to THAP1) that are invari-
ant in more than hundred THAP domain sequences and that
are absolutely required for DNA binding activity (6, 7). The
unique tryptophan (Trp36) located in the -helix H1 is a key
element of the THAP zinc finger structure and constitutes the
anchoring residue that makes hydrophobic contacts with the
conserved Phe58 residue (Fig. 2D) and the surrounding aro-
matic residues, namely Phe25 and Phe63. In addition, NOEs are
detected between Trp36 at the center of the hydrophobic core
and the two invariant prolines (Pro26 in the loop L2 and
Pro78 in the AVPTIF motif). Both of the prolines display
strongly upfield-shifted resonances because of the proximity
of Trp36. NOEs are also observed between Phe81 in the AVP-
TIF motif and Ala39-Val40 in the helix H1 (data not shown).
Therefore, the AVPTIF motif appears to play an essential
role in the folding of the THAP zinc finger by bringing
together the C terminus and the -helix H1 (Fig. 2D).
The THAP Zinc Fingers Share the Same Three-dimensional
Fold but Not the Same DNA Target Sequence—Comparison of
the structure of the THAP zinc fingers from human THAP1,
THAP2, and C. elegans CtBP revealed that the overall fold and
the packing around the tetrahedral zinc-coordinating site are
similar for the three THAP domains (Fig. 3A). The structural
homology is higher between the THAP domains of THAP1 and
THAP2, as expected for closely related sequences (48%).
Indeed, the solution structure of the THAP domain of THAP1
can be superimposed onto that of THAP2 for 80 C equivalent
residues with an r.m.s.d. value of 2.8 Å. A weaker score is found
for the superimposition of the THAP domain of THAP1 onto
that of CtBP with 66 C equivalent atoms that could be super-
TABLE 1





Long range (i-j4) 306
Dihedral angle restraints (TALOS) 104
angle  52
angle  52
Hydrogen bond restraints 10
Zinc coordination 14
Characteristics
R.m.s deviation from constraints
NOE restraints (Å) 0.0348	 0.0004
Dihedral angle restraints (°) 0.27	 0.02
R.m.s deviation from idealized geometry (	SD)
Bond length (Å) 0.0048	 0.0005
Bond angle (°) 0.60	 0.05
Improper angle (°) 0.39	 0.07
Final energies (kcal mol
1	 SD)
Overall 477.6	 6.7






R.m.s deviation of backbone atoms (Å) 0.530
R.m.s deviation of all heavy atoms (Å) 1.297
Ramachandran plotb
Residues in most favored region (%) 64.0
Residues in additional allowed regions (%) 32.2
Residues in generously allowed regions (%) 3.8
Residues in disallowed regions (%) 0.0
a Average r.m.s deviation from the mean structure (residues 4–16, 21–40, 46–63,
69–81).
b The  and  dihedral angles were analyzed using the PROCHECK program (39).
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imposedwith an r.m.s.d. value of 3.1 Å. It is noteworthy that the
sequence identity between these two domains is only of 27%.
The core fold consisting of the anti-parallel -sheet with the
two strands separated by a loop-helix-loop insertion is con-
served among the three THAP domains. Nevertheless, the C
terminus displays structural variability. Indeed, the THAP
domain of THAP1 shows two additional short 310 helices H3
and H4, encompassing residues 60–63 and 79–81, respec-
tively, whereas the THAP domains of THAP2 and CtBP display
additional two-stranded anti-parallel -sheets. In the structure
of the THAP domain of THAP2, the second anti-parallel
-sheet is formed by residues that would correspond to resi-
dues Phe63-Lys64 and Leu71-Leu72 in THAP1. In the CtBP
structure instead, the second anti-parallel -sheet involves res-
idues that would correspond to THAP1 residues Ala76-Val77 in
the AVPTIFmotif and the two residues Leu82-Cys83 that follow
the AVPTIF motif. Because the Met1–Phe81 fragment of
THAP1 retains its capacity to bind DNA (Fig. 1C), the second
-sheet observed for theTHAPdomain ofCtBP is unlikely to be
important in the molecular scaffold of the THAP zinc finger.
It is noteworthy that the flexible loop L4 (residues 64–68)
betweenH3 andH4 in THAP1 is also observed in THAP2 but is
absent inCtBP because it corresponds to an 8-residue sequence
insertion compared with the THAP domain of CtBP. Despite
FIGURE2.Solution structureof theTHAPzinc fingerof humanTHAP1.A,backbone tracesof theNMRensemble for the 20 lowest energy structures in stereo
view. The zinc and the four ligands are shown in orange. B, topology diagram showing the secondary structure elements. The -helix, the 310 helices and the
-sheet are depicted in cyan, blue, and purple, respectively. The zinc and the four ligands are shown in orange. C, spine representation of the lowest energy
structure (residues 4–81) with variable radius, the radius representing the mobility as judged by heteronuclear NOEs (supplemental Fig. S1). The orientation
is the same as in A. D, ribbon diagram of the THAP zinc finger of THAP1 showing side chains of the four invariant residues in red. The left side is in the same
orientation as in A. The right side is rotated 90° around horizontal axis. E, structure-based sequence alignment of THAP zinc fingers from human (hTHAP1–3),
zebrafish (zE2F6), Drosophila melanogaster (dmTRP) and C. elegans (Ce-CtBP) members of the THAP family. The secondary structure elements are represented
with the same color as in 1B. The zinc ion together with the four zinc ligands is depicted in orange. Highly conserved hydrophobic residues are shown in green.
The four invariant residues (Pro26, Trp36, Phe58, and Pro78) are shown in red. The conserved basic residues are shown in blue.
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these discrepancies in the secondary structure elements, resi-
dues in the C-terminal region keep mostly equivalent positions
in the three structures and positions of residues Ala76-Phe81
that form part of the AVPTIF motif in THAP1 are identical
when compared with that of THAP2.
Because different THAP zinc fingers appear to exhibit a sim-
ilar three-dimensional fold, we then studied the possibility they
may recognize the same DNA target sequence. Among the 12
human THAP proteins, THAP2 and THAP3 are the most
closely related to THAP1 and for instance, the THAP domains
of THAP1 and THAP3 exhibit up to 50% identity (6). There-
fore, we tested the ability of these two proteins to bind to the
THABS motif specifically recognized by THAP1 (7). As shown
in Fig. 3B, we found that the recombinant THAP domains of
THAP2 and THAP3 did not bind to the THABS probe in gel
shift assays. In contrast, the recombinant THAP domain of
THAP1, used in the same conditions, exhibited strong binding
to theTHABS sequence (Fig. 3B). These results were confirmed
using in vitro translated full-length THAP proteins, which pro-
vided an independent source of THAP domains. In contrast to
THAP1, the full-length THAP2 and THAP3 proteins did not
bind to the THABS probe in gel-shift assays (data not shown).
Liew et al. (26) recently reported binding of the THAP
domain of C. elegans CtBP (Ce-CtBP) to the THABS sequence
recognized by human THAP1. However, their gel-shift assays
were performed in the absence of competitor DNA, and we
considered the possibility that their observations may corre-
spond to a non-sequence specific DNA binding activity of the
THAP domain of Ce-CtBP. We therefore performed gel shift
assays with the recombinant Ce-CtBP THAP domain in the
presence or absence of the synthetic poly(dI/dC) nonspecific
competitor DNA. In agreement with the results reported by
Liew et al. (26), we observed binding of the THAP domain of
Ce-CtBP to theTHABSmotif in the absence of competitor (Fig.
3C). However, no specific protein-DNA complex was observed
in the presence of the poly(dI/dC) competitor. Similar results
were obtained with the recombinant THAP domain from
another C. elegans THAP protein, the cell proliferation and
developmental regular GON-14 (Fig. 3C). In contrast, strong
binding of the THAP domain of THAP1 to the THABS
sequence was observed in the presence of competitor (Fig. 3C).
We concluded that Ce-CtBP and GON-14 THAP zinc fingers
do not bind specifically to the THABS motif recognized by
THAP1. Together with the findings on human THAP2 and
FIGURE 3. The THAP zinc fingers share a similar fold but do not recognize the same DNA target sequence. A, ribbon diagrams of the THAP domains of
THAP1, THAP2, and CtBP. B, recombinant THAP zinc fingers from human THAP2 and THAP3 do not bind to the THABS. EMSA experiments were performed by
incubating the 25-bp THABS probe in the presence of poly(dI/dC) with increased amounts (0.01, 0.1, 1, and 5M) of recombinant THAP domains from THAP2
and THAP3 produced in E. coli. As control, EMSAwas performedwith THABS probe and the recombinant THAP zinc finger of THAP1 (0.1M) in the presence of
poly(dI/dC). C, THAP zinc fingers of Ce-CtBP and GON-14 bind DNA but do not interact specifically with the THABS motif recognized by human THAP1.
Increasing amounts (0.1, 1, 5, and 10 M) of recombinant THAP zinc fingers of Ce-CtBP or GON-14 were incubated with the THABS probe in the presence or
absence of the nonspecific competitor poly(dI/dC) and analyzed by EMSA. As a control, EMSAwas performedwith the recombinant THAP zinc finger of THAP1
(0.1 M) in the presence of poly(dI/dC).
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THAP3, these results indicate that
the different THAP zinc fingers
share the same three-dimensional
fold but not the same DNA target
sequence.
Structure-Function Analysis of
the THAP Zinc Finger of THAP1
by Site-directed Mutagenesis—We
have previously shown that the
eight invariant residues that define
the THAP domain are absolutely
required for DNA binding activity
(7). To get further insights into the
role of other residues inDNArecog-
nition, thirty additional residues
were individually mutated to ala-
nine and the resultingmutants were
tested in gel-shift assays (Fig. 4,A–D
and Table 2). These included twen-
ty-four consecutive residues (Leu27
to Ser52) from the long loop-helix-
loop motif (L2-H1-L3) inserted into
the anti-parallel -sheet, one of the
most distinctive features of the
THAP zinc finger (Fig. 2). Single-
point mutation of the invariant
Trp36 in the center of the -helix
was used as a control and, as
expected, this mutation completely
abolished the interaction. Similarly
to mutation of Trp36, mutation of
residues Lys24, Arg29, Arg42, Phe45,
and Thr48 led to a complete loss of
DNA-binding activity whereas
mutation of residues Lys11, Leu27,
Glu37, Val40, and Tyr50 decreased
but did not abrogate the interaction
of the THAP zinc finger with its
THABS DNA target sequence (Fig.
4, A–D and Table 2). Triple muta-
tions of residues Thr28-Arg29-Pro30,
Arg41-Arg42-Lys43 and Pro47-
Thr48-Lys49 to alanines were also
performed and confirmed the
importance of these regions for
DNA binding activity of the THAP
domain of THAP1 (Fig. 4, C and D
and Table 2). Interestingly, triple
alanine mutation of residues Tyr50,
Ser51, and Ser52 revealed a critical
role for these residues that was less
apparent in the single point
mutants. Mapping of the essential
residues on the THAP domain
structure of THAP1 revealed that
residues Arg29 and Phe45 make con-
tacts with the hydrophobic core of
the domain. Indeed, the Arg29 resi-
FIGURE 4. Site-directed mutagenesis of the THAP zinc finger of THAP1 reveals critical residues for DNA
binding activity. A–D, alanine-scanningmutagenesis. A and C, wild-type THAP1 (wt) and single point or triple
mutants in the THAP zinc finger were in vitro translated in rabbit reticulocyte lysate in the presence of 35S-
labeledmethionine and analyzedby SDS-PAGE and autoradiography.Molecularweightmarkers are shownon
the left (kDa). B and D, single point mutation of residues Lys24, Arg29, Arg42, Phe45, or Thr48 abrogates DNA
binding activity of the THAP zinc finger of THAP1. EMSA were performed with the 36-bp THABS probe and
THAP1wtor the indicatedmutantproteins, in thepresenceofpoly(dI/dC) and salmonspermDNAcompetitors.
Thepreviously described Trp36Amutant (7)was included as a control for loss ofDNAbinding activity.WtAb,
supershift experimentwith anti-THAP1antibody todemonstrate the specificity of theprotein-DNAcomplexes.
RRL, unprogrammed rabbit reticulocyte lysate; black arrowhead, THAP1-THABS DNA complex; white arrow-
head, antibody-THAP1-THABS DNA complex; asterisks, nonspecific complexes. E, view illustrating the interac-
tions of Arg29 and Phe45 (in red) with Leu32, Trp36, Ala76, and Phe25, Val40, respectively (in green). F, representa-
tions of the electrostatic surface potential of the THAP domain (Met1–Phe81) showing the exposed residues
that are found to be critical for DNA binding from site-directed mutagenesis experiments (underlined) or that
undergo more than 0.2 ppm chemical shift change (marked with an asterisk). Exposed residues that are posi-
tively charged are indicated on the surface and colored yellow, otherwise black. Representations of the two
corresponding ribbons are shown for clarity (in gray).
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due in the loop L2 is shown to make several NOE contacts with
protons of residues Leu32 in the loop L2, Trp36 in the helix H1
andAla76 that is part of theAVPTIFmotif (Fig. 4E). The residue
Phe45 that is part of the loop L3 gives NOEs to Val40 in the helix
H1 and to Phe25 in the loop L2 (Fig. 4E). Therefore the loss in
DNA binding after mutation of the two residues Arg29 and
Phe45 could be due to a disruption of local structure.
In contrast, residues Lys24, Arg42, and Thr48 are exposed at
the surface of the THAP domain. Interestingly, they map
onto the area of the domain that is highly positively charged due
to the presence of several exposed basic side chains of lysines
and arginines consistent with DNA interaction (Fig. 4F). These
data strongly suggest that the three residues Lys24, Arg42, and
Thr48 may be directly involved in DNA binding.
Identification of the DNA Binding Interface of the THAP Zinc
Finger by NMR Chemical Shift Perturbation Analysis—To fur-
ther characterize the DNA binding interface, binding of the
THAP domain of THAP1 to the THABS DNA target sequence
was probed by NMR chemical shift perturbation analysis. The
15N-labeledTHAPdomain dissolved inNMRbuffer containing
250 mM NaCl was titrated with 14-bp duplex DNA containing
THABS. In the absence of DNA, the spectrum recorded at 250
mMNaClwas similar to the one recorded at 10mMNaCl, except
a few peaks that slightly shifted (data not shown). In addition,
based on 15N longitudinal and transverse relaxation times, rota-
tional correlation times (	c) were determined to be 6.03	 0.1 ns
and 6.89 	 0.4 ns at 10 mM and 250 mM NaCl, respectively,
indicating that the protein ismonomeric in both salt conditions
(data not shown). In the presence of increasing concentrations
of the THABS oligonucleotide, several cross-peaks were signif-
icantly affected during titration (Fig. 5A). A similar two-dimen-
sional 15N HSQC spectrum recorded in the presence of an
unrelated 14-bp duplexDNAdid not reveal any significant shift
(data not shown). The chemical shift perturbations observed in
the presence of the specific THABS sequence were not further
affectedwhenDNA:protein ratio was above 1:1 suggesting a 1:1
binding stoichiometry, in agreement with SPR experiments
(Fig. 1, A and B).
During titration, the majority of the affected signals could be
followed as the fast-exchange manner, i.e. a single cross peak
with intermediate chemical shift between that of the free and
bound forms (Fig. 5A). Signals with the largest chemical shift
changes could be followed as the slow-exchange manner with
two peaks corresponding to the free and bound forms with
intensities proportional to the free/bound ratio. Finally, the
FIGURE5.Chemical shift perturbationanalysis of theTHAPzinc fingerof THAP1uponDNAbinding.A, overlay of selected regionsof 1H-15NHSQCspectra
of the THAP domain in the absence (green) and in the presence (red contour levels) of an equimolar concentration of the 14-mer oligonucleotide (THABS). Two
examples of residues affected (Thr28) and not (Asp15) are represented in A and B, respectively with additional blue contour levels for half an equimolar
concentrationofDNA (blue contour levels). Residue Thr48 that displays the largest chemical shift change is also indicated.B, histogramof chemical shift changes
upon DNA binding as a function of the THAP zinc finger residue number. Reported chemical shifts  represent combined 15N and 1H chemical shifts (
[(HN)
2 (N 0.154)
2]1⁄2). Secondary structure elements are depicted with the same color as in Fig. 2.
TABLE 2
Alanine-scanningmutagenesis of the THAP zinc finger of human
THAP1
DNA binding activity of the different mutants was tested using gel-shift assays. The
eight evolutionary conserved residues, which define the THAP zinc finger and have
previously been shown to be essential for DNA binding (7) are indicated in bold.
DNA binding to
THABS probe THAP1 mutants
Severely affected C5A, C10A, C54A, H57A, P26A, W36A, F58A,






Partially affected K11A, L27A, E37A, V40A, Y50A
Not affecteda S4A, S6A, Y8A, K16A, T28A, P30A, S31A, L32A,
C33A, K34A, E35A, R41A, K43A, N44A,
K46A, P47A, K49A, S51A, S52A, S55A
a Within the limits of detection of the present assay; this qualitative classification
does not imply that the corresponding residues play no role at all in the binding
affinity and selectivity.
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coalescence could be observed for a couple of residues (Arg29,
Leu32) with a single signal (larger line-width at intermediate
DNA/protein ratio) at a chemical shift variation of about 50Hz.
The average chemical shift changes ( [(HN)2 (N
0.154)2]1⁄2) between the free and the DNA-bound state of the
THAP domain were plotted versus the THAP1 residue num-
bers (Fig. 5B). Several protein residues experienced significant
chemical shift perturbation ( higher than 0.2 ppm) and these
were mainly organized into three different patches. The first
one includes residuesAla7, Tyr8, Lys11, Arg13, Val20, Ser52, Ile53,
Cys54, and Glu56 located in the region encompassing the zinc
atom. The second patch reveals residues Arg29, Trp36, Ala38,
andAla39 within or nearby the-helix H1. Residues in the third
patch (Asn68, Asn69, Lys70, Leu72, Ala76) are located in the loop
L4. Two additional residues undergoing large chemical shift
changes are located in the loop L3 following the -helix H1 and
correspond to residues Lys46 and Thr48. Notably, most of these
residues are located either in structured regions of the domain
(H1,H2, and2), or in ordered regions of the loops L1 (residues
7–11), L2 (Arg29), L3 (Thr48), and L4 (residues 69–76) that
exhibit restricted motions (Fig. 2C and supplemental Fig. S1).
Interestingly, the clusters of large chemical shift changes
uponDNAbindingmap to the highly positively charged area of
the THAP domain (Fig. 4F), further supporting the potential
role of this region as the DNA binding interface of the THAP
zinc finger.
Data Deposition—the atomic coordinates for the structures
of the THAP domain (Met1–Phe81) have been deposited in the
Protein Data Bank, Research Collaboratory for Structural
Bioinformatics, Rutgers University, New Brunswick, NJ (code
2jtg). Chemical Shift informations for the THAP domains
(Met1–Lys90 and Met1–Phe81) are available from the
BioMagResData Bank, under the accession numbers 15300 and
15289, respectively.
DISCUSSION
We report here the three-dimensional structure and struc-
ture-function analysis of the sequence-specific DNA-binding
THAP zinc finger of human THAP1, the prototype of a novel
family of cellular factors involved in pRb/E2F cell cycle path-
ways.We recently demonstrated that THAP1 is a physiological
regulator of cell proliferation. Silencing of THAP1 by RNA
interference in human primary endothelial cells resulted in
inhibition of G1/S cell cycle progression and down-modulation
of several pRb/E2F cell cycle target genes, including RRM1, a
gene activated at the G1/S transition and essential for S-phase
DNA synthesis (10). We showed that the THAP zinc finger of
THAP1 recognizes a consensus THAP1-binding site in the
RRM1 promoter and that endogenous THAP1 associates in
vivowith this site, indicating thatRRM1 is a direct target gene of
THAP1.The solution structure of theTHAPdomain ofTHAP1
is therefore the first structure of a THAP zinc finger with dem-
onstrated biochemical activity as a sequence specific DNA-
binding domain (7) and associated with a known biological
function, i.e. recruitment of THAP1on the pRb/E2F target gene
RRM1 (10). In contrast, although the structure of the THAP
domains from human THAP2 (PDB code 2D8R) andC. elegans
CtBP have been determined (26), these two proteins have not
been functionally characterized, and it is not yet known
whether their THAP domains possess sequence-specific DNA
binding properties.
The structure of the THAP zinc finger differs from that of
other DNA-binding modules belonging to the zinc finger
superfamily. For instance, the  topology, the long spacing
between the two pairs of zinc ligands (up to 53 residues in
some THAP domains) distinguish the THAP zinc finger
from the classical DNA-binding C2H2 zinc finger, which
exhibits a  topology with a shorter spacing (10–12 resi-
dues) between the two pairs of zinc-coordinating residues
(3). The position of the zinc is also an interesting feature; in the
classical zinc finger, the zinc atom plays a central role in the
structure by coordinating four ligands that anchor one end of
the helix to one end of the-sheet, whereas in the C2CHTHAP
motif, the zinc is not buried in the interior of the protein, and it
links the N terminus of the domain to the second -strand,
without involving the -helix that is distal to the zinc ion. The
presence of the long loop-helix-loop insertion in the two-
stranded anti-parallel -sheet is one of themost distinctive fea-
tures of the THAP zinc finger. It explains the atypical spacing of
theC2 andCH residues in theC2CHzinc-coordinatingmodule
and the relatively large size of theTHAPdomain (80 residues)
comparedwith the C2H2 zinc finger (30 residues). The above
features are very unique and are not found in other classes of
zinc-coordinating DNA-binding modules. Surprisingly, how-
ever, the THAP zinc finger exhibits structural similarities with
a protein-protein interaction module, the Zinc Finger-Associ-
ated Domain (ZAD, PDB code 1PZW) of the Drosophila tran-
scription factor Grauzone (26, 42). These structural homolo-
gies include the presence between the zinc-coordinating
residues of a similar loop-helix-loop insertion into the two-
stranded anti-parallel -sheet. However, despite these similar-
ities in their molecular scaffolds, the THAP zinc finger and the
ZAD domain are linked to different functions. The ZAD
domain mediates protein-protein interactions and exhibits a
highly negative electrostatic potential inconsistent with DNA-
binding properties (42). In contrast, the THAP zinc finger of
THAP1 functions as a sequence specific DNA-binding module
with a highly positively charged surface (Fig. 4F).
Our previous mutagenesis studies have revealed that muta-
tion of any of the eight residues that define the THAP zinc
finger motif (including the C2CH residues) abrogate DNA
binding activity of the domain (7).Mapping of these residues on
theTHAP zinc finger structure indicates that these amino acids
play an essential role in the folding of the domain (Fig. 2D). In
the present study, we identified five additional residues that are
essential forDNAbinding activity. Twoof these residues (Arg29
and Phe45) could play a structural role by anchoring the loops of
the loop-helix-loop motif to the hydrophobic core of the
domain, potentially limiting the motions of these loops (Fig.
4E). The three other essential residues (Lys24, Arg42, Thr48) are
exposed on the positively charged surface of the THAP domain
of THAP1 (Fig. 4F) and are therefore less likely to contribute to
the folding or structure of the domain. Rather, they may play a
direct role in DNA binding. Although Lys24 and Arg42 do not
display significant chemical shift changes upon DNA binding,
the residue Thr48 is clearly affected and undergoes the largest
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change in chemical shift, consistent with it being directly
involved in DNA interactions (Fig. 5B). Furthermore, the resi-
due Thr48 is poorly conserved among the THAP domains (Fig.
2E) suggesting a key role in binding specificity.
Surprisingly, with the exception of Trp36, mutation of resi-
dues located in the helix of the loop-helix-loop motif did not
abrogate DNA binding. Therefore, despite the fact the -helix
is the most common protein structural element used for DNA
recognition in zinc fingers and other types of DNA-binding
domains (2, 43, 44), our results strongly suggest that the-helix
of the THAP zinc finger may not be the main DNA recognition
element. In contrast, the positively charged region is likely to
play a key role (electrostatic contacts) together with more spe-
cific contacts involving residues in the loops, namely the loop
L3of the loop-helix-loopmotif (Arg42, Thr48) and the loopL4 at
the C terminus. Based on the NMR and mutagenesis data, a
model of the complex between the THAP zinc finger of THAP1
and its DNA target was built using HADDOCK1.3 (40) (Fig. 6).
The proposed model shows a good shape complementarity
between the loop-helix-loop motif (L2-H1-L3) and DNA. The
helix does not appear as the major recognition element but is
located along the DNA chain so that the two loops on its sides
fit into the DNA grooves. Remarkably, the loop L3 enters into
the major groove to contact DNA and in particular, side chain
of Thr48 gives a polar contact with the GGCA core. Although
the EMSA assays allowed us to define critical residues in this
loop, these qualitative assays may be too insensitive to detect
the role of other residues in DNA binding. Additional experi-
ments may reveal, for instance, a role for Lys46, a residue that
undergoes significant chemical shift changes upon DNA bind-
ing (Fig. 5), and is predicted to be in close proximity to DNA in
the model of the protein-DNA complex (Fig. 6).
Interestingly, genetic data obtained in C. elegans for THAP
family members LIN-36 andHIM-17 have revealed several sin-
gle-point mutations which affect
the functional activity of the THAP
zinc finger. Most of thesemutations
concern residues that are critical for
the folding of the domain. For
instance, mutation of the second
Cys of the C2CHmotif was found in
one of the THAP domains of
HIM-17 (15), while two independ-
entmutations were found in the last
Pro residue of the THAP motif in
the LIN-36 protein (13). However,
other mutations have been found to
affect residues that do not appear to
be part of the hydrophobic core of
the domain, and these may corre-
spond to residues exposed on the
surface and directly involved in
DNA binding. Finally, a double ala-
nine mutation introduced into the
THAP zinc finger of Drosophila P
element transposase at the level of
residues His18 and Cys22 (corre-
sponding to THAP1 residues Lys24
and Arg29) has previously been shown to abrogate sequence-
specific DNA binding activity of the protein (41). This suggests
that the essential residues we have identified in the present
study are likely to be also critical for the functional activity of
other THAP zinc fingers.
In this study, we show that the different THAP zinc fingers,
despite sharing some structural homologies, do not recognize
the same DNA target sequence. We found that recombinant
THAP domains from human THAP2 and THAP3, and C. el-
egansCtBP andGON-14 donot exhibit sequence-specificDNA
binding activity toward the DNA sequencemotif recognized by
human THAP1 (Fig. 3). Although Ce-CtBP and GON-14 were
able to bind the THAP1 target sequence, this DNA binding
activity was completely eliminated in the presence of nonspe-
cific competitor DNA. Together with the observation that dis-
tinct THAP domains sequences within a single species exhibit
less than 50% identity between each other (7), this suggests that
eachTHAP zinc fingermay possess its own specificDNA-bind-
ing site. This possibility is further supported by the observation
that the DNA target sequence of the THAP zinc finger of
THAP1 does not share homology with the AT-rich motif rec-
ognized by the THAP zinc finger of P element transposase (7,
45). However, we cannot exclude at this stage that some THAP
zinc fingersmay lack sequence specificity or evenDNAbinding
activity, andmay rather function as protein-protein interaction
modules.
Finally, protein-protein interactions mediated by other
domains of the THAP proteins may be critical to increase the
DNA binding activity of the THAP zinc finger, which appears
to be relatively weak. In this respect, the C-terminal coiled-coil
domain found in THAP1, as well as several other humanTHAP
proteins, may enhance the affinity of the full-length protein for
DNA by allowing dimerization or multimerization. Future
studies will help to resolve these issues and will provide impor-
FIGURE 6.Aproposedmodel of the complex between the THAP zinc finger of THAP1 (gray, pink, yellow)
and its DNA target (green, blue) in stereo view. Amino acids with backbone chemical shifts that undergo
more than 0.2 ppm chemical shift change upon DNA binding are colored pink. Side chains of residues that are
found critical from site-directed mutagenesis experiments are depicted in yellow. The side chain of Lys46 is
colored in pink. The THABS DNAmolecule is colored green except bases at the GGCA coremotif shown in blue.
The THABS molecule was docked onto the THAP zinc finger of THAP1 using HADDOCK1.3 (High Ambiguity
Driven Protein Docking) (40).
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tant new insights about the structure and functions of THAP
zinc finger proteins both in humans and model animal
organisms.
Acknowledgments—We thank E. Guittet at the ICSN Institute, Gif/
Yvette for providing access to the 800-MHzNational Facility.Wewish
to acknowledge O. Saurel and P. Ramos at the IPBS, Toulouse for
NMR technical assistance and J. P. Este`ve at the CHU Rangueil, Tou-
louse for help with SPR experiments. The 600MHz cryoprobe and 700
MHz IPBS spectrometers were acquired within the CPER 2000–2006
involving CNRS, University of Toulouse, Re´gion Midi-Pyre´ne´es and
European Structural Funds (FEDER).
REFERENCES
1. Klug, A. (1999) J. Mol. Biol. 293, 215–218
2. Pavletich, N. P., and Pabo, C. O. (1991) Science 252, 809–817
3. Lee, M. S., Gippert, G. P., Soman, K. V., Case, D. A., and Wright, P. E.
(1989) Science 245, 635–637
4. Omichinski, J. G., Clore, G. M., Schaad, O., Felsenfeld, G., Trainor, C.,
Appella, E., Stahl, S. J., and Gronenborn, A. M. (1993) Science 261,
438–446
5. Schwabe, J.W., Neuhaus, D., and Rhodes, D. (1990)Nature 348, 458–461
6. Roussigne, M., Kossida, S., Lavigne, A. C., Clouaire, T., Ecochard, V., Glo-
ries, A., Amalric, F., and Girard, J. P. (2003) Trends Biochem. Sci. 28,
66–69
7. Clouaire, T., Roussigne, M., Ecochard, V., Mathe, C., Amalric, F., and
Girard, J. P. (2005) Proc. Natl. Acad. Sci. U. S. A. 102, 6907–6912
8. Roussigne,M., Cayrol, C., Clouaire, T., Amalric, F., andGirard, J. P. (2003)
Oncogene 22, 2432–2442
9. Hammer, S. E., Strehl, S., and Hagemann, S. (2005) Mol. Biol. Evol. 22,
833–844
10. Cayrol, C., Lacroix, C., Mathe, C., Ecochard, V., Ceribelli, M., Loreau, E.,
Lazar, V., Dessen, P., Mantovani, R., Aguilar, L., and Girard, J. P. (2007)
Blood 109, 584–594
11. Giangrande, P. H., Zhu,W., Schlisio, S., Sun, X., Mori, S., Gaubatz, S., and
Nevins, J. R. (2004) Genes Dev. 18, 2941–2951
12. Ferguson, E. L., and Horvitz, H. R. (1989) Genetics 123, 109–121
13. Thomas, J. H., and Horvitz, H. R. (1999) Development 126, 3449–3459
14. Boxem, M., and van den Heuvel, S. (2002) Curr. Biol. 12, 906–911
15. Reddy, K. C., and Villeneuve, A. M. (2004) Cell 118, 439–452
16. Chesney, M. A., Kidd, A. R., 3rd, and Kimble, J. (2006) Genetics 172,
915–928
17. Fay, D. S., Keenan, S., and Han, M. (2002) Genes Dev. 16, 503–517
18. Koreth, J., and van den Heuvel, S. (2005) Oncogene 24, 2756–2764
19. Lewis, P. W., Beall, E. L., Fleischer, T. C., Georlette, D., Link, A. J., and
Botchan, M. R. (2004) Genes Dev. 18, 2929–2940
20. Korenjak, M., Taylor-Harding, B., Binne, U. K., Satterlee, J. S., Stevaux, O.,
Aasland, R.,White-Cooper, H., Dyson, N., and Brehm, A. (2004)Cell 119,
181–193
21. Litovchick, L., Sadasivam, S., Florens, L., Zhu, X., Swanson, S. K., Velmu-
rugan, S., Chen, R., Washburn, M. P., Liu, X. S., and DeCaprio, J. A. (2007)
Mol. Cell 26, 539–551
22. Harrison, M. M., Ceol, C. J., Lu, X., and Horvitz, H. R. (2006) Proc. Natl.
Acad. Sci. U. S. A. 103, 16782–16787
23. Ceol, C. J., and Horvitz, H. R. (2004) Dev. Cell 6, 563–576
24. Poulin, G., Dong, Y., Fraser, A. G., Hopper, N. A., and Ahringer, J. (2005)
EMBO J. 24, 2613–2623
25. Macfarlan, T., Kutney, S., Altman, B.,Montross, R., Yu, J., andChakravarti,
D. (2005) J. Biol. Chem. 280, 7346–7358
26. Liew, C. K., Crossley, M., Mackay, J. P., and Nicholas, H. R. (2007) J. Mol.
Biol. 366, 382–390
27. Sattler, M., Schleucher, J., and Griedinger, C. (1999) Progr. Nucl. Magn.
Reson. Spectr. 34, 93–158
28. Cornilescu, G., Delaglio, F., and Bax, A. (1999) J. Biomol. NMR 13,
289–302
29. Ponstingl, H., and Otting, G. (1998) J. Biomol. NMR 12, 319–324
30. Wu¨thrich, K. (1986) NMR of Proteins and Nucleic Acids, pp. 122–125,
Wiley Press
31. Schubert, M., Labudde, D., Oschkinat, H., and Schmieder, P. (2002) J. Bi-
omol. NMR 24, 149–154
32. Rance, M., Sorensen, O. W., Bodenhausen, G., Wagner, G., Ernst, R. R.,
and Wu¨thrich, K. (1983) Biochem. Biophys. Res. Commun. 117, 479–485
33. Delaglio, F., Grzesiek, S., Vuister, G. W., Zhu, G., Pfeifer, J., and Bax, A.
(1995) J. Biomol. NMR 6, 277–293
34. Bartels, C., Xia, T.-H., Billeter, M., Gu¨ntert, M., and Wu¨thrich, K. (1995)
J. Biomol. NMR 5, 1–10
35. Johnson, B. A. (2004)Methods Mol. Biol. 278, 313–352
36. Auguin, D., Barthe, P., Auge-Senegas, M. T., Stern, M. H., Noguchi, M.,
and Roumestand, C. (2004) J. Biomol. NMR 28, 137–155
37. Daikun, G. P., Fairall, L., and Klug, A. (1986) Nature 324, 688–699
38. Bru¨nger, A. T., Adams, P. D., Clore, G. M., DeLano, W. L., Gros, P.,
Grosse-Kunstleve, R.W., Jiang, J. S., Kuszewski, J., Nilges,M., Pannu,N. S.,
Read, R. J., Rice, L. M., Simonson, T., and Warren, G. L. (1998) Acta
Crystallogr. D. Biol. Crystallogr. 54, 905–921
39. Laskowski, R. A., Rullmannn, J. A., MacArthur, M. W., Kaptein, R., and
Thornton, J. M. (1996) J. Biomol. NMR. 8, 477–486
40. Dominguez, C., Boelens, R., and Bonvin, A. M. (2003) J. Am. Chem. Soc.
125, 1731–1737
41. Lee, C. C., Beall, E. L., and Rio, D. C. (1998) EMBO J. 17, 4166–4174
42. Jauch, R., Bourenkov, G. P., Chung, H. R., Urlaub, H., Reidt, U., Jackle, H.,
and Wahl, M. C. (2003) Structure 11, 1393–1402
43. Laity, J. H., Lee, B.M., andWright, P. E. (2001)Curr. Opin. Struct. Biol. 11,
39–46
44. Garvie, C. W., and Wolberger, C. (2001)Mol. Cell 8, 937–946
45. Kaufman, P. D., Doll, R. F., and Rio, D. C. (1989) Cell 59, 359–371
Structure-Function Analysis of the THAP Zinc Finger of THAP1















Supplemental Material can be found at:
 111 
PARTIE I – Relations structure/fonction du domaine THAP de la protéine hTHAP1 
  
 112 
PARTIE I – Relations structure/fonction du domaine THAP de la protéine hTHAP1 
 
 
Figure 52 : Homologies structurales avec le domaine THAP de hTHAP1  
(A) Les différentes structures de domaines THAP résolues par RMN, le domaine THAP de hTHAP1 (Code PDB 2jtg), le 
domaine THAP de hTHAP2 (Code PDB 2d8r) et le domaine THAP de CtBP chez C. elegans (Code PDB 2jm3). Sur cette 
figure, on peut voir la représentation d’une structure de chacune de ces protéines et un schéma topologique. (B) 
Superposition du domaine THAP de hTHAP1 (en mauve) et du domaine ZAD de Grauzone (en bleu, code PDB 1pzw). En 
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IV- Discussion 
Structure du domaine THAP 
 Au cours de ce travail, nous présentons la structure en solution du domaine THAP de hTHAP1. 
Ce domaine est un motif de coordination du zinc de type C2CH qui présente une longue insertion entre 
les deux paires de ligands du zinc. Cette insertion adopte un repliement de type βαβ définissant un 
motif boucle-hélice-boucle. Enfin, la partie C-terminale forme une boucle flexible qui se termine au 
niveau du cœur hydrophobe de la protéine par l’intermédiaire du motif AVPTIF. Comme nous avions pu 
le penser lors de la redéfinition des bornes du domaine THAP, le motif AVPTIF est important pour 
stabiliser la structure en masquant le cœur hydrophobe de la protéine. 
 Pendant ce travail, deux autres structures de domaines THAP ont été résolues par RMN, le 
domaine THAP de la protéine hTHAP2 (Riken Structural Genomics/Proteomics Initiative, Japan, 
structure déposée dans la PDB, non publiée à ce jour) et le domaine THAP de la protéine de C. elegans 
CtBP (Liew et al., 2007). Globalement, ces trois domaines présentent des repliements similaires. 
L’homologie structurale la plus importante est retrouvée entre les domaines THAP de hTHAP1 et de 
hTHAP2. En effet, ces deux domaines présentent près de 48% de similarité de séquences et leurs 
structures peuvent s’aligner sur 80 Cα équivalents avec un RMSD de 2.8 Å. Si l’on compare les 
domaines THAP de hTHAP1 et de CtBP, on obtient 28% de similarité de séquences et 66 Cα 
superposables avec un RMSD de 3.1 Å. Ces trois domaines THAP présentent aussi une similarité au 
niveau des structures secondaires sauf dans la partie C-terminale où l’on observe certaines différences 
puisque dans le cas des domaines THAP de hTHAP2 et de ceCtBP, on observe un petit feuillet β dans 
la partie C-terminale (Figure 52A). D’autre part, la recherche d’homologues structuraux du domaine 
THAP a révélé une homologie structurale avec le domaine ZAD (Zinc Finger Associated Domain) de 
Grauzone (Code PDB 1pzw) chez la drosophile (Liew et al., 2007). Cette homologie structurale est très 
marquée au niveau de la partie N-terminale, de la coordination du zinc et du motif βαβ puisque on peut 
superposer 55 Cα équivalents avec un RMSD de 3.3 Å. Au niveau de la partie C-terminale, Grauzone 
présente une longue hélice α impliquée dans la dimérisation de ce domaine et dans des interactions 
protéine-protéine (Figure 52B). 
 Le domaine THAP définit donc une nouvelle classe de motif à coordination du zinc de type 
C2CH de part sa taille, sa topologie et sa structure tridimensionnelle. L’originalité du domaine THAP 
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réside dans la longue insertion, présente entre les deux paires de ligands du zinc, qui adopte un 
repliement de type βαβ. La structure du domaine THAP est stabilisée par des interactions hydrophobes, 
impliquant principalement les résidus strictement conservés au sein de la famille des protéines THAP, 
mais aussi par la coordination du zinc et par la partie C-terminale incluant le motif AVPTIF. D’après 
l’analyse des données de relaxation, nous avons montré que le cœur protéique du domaine THAP est 
peu dynamique et contraste avec les boucles reliant ces parties impliquées dans la stabilisation de la 
structure. En effet, ces boucles exposées au solvant, présentent un caractère dynamique important et 
sont certainement impliquées dans l’activité de liaison à l’ADN séquence spécifique du domaine THAP. 
 Activité de liaison à l’ADN 
 Au cours de ce travail, les données de mutagénèse dirigée couplées aux expériences de 
variations de déplacements chimiques, permettent d’affirmer que l’hélice α n’est pas l’élément majeur 
impliqué dans la reconnaissance de l’ADN. Par contre, des preuves expérimentales montrent que la 
partie N-terminale, le feuillet β (Lys24) et les boucles flexibles L3 (Arg42, Thr48) et L4 sont impliquées 
dans la reconnaissance spécifique de l’ADN. Ces données ont permis de proposer un modèle 
d’interaction dans lequel la reconnaissance de l’ADN est médiée par des boucles. La boucle L3 
viendrait se placer au niveau du motif GGCA dans le grand sillon et contacterait l’ADN par 
l’intermédiaire des résidus R42, K46 et T48. Le feuillet β se placerait au niveau de la jonction entre le 
grand sillon et le petit sillon et la lysine 24 pourrait être impliquée dans des contacts avec les 
phosphates du squelette. En ce qui concerne la reconnaissance de la thymine du motif THABS (5’-
TxxxGGCA-3’), la reconnaissance pourrait être réalisée par l’intermédiaire de la boucle L2 ou encore la 
boucle L4, selon le modèle d’interaction. Cependant, la résolution du modèle d’interaction est trop faible 
pour expliquer la reconnaissance spécifique observée. 
 De plus, nous avons pu montrer que la cible THABS n’est pas reconnue de façon spécifique par 
les autres domaines THAP issus de hTHAP2, hTHAP3, ceCtBP ou ceGON-14. Cependant, nous avons 
vu que les structures RMN de hTHAP2 et de ceCtBP présentent des repliements très proches de celui 
du domaine THAP de hTHAP1. Le modèle d’interaction proposé ne permet pas d’expliquer pourquoi le 
domaine THAP de hTHAP1 est le seul domaine THAP de structure connue capable de se lier de façon 
spécifique sur la cible THABS. C’est dans le but de comprendre comment se fait cette reconnaissance 
spécifique que nous avons décidé de résoudre la structure RMN du complexe formé par le domaine 
THAP de hTHAP1 et sa cible ADN. En outre, si nous sommes capables d’expliquer comment le 
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domaine THAP de hTHAP1 reconnaît la cible THABS, nous pourrions expliquer pourquoi les autres 
domaines THAP de structures connues ne se lient pas sur cette cible ADN. Et, il serait même possible 
de prédire quel type de cible ADN ils pourraient reconnaître. Cependant, la résolution de structure d’un 
complexe protéine-ADN reste un challenge pour la biologie structurale et, plus particulièrement, pour la 
RMN en solution. Nous avons pu entrevoir toute la difficulté que cela représente pour l’obtention d’un 
spectre 2D 15N HSQC du complexe. De plus, ces spectres sont de qualité médiocre et présentent une 
stabilité limitée. Nous avons pu aussi remarquer que dans ces conditions, la constante de dissociation 
que nous avons déterminée (Kd= 8µM) par des expériences de résonance plasmonique de surface est 
relativement élevée en comparaison avec les constantes de dissociation observées pour ce type 
d’interaction ; qui sont généralement dans la gamme du nanomolaire. Ceci suggère que les conditions 
que nous utilisons pour former le complexe ne sont pas optimales.  
Pour conclure, la résolution de la structure du complexe formé par le domaine THAP de 
hTHAP1 et sa cible ADN par RMN apparaît comme une étape nécessaire pour la compréhension des 
mécanismes moléculaires permettant la reconnaissance spécifique observée. Elle va nécessiter une 
étape d’optimisation des conditions afin d’obtenir des spectres de haute qualité compatibles avec une 
étude structurale par RMN en solution.  










PARTIE I – Relations structure/fonction du domaine THAP de la protéine hTHAP1 
 
Figure 53 : Génération du double mutant C6267S et interaction avec THABS 14bp.  
(A) Criblage des clones par la technique de PASA. A gauche, le principe de la méthode est détaillé et à droite, photographie 
de l’électrophorèse sur gel d’agarose 1% correspondant au résultat du criblage par PASA. (B) Spectre 2D 15N HSQC du 
domaine THAP 1-81. (C) Spectre 2D 15N HSQC du domaine THAP 1-81 C6267S. (D) Spectre 2D 15N HSQC du domaine 
THAP 1-81 en complexe avec l’oligonucléotide THABS 14bp. (E) Spectre 2D 15N HSQC du domaine THAP 1-81 C6267S en 
complexe avec l’oligonucléotide THABS 14bp. 
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PARTIE II – Mode de reconnaissance de l’ADN par le domaine THAP de 
la protéine hTHAP1 
I- Optimisation des conditions de l’étude RMN du complexe protéine-
ADN 
 Quelques difficultés ont été rencontrées pour obtenir un échantillon de complexe homogène sur 
le plan structural et présentant des spectres de bonne qualité compatible avec la résolution de structure 
du complexe protéine-ADN. Les conditions de formation du complexe protéine-ADN ont dues être 
optimisées. Trois paramètres ont été modifiés: la séquence protéique, la cible ADN et les conditions 
physico-chimiques de l’interaction.  
Génération du double mutant C6267S 
 Dans un premier temps, nous avons décidé d’accroître la stabilité de la protéine dans le 
complexe. En effet, nous avions remarqué que lors de la formation du complexe, on observe une 
dégradation rapide du spectre 2D 15N HSQC du complexe protéine-ADN. Cette dégradation est 
surement due à l’altération de la protéine car l’ADN est une macromolécule stable dans le temps et peu 
sensible à l’oxydation. La séquence protéique renferme six résidus cystéine dont 3 sont impliqués dans 
la coordination du zinc (C5, C10 et C54), une est retrouvée dans l’hélice α (C33) et deux autres dans la 
partie C-terminale (C62 et C67). Alors que la cystéine 33 est relativement bien enfouie dans le cœur de 
la protéine, les deux autres résidus cystéine sont retrouvés dans la boucle L4 qui est exposée au 
solvant et très dynamique. Nous avons muté ces deux résidus en résidus sérine afin d’augmenter la 
stabilité du complexe protéine-ADN. Ces deux mutations ont été introduites par PCR dans la 
construction plasmidique permettant l’expression du domaine THAP 1-81 et, ainsi, un vecteur 
permettant l’expression du double mutant THAP C6267S a été généré. La vérification du plasmide a été 
réalisée par la méthode PASA (Positive Amplification of Specific Allele) (Liu et al., 1997). Elle consiste 
en une réaction de PCR permettant de valider la présence d’une mutation en utilisant un oligonucléotide 
ne s’hybridant à son extrémité 3’ que si la mutation est présente. Donc si la mutation est présente, on a 
hybridation de l’oligonucléotide et la synthèse d’ADN est effectuée par la polymérase Taq. En absence 
de mutation, l’oligonucléotide est mal hybridé en 3’ et donc la polymerase Taq est incapable d’allonger 
l’amorce, la réaction de PCR ne peut pas se mettre en place.  
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Figure 54 : Test de différentes sondes ADN. 
(A) Spectre 2D 15N HSQC du complexe formé par le domaine THAP C6267S et la cible THABS de 14 paires de bases. (B) 
Spectre 2D 15N HSQC du complexe formé par le domaine THAP C6267S et la cible RRM1 de 16 paires de bases issue du 
promoteur de gène RRM1. (C) Spectre 2D 15N HSQC du complexe formé par le domaine THAP C6267S et la cible THABS 
de 18 paires. Dans chaque séquence, un seul brin est représenté et la cible THABS est colorée en rouge. 
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C’est la stratégie que nous avons utilisée pour vérifier les clones obtenus, ces résultats sont présentés 
dans la figure 53A. Le plasmide a été séquencé (MilleGen, Labège). Par la suite, nous avons exprimé et 
purifié la protéine doublement mutée de la même façon que pour la protéine sauvage (Voir Protocoles 
expérimentaux). Nous avons ensuite enregistré des spectres 2D 15N HSQC pour vérifier le bon 
repliement de la protéine doublement mutée (Figure 53C). Si l’on compare les spectres 2D 15N HSQC 
de la protéine sauvage et de la protéine mutée, on observe quelques différences au niveau des résidus 
situés autour des mutations, mais on remarque aussi que le spectre est légèrement mieux défini dans la 
partie centrale et que les taches de corrélation semblent plus homogènes. Le double mutant C6267S 
semble donc plus homogène au niveau structural. Ensuite, un oligonucléotide de 14 paires de bases 
comprenant la séquence THABS a été ajouté dans chacun des échantillons (Figure 53D-E) et le 
complexe formé par le double mutant C6267S et l’ADN THABS 14 bp permet d’obtenir un spectre de 
qualité quasi équivalente mais qui est plus stable dans le temps (~ 2mois). La suite de l’étude du 
complexe THAP-THABS a donc été réalisée en utilisant le double mutant C6267S.   
Test de différentes sondes ADN 
 Le travail d’optimisation de la qualité des spectres du complexe protéine-ADN a été poursuivi 
en jouant sur la cible ADN. Trois types de sondes ADN incluant le motif THABS ont été testées. Nous 
avons modifié la longueur et la séquence de la cible en testant un oligonucléotide de 14 paires de 
bases, 16 paires de bases et 18 paires de bases. L’oligonucléotide de 16 paires de bases est 
directement issu de la séquence du promoteur du gène RRM1, gène cible de hTHAP1. Sur la figure 54, 
les spectres 2D 15N HSQC de chacun des complexes sont représentés. Peu de différences 
significatives sont observées, cependant, il est important de préciser que pour le complexe protéine-
ADN formé avec la cible de 18 paires de bases, nous avons du utiliser une séquence de type TROSY 
(TRanverse Relaxation Optimized SpectroscopY) afin de s’affranchir des problèmes d’élargissement 
des signaux RMN dus à l’augmentation de la masse moléculaire de l’entité observée. De ce fait, cette 
cible a été éliminée. Ensuite, nous avons été contraints de faire un choix entre la cible THABS de 14 
paires de bases et la cible RRM1 de 16 paires de bases. Ces deux cibles ne diffèrent que par la région 
située entre la thymine et le motif GGCA de la séquence THABS. Et, nous avons choisi la cible RRM1, 
une cible ayant été validée in vivo en supposant que celle-ci a été optimisée par l’évolution. La suite de 
l’étude porte donc sur le complexe formé par le domaine THAP C6267S de hTHAP1 et la cible RRM1 
de 16 paires de bases issue du promoteur du gène RRM1. 
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Figure 55 : Optimisation des conditions de force ionique pour l’étude structurale du complexe THAP 
C6267S/RRM1. 
(A-D) Spectre 2D 15N HSQC du complexe formé par le domaine THAP C6267S et sa cible ADN RRM1 enregistré à 600 MHz 
et à 296K. 
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Optimisation des conditions physico-chimiques de l’interaction 
 Jusqu’à présent, les complexes protéine-ADN précédemment présentés sont formés à 296K, à 
pH 6.8, en présence d’agent réducteur et à haute force ionique ([NaCl] = 250 mM). Nous avons vu dans 
l’article 1 que ces conditions n’étaient pas très favorables pour l’obtention d’une interaction forte puisque 
la constante de dissociation du complexe formé par le domaine THAP et la cible THABS 14bp n’est que 
de 8 µM, ce qui correspond généralement à une constante de dissociation non spécifique dans le cas 
d’autres complexes protéine-ADN. En suivant les conseils de M. Kochoyan, lors de la soutenance de 
thèse de D. Bessière, nous avons abaissé la force ionique afin d’augmenter la force de l’interaction en 
pensant que l’on arriverait à produire un complexe plus stable donnant des spectres RMN de meilleure 
qualité. A haute concentration, le complexe est formé à 250 mM NaCl puis la concentration en NaCl est 
ensuite abaissée (Figure 55). Dès 150 mM NaCl, on remarque, sur le spectre 2D 15N HSQC, l’apparition 
de taches de corrélation entre 9 et 10 ppm dans l’échelle de déplacements chimiques protons. On 
remarque aussi que l’on augmente la dispersion des fréquences de résonance. Ces deux phénomènes 
s’amplifient avec la diminution de la force ionique. La diminution de la force ionique permet de stabiliser 
le complexe comme ceci a été décrit dans le cadre de l’étude de la diffusion de l’homéodomaine le long 
de l’ADN (Iwahara and Clore, 2006). Dans le cadre de notre complexe protéine-ADN, cette stabilisation 
apparaît à une concentration en sel d’environ 150 mM qui est proche de la concentration saline de la 
cellule. Nous avons cependant décidé de poursuivre l’étude structurale du complexe protéine-ADN à 30 
mM NaCl afin de travailler avec un complexe protéine-ADN qui présente des spectres RMN de bonne 
qualité et une bonne stabilité dans le temps (2 mois).  
Etude biophysique de l’interaction 
Fluorescence du tryptophane 
 Le domaine de THAP C6267S ne renferme qu’un seul résidu tryptophane dans sa séquence, 
W36, qui est situé dans le cœur hydrophobe du domaine. Nous avons utilisé la fluorescence intrinsèque 
du tryptophane (λexc = 295nm, λem = 324nm) afin de caractériser l’affinité de liaison à l’ADN RRM1 du 
domaine THAP C6267S (Figure 56A).  Le suivi de la formation du complexe a été réalisé en mesurant 
l’anisotropie de fluorescence au cours de la titration (Figure 56B) (Heyduk et al., 1996). Le domaine 
THAP C6267S est titré par l’ADN ; à chaque ratio, on mesure les intensités sortantes IHH, IVH, IHV, IVV en 
utilisant des polariseurs incident et sortant. L’anisotropie de fluorescence du tryptophane est sensible au 
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temps de corrélation rotationnel de la molécule (lui-même différent pour la protéine libre et liée à l’ADN), 
à la température et à la viscosité (Lakowicz, 2006) et on la calcule de la façon suivante : 
ܣ ൌ
ܫݒݒ െ ܩ כ ܫݒ݄
ܫݒݒ ൅ 2ܩ כ ܫݒ݄
 
Avec 
 ܩ ൌ ܫ݄ݒ/ܫ݄݄ 
On peut utiliser de l’ADN spécifique, RRM1 ou un oligonucléotide de 16 paires de bases ne 
renfermant pas le motif THABS (Article 2). Le logiciel GOSA (Czaplicki et al., 2006) a été utilisé afin de 
modéliser les résultats expérimentaux en utilisant la formule suivante : 
ܣ  ൌ  ܣ݂  ൅ ሺܣܾ –  ܣ݂ሻ




 ߙ ൌ ሾܲሿ ൅ ሾܣܦܰሿ ൅ ܭ஽  
ܣ = anisotropie de fluorescence 
ܣ݂ = anisotropie de fluorescence de la forme libre 
ܣܾ  = anisotropie de fluorescence de la forme liée 
ሾܲሿ = concentration en protéine 
ሾܣܦܰሿ = concentration en ADN 
ܭ஽= constante de dissociation 
 
  Ainsi, une constante de dissociation de 480 nM a pu être déterminée dans des conditions de 
faible force ionique. Si l’on compare cette valeur à celle déterminée lors des études d’interaction par la 
technique de SPR à haute force ionique (Kd = 8µM), on s’aperçoit que dans nos conditions, on observe 
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Figure 56 : Etude biophysique de l’interaction entre le domaine THAP C6267S et la cible RRM1 à faible 
force ionique.  
(A) Spectre d’absorption (rouge) et d’émission (noir) de fluorescence du tryptophane du domaine THAP C6267S. (B) 
Formation du complexe protéine-ADN par fluorescence, graphique montrant l’évolution de l’anisotropie de fluorescence du 
tryptophane lors de la formation du complexe spécifique (en noir) ou non spécifique (en rouge). (C) Titration par RMN. Dans 
B et C, la protéine est conditionnée dans du tampon Tris 50 mM pH 6.8, NaCl 30 mM, DTT 2 mM et on travaille à une 
concentration de 0.5 µM en B et à 100µM en C. 
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Titration par RMN 
 Nous avons réalisé une titration par RMN à faible force ionique (Figure 56C), en titrant la 
protéine, à faible concentration (100µM) avec des ajouts d’ADN lyophilisés. Ainsi, nous avons pu suivre 
les variations de déplacements chimiques sur les spectres 2D 15N HSQC. En effet, lors de l’interaction 
la protéine oscille entre la forme libre et la forme liée. Cet équilibre est caractérisé par une constante 
d’échange Kex, cette constante est exprimée en Hz. Pour chacun des résidus, on compare les variations 
de fréquences Δω entre l’état libre et l’état lié et la constante d’échange Kex. Ainsi, nous avons pu 
observer les trois types d’échange : rapide (Kex < Δω, exemple T59), intermédiaire (Kex ~ Δω, comme 
L32) et lent (Kex > Δω, voir T48). 
 
Ainsi, nous avons estimé la limite de la coalescence avec un Δω de 50Hz à faible force ionique et elle 
permet d’estimer la durée de vie du complexe (t=√2/π Δω) à 9 ms, une valeur identique à celle obtenue 
pour le domaine 1-90 en complexe avec la cible THABS 14 bp. 
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II- Méthodologie expérimentale 
 Au cours de cette partie, je souhaite revenir sur la stratégie qui a été mise en œuvre afin de 
résoudre la structure du complexe formé par le domaine THAP C6267S et sa cible ADN RRM1 (Figure 
57).  
 
Figure 57 : Stratégie suivie pour l’étude structurale par RMN du complexe formé par le domaine THAP 
C6267S et sa cible ADN RRM1.  
 Après optimisation des conditions de formation de l’échantillon, l’étape d’attribution séquentielle 
des fréquences de résonance de la protéine dans le complexe a été réalisée. Ceci nous a permis de 
revenir sur les expériences de variations de déplacements chimiques. Des expériences de transfert de 
saturation des protons iminos ont permis de confirmer la cartographie de la surface d’interaction. Par la 
suite, de nouvelles contraintes d’interaction ambigües ont été définies et ont été utilisées pour le calcul 
de structure du complexe protéine-ADN. 
  Pour aller vers la résolution de la structure du complexe, il était nécessaire d’extraire des 
contraintes intermoléculaires afin de définir au mieux l’interface de reconnaissance protéine-ADN. Afin 
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d’extraire des contraintes NOE intermoléculaires, il faut attribuer les fréquences de résonances protons 
de chacun des partenaires.  
 Dans un premier temps, les fréquences de résonances 1H, 13C et 15N de la protéine ont été 
attribuées grâce à la combinaison d’expériences triple résonances enregistrées à très haut champ. 
Ainsi, des contraintes structurales intramoléculaires (liaisons hydrogène, angles dièdres, NOEs et RDC) 
ont été extraites afin de calculer la structure RMN de la protéine à l’intérieur du complexe protéine-ADN. 
L’étude de la dynamique de la protéine dans le complexe protéine-ADN a aussi été appréhendée.    
 Dans un second temps, les fréquences de résonances 1H de l’oligonucléotide RRM1 ont été 
attribuées dans l’ADN libre en solution puis dans le complexe protéine-ADN. Une analyse des contacts 
NOE intramoléculaires de l’ADN nous a permis d’accéder à la conformation de l’ADN dans le complexe. 
De plus, nous avons pu extraire des contraintes de distances intramoléculaires qui seront utiles pour le 
maintien de la conformation de l’ADN lors du calcul de structure du complexe protéine-ADN.  
 Enfin, toutes ces contraintes structurales ont été intégrées dans le calcul de structure du 
complexe formé par le domaine THAP C6267S et sa cible RRM1.  
II-1- Attribution séquentielle de la protéine liée 
 Après l’étape d’optimisation des conditions de formation du complexe protéine-ADN, l’attribution 
des fréquences de résonance de la protéine dans le complexe a été réalisée. L’échantillon est composé 
du domaine THAP C6267S uniformément marqué 13C 15N et de l’oligonucléotide 16 paires de bases 
issu du promoteur RRM1 non marqué à une concentration de l’ordre du millimolaire. Des expériences 
triple résonances classiques, permettant de réaliser l’attribution séquentielle, ont été enregistrées sur le 
spectromètre Bruker AVANCE 600 MHz équipé d’une cryo-sonde (IPBS). Il s’agit des expériences 3D 
HNCA, 3HN(CO)CA, 3D HNCACB et 3D CBCA(CO)NH ; pour revue (Sattler et al., 1999). Cependant, 
pour l’attribution séquentielle, ce sont principalement les expériences 3D CACB(CO)NH et 3D HNCACB 
qui ont été utilisées afin de relier les systèmes de spins sans ambiguïté en utilisant les fréquences de 
résonance Cα et Cβ. En effet, l’expérience 3D CBCA(CO)NH permet de corréler le couple 1H-15N aux 
fréquences de résonance des Cα et Cβ du résidu précédent dans la séquence. Ainsi, des bandes 
définies à partir du spectre 2D 15N HSQC, sur lesquelles on observe deux taches de corrélation, une 
correspondant au Cα du résidu précédent et une correspondant au Cβ du résidu précédent ont été 
analysées (Figure 58A). Sur l’autre expérience 3D HNCACB, le couple 1H-15N est mis en relation avec 
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les fréquences de résonances Cα et Cβ du résidu propre et du résidu précédent. De la même façon, des 
bandes définies à partir du spectre 2D 15N HSQC, sur lesquelles on observe quatre taches de 
corrélation, deux correspondant aux Cα du résidu propre et du résidu précédent et deux autres 
correspondant aux Cβ du résidu propre et du résidu précédent, ont été analysées (Figure 58A). On 
remarque que dans l’expérience 3D HNCACB, les taches de corrélation correspondant aux Cα et aux Cβ 
présentent des signes différents, ce qui facilite l’analyse. En combinant ces deux expériences, les 
fréquences de résonance 1H, 15N et 13C du squelette peptidique ont été attribuées de façon séquentielle 
(Figure 58B). Ensuite, ces expériences ont été complétées par une expérience 3D HNCO permettant de 




Figure 58 : Attribution séquentielle de la protéine dans le complexe protéine-ADN.  
(A) Bandes extraites des expériences triple résonances 3D HNCACB et 3D CBCA(CO)NH qui illustrent l’attribution 
séquentielle de la région 15-18. (B) Spectre 2D 15N HSQC annoté du complexe protéine-ADN.  
 
En utilisant ces valeurs de déplacements chimiques, des valeurs d’angles dièdres ont été 
prédites à l’aide du logiciel TALOS (Cornilescu et al., 1999) et sont utilisées comme contraintes 
structurales dans les calculs de structures de la protéine liée et du complexe protéine-ADN.  
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II-2- Cartographie de la surface d’interaction 
 Après l’attribution séquentielle de la protéine dans le complexe, les déplacements chimiques 
des couples 1H-15N de la protéine libre et du complexe protéine-ADN ont été comparés. Ainsi, nous 
avons tracé les variations de déplacements chimiques lors de la formation du complexe. Nous avons 
comparé les spectres 2D 15N HSQC de la protéine doublement mutée enregistré à 30mM NaCl et du 
complexe protéine-ADN à 30mM NaCl. Le graphique représentant ces variations de déplacements 
chimiques lors de la formation du complexe est présenté dans l’article 2. Ainsi, il a été mis en évidence 
que la zone d’interaction inclut la boucle N-terminale, la boucle L3, le feuillet β et la boucle L4.  
 Pour confirmer ces données, nous avons utilisé la technique de transfert de saturation. La 
technique de transfert de saturation a été initialement développée pour l’étude des interactions protéine-
protéine (Takahashi et al., 2000) et elle a ensuite été utilisée pour l’étude de complexes protéine-Acides 
nucléiques (Ramos et al., 2000, Lane et al., 2001). Cette méthode consiste à saturer de façon 
spécifique l’aimantation des spins d’une des deux macromolécules et d’observer l’effet de la saturation 
sur les signaux de l’autre macromolécule. Les complexes protéine-ADN sont très adaptés à ce type 
d’expériences ; en effet, les protons iminos de l’ADN représentent des signaux isolés de part leurs 
fréquences de résonance qui se situent entre 12 et 15 ppm (Figure 59A). Ainsi, il est possible de saturer 
de façon spécifique ces signaux et d’assurer la saturation des protons de l’ADN. Pour réaliser cette 
saturation, il suffit de placer une impulsion adiabatique de 180° sélective des fréquences de résonance 
des protons iminos. Pour pouvoir juger de l’effet de cette saturation sur les signaux de la protéine, on 
incorpore cette impulsion adiabatique sélective des iminos dans une boucle (afin de pouvoir jouer sur le 
temps de saturation) en amont d’une séquence d’impulsions classique permettant d’enregistrer un 
spectre 2D 15N HSQC. Ainsi, on sera capable de juger de l’effet de la saturation des protons iminos sur 
les signaux de la protéine. De façon simple, on s’attend à ce que les signaux des couples 1H-15N de la 
protéine situés à proximité de l’ADN soient très perturbés par la saturation de l’ADN alors que les 
signaux des couples 1H-15N plus éloignés de l’ADN sont moins affectés. Ce type d’expériences 
s’appelle le transfert de saturation des protons iminos (ou imino cross-saturation). Ainsi, les conditions 
de saturation des iminos ont été optimisées avant d’enregistrer des expériences avec des temps de 
saturation croissants (de 0 à 2s, Figure 59B). Ensuite, les intensités des taches de corrélations ont été 
extraites et, pour chacun des résidus, l’intensité de la tache de corrélation a été reportée en fonction du 
temps de saturation des iminos (Figure 59C).  
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Figure 59: Expériences de transfert de saturation des iminos.  
(A) En haut à gauche, les paires de bases décrites par Watson et Crick sont illustrées et les protons iminos présents sur la 
Thymine (H3) et sur la Guanine (H1) sont entourés en rouge. En dessous, on peut voir le spectre 1D 1H du complexe 
protéine-ADN enregistré sur un spectromètre Bruker AVANCE 950 MHz. La zone où l’on retrouve les signaux des protons 
iminos est mise en évidence. (B) Suivi de la décroissance du signal de la lysine 24 en fonction du temps de saturation des 
iminos. (C) Graphique présentant l’évolution de l’intensité normalisée du signal de la lysine 24 en fonction du temps de 
saturation des iminos. Les points expérimentaux sont sous la forme de points et la courbe représente la modélisation 
monoexponentielle décroissante. (D) Comparaison des courbes obtenues pour des résidus situés dans l’hélice α (E35 et 
A39, colorées en bleu) et dans le feuillet β (K24 et S52, colorés en noir)  
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Ces données expérimentales ont été modélisées par l’intermédiaire d’une équation monoexponentielle 
décroissante à l’aide du logiciel GOSA (Czaplicki et al., 2006) qui permet d’extraire une constante de 
temps caractéristique de la décroissance du signal pour chacun des résidus. Si l’on considère l’inverse 
de cette constante de temps, on a accès à la vitesse de décroissance du signal en fonction du temps de 
saturation des iminos pour chacun des résidus. Le transfert de saturation résulte de la relaxation (perte 
d’aimantation) des protons de l’ADN et ces transferts d’aimantations de proche en proche sont contrôlés 
par des phénomènes de diffusion de spins, qui sont des phénomènes complexes faisant principalement 
intervenir l’interaction dipolaire. Cependant, ces phénomènes de diffusion de spins sont sensibles à la 
dynamique, à la densité de protons, à l’exposition au solvant, … Il semble donc délicat d’extraire des 
contraintes précises de ce type d’expériences (du type contrainte de distance) ; cependant, les 
expériences de transfert de saturation des protons iminos sont un bon complément aux expériences de 
variations de déplacements chimiques. En effet, si l’on compare les courbes obtenues pour des résidus 
faisant partie de l’hélice α ou du feuillet β, on observe une décroissance du signal plus rapide dans le 
cas des résidus du feuillet β suggérant que ceux-ci sont plus proches de l’ADN (Figure 59D). Pour 
chaque résidu, la vitesse de décroissance du signal a été extraite et reportée en fonction de la 
séquence. Les résultats sont présentés dans l’article 2. Ce sont principalement dans les régions 
présentant des variations de déplacements chimiques importantes où l’on retrouve des acides aminés 
présentant une vitesse de décroissance du signal élevée.  
 En combinant les expériences de variations de déplacements chimiques et les expériences de 
transfert de saturation des protons iminos, nous avons pu conclure que le domaine THAP présente une 
zone de reconnaissance de l’ADN qui inclut la boucle N-terminale, le feuillet β, la fin de la boucle L3 et 
la boucle L4. 
II-3- Etude structurale et dynamique par RMN de la protéine liée  
Attribution des fréquences de résonance et extraction de contraintes NOEs 
 La résolution de structure du complexe formé par le domaine THAP C6267S de la protéine 
hTHAP1 et sa cible ADN RRM1 nécessite d’attribuer toutes les fréquences de résonance protons de 
chacun des partenaires afin de mettre en évidence et d’attribuer les contacts intermoléculaires.  
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Figure 60 : Expériences NOESY enregistrées à 950 MHz dans le cadre du réseau RMN européen. 
 (A) A gauche, 2D 15N HSQC. A droite, bandes extraites de l’expérience 3D 15N HSQC NOESY. (B) A gauche, 2D 13Cali 
HSQC. A droite, bandes extraites de l’expérience 3D 13Cali HSQC NOESY. (C) A gauche, 2D 13Caro HSQC. A droite, bandes 
extraites de l’expérience 3D 13Caro HSQC NOESY.  
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Compte tenu du grand nombre de protons, une résolution spectrale maximum associée à une 
combinaison d’expériences multidimensionnelles hétéronucléaires sont nécessaires afin de réduire les 
phénomènes de superposition et de recouvrement. Par l’intermédiaire du réseau RMN européen 
(EUNMR), nous avons eu la possibilité d’enregistrer des expériences RMN sur un spectromètre Bruker 
AVANCE 950 MHz équipé d’une cryo-sonde à Frankfort.  Ainsi, nous avons pu enregistrer les 
expériences RMN suivantes : une expérience 2D NOESY (Tm = 100 ms) sur un échantillon non marqué, 
une expérience 3D 15N HSQC NOESY (Tm = 100 ms), une expérience 3D 13Cali HSQC NOESY (Tm = 80 
ms) et une expérience 3D 13Caro HSQC NOESY (Tm = 50 ms) sur un échantillon uniformément marqué 
13C, 15N sur la protéine (Figure 60). Ces expériences présentent une résolution spectrale très 
importante et ont permis d’extraire beaucoup d’informations. Elles ont été complétées par des 
expériences TOCSY (3D 15N HSQC TOCSY et 3D HCCH TOCSY) pour l’attribution des fréquences de 
résonance 1H de la protéine. L’attribution des fréquences de résonance des 1H de la protéine liée a été 
réalisée ainsi que l’attribution et l’extraction des effets NOE sur les trois expériences de type 3D HSQC 
NOESY. Le traitement des spectres a été réalisé à l’aide des logiciels Topspin (Bruker) ou NMRpipe 
(Delaglio et al., 1995) et l’analyse des spectres a été réalisée à l’aide du logiciel CARA (Wüthrich 
Group, ETH Zurich).  
 Cinétique d’échange des protons amides 
 Pour pouvoir mettre en évidence les protons amides impliqués dans des liaisons hydrogène, 
une cinétique d’échange des protons amides a été réalisée sur le complexe protéine-ADN. Ainsi, un 
échantillon marqué 15N a été lyophilisé puis repris dans 100% D20. Ensuite, la disparition des taches de 
corrélation sur le spectre 2D 15N HSQC est suivie en fonction du temps. Dans le cas idéal, on peut 
calculer un facteur de protection pour chaque proton amide (Sivaraman et al., 1999), cependant ces 
expériences ont été enregistrées avec un gain différent d’une expérience à l’autre, ce qui ne permet pas 
de calculer ces facteurs de protection. Nous nous limiterons à une analyse qualitative et comparative 
avec ce qui  a été observé dans le cadre de la protéine libre en solution.  
 Après 1h dans 100% D20, près de 40 taches de corrélations subsistent et seulement 17 après 
10h (Figure 61). Après 1h, les taches de corrélation qui persistent correspondent à des résidus du cœur 
hydrophobe, des structures secondaires et de la zone située à proximité de la coordination du zinc. De 
façon intéressante, trois résidus de la fin de la boucle L3, T48, Y50 et S51 sont encore présents après 
1h dans 100% D20 alors qu’ils disparaissent de façon quasi instantanée dans le cas de la protéine libre.  
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Figure 61 : Cinétique d’échange des protons amides dans le complexe formé par le domaine THAP 
C6267S de THAP1 et sa cible ADN RRM1.  
Le spectre 2D 15N HSQC du complexe protéine ADN est représenté en fonction du temps passé dans 100% D 20. Sur le 
spectre après 1h dans 100% D20, les résidus sont annotés avec un code couleur : rose pour les résidus situés dans le cœur 
hydrophobe, orange pour les résidus situés à proximité de la coordination du zinc, vert pour les résidus du feuillet β et bleu 
pour les résidus situés dans l’hélice α. Les résidus colorés en rouge sont les résidus de la fin de la boucle L3 qui présentent 
des changements de vitesse d’échange entre la forme libre de la protéine et la forme liée à l’ADN. 
 
Ce changement d’accessibilité au solvant peut s’expliquer de deux manières : (i) ces résidus 
sont enfouis au cœur de la structure lors de l’interaction avec l’ADN (ii) ces résidus sont situés au cœur 
de l’interface protéine-ADN et ne sont plus accessibles au solvant. Les expériences de cartographie de 
la surface d’interaction présentées précédemment laissent penser que cette zone est impliquée (et plus 
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particulièrement le résidu T48) dans la reconnaissance protéine-ADN et donc la seconde proposition 
paraît la plus adaptée. Cependant, des preuves expérimentales supplémentaires sont nécessaires pour 
confirmer le rôle de cette boucle L3 dans la reconnaissance spécifique de l’ADN par le domaine THAP. 
Dynamique et état d’oligomérisation 
 Comme nous l’avons vu dans l’étude de la protéine libre en solution, la RMN donne accès à la 
dynamique de la chaîne polypeptidique en solution. Le comportement de la chaîne polypeptidique de la 
protéine a aussi été étudié lorsque celle-ci est liée sur sa cible ADN. Nous avons utilisé la même 
stratégie que pour l’étude dynamique de la protéine libre en solution en déterminant les vitesses de 
relaxation des atomes d’azote 15N de la chaîne principale. Dans le cadre de cette étude, le régime de 
diffusion de l’entité en solution et la détermination du temps de corrélation rotationnel ont fait l’objet d’un 
intérêt particulier, puisqu’ils nous renseignent sur l’état d’oligomérisation de la protéine lors de son 
interaction avec l’ADN et sur le mode de reconnaissance de l’ADN.  
 Pour avoir accès à la dynamique de l’entité en solution, les constantes de relaxation des spins 
15N ont été déterminées et les paramètres décrivant la dynamique globale de la protéine en solution ont 
été calculés. Les constantes R1, R2 et le rapport R2/R1 (Figure 62A-C) obtenus ont été comparés aux 
valeurs de la protéine libre. Lors de la formation du complexe, la vitesse R1 diminue alors que la vitesse 
R2 augmente. De la même façon, le rapport R2/R1 augmente suggérant que la diffusion en solution est 
ralentie par l’augmentation du volume hydrodynamique de l’entité observée. A partir de ces valeurs, un 
temps de corrélation rotationnel de 10.3 ns a été déterminé alors que celui de la protéine libre est de 5.6 
ns. Le temps de corrélation rotationnel peut être relié à la température et au nombre de résidus de la 
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Avec T correspondant à la température en K et N correspondant au nombre de résidus.  
Comme le poids moléculaire moyen d’un résidu est de 110 Da, on peut estimer la masse 
moléculaire de la protéine en solution à 8 kDa (MM = 10 kDa) et la masse moléculaire du complexe 
protéine-ADN à près de 14 kDa (MM = 20kDa). Même si cette formule sous estime les valeurs de poids 
moléculaires attendues, nous avons suggéré que la protéine THAP C6267S se lie sous la forme d’un 
monomère sur la cible ADN RRM1.   
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Figure 62 : Analyse du régime de diffusion et de l’état d’oligomérisation du complexe THAP C6267S – 
RRM1.  
(A) Comparaison des valeurs de vitesses de relaxation longitudinale des atomes de 15N entre la protéine libre et la protéine 
liée. (B) Comparaison des valeurs de vitesses de relaxation transverse des atomes de 15N entre la protéine libre et la 
protéine liée. (C)  Comparaison des rapports R2/R1 des atomes de 15N entre la protéine libre et la protéine liée. (D) Analyse 
du régime de diffusion du complexe protéine-ADN en utilisant le logiciel TENSOR2 (Dosset et al., 2000). (E) Représentation 
du tenseur de diffusion anisotrope du complexe protéine-ADN. 
  
Cependant, l’analyse du régime de diffusion du complexe protéine-ADN met en évidence une 
diffusion anisotrope et nous avons pu modéliser le tenseur de diffusion en utilisant le logiciel TENSOR2 
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(Dosset et al., 2000) (Figure 62D-E). Ainsi, nous avons pu démontrer que la formation du complexe 
entraîne un changement de régime de diffusion puisque la protéine libre diffuse de façon isotrope. La 
description du tenseur de diffusion sur la structure de la protéine liée permet d’identifier la forme du 
complexe qui s’apparente à un ellipsoïde dont l’axe le plus long correspond à l’axe de l’ADN. Ainsi, 
l’apparition de ce régime de diffusion anisotrope permet de définir de nouvelles contraintes structurales 
pour la modélisation du complexe, puisque les ratios R2/R1 sont des données expérimentales qui 
permettent de contraindre l’orientation de la protéine sur l’ADN. Ces contraintes d’anisotropie de  
diffusion (DANI) peuvent être incorporées dans le calcul final car le logiciel HADDOCK permet de 
recalculer les rapports R2/R1 des structures générées et permet ainsi de juger de l’accord entre les 
données expérimentales et les données recalculées sur la base de la structure générée (van Dijk et al., 
2006a).  
Du fait de l’anisotropie de diffusion observée, nous avons limité l’analyse de la mobilité interne 
de la chaîne polypeptidique à la détermination des valeurs de NOE hétéronucléaires de ses atomes 
d’azote 15N. Ainsi, une analyse comparative de la mobilité interne entre la forme libre et la forme liée, 
uniquement basée sur les NOE hétéronucléaires, est présentée dans l’article 2.  
Couplages dipolaires résiduels 
 Pour compléter le jeu de contraintes structurales, nous nous sommes tournés vers une 
approche qui représente une avancée majeure dans le monde la RMN liquide de ces quinze dernières 
années et qui consiste à utiliser des couplages dipolaires résiduels (Tjandra and Bax, 1997). Cette 
technique consiste à placer l’entité moléculaire dans un milieu permettant d’orienter une proportion des 
molécules dans le champ magnétique. Ainsi, les molécules orientées sortent du régime de diffusion 
isotrope qui, jusque là, permet de moyenner l’interaction dipolaire à 0. Comme cette orientation n’est 
que partielle, on observe une réintroduction partielle du couplage dipolaire résultant de l’interaction 
dipolaire réintroduite entre les spins (Bax, 2003).  
 Pour la mesure des couplages dipolaires résiduels, on prépare un échantillon du complexe 
protéine-ADN doublement marqué 13C et 15N sur la protéine. Ensuite, on enregistre des expériences qui 
permettent de déterminer la valeur du couplage apparent entre les couples de spins, afin d’obtenir la 
constante de couplage isotrope qui correspond à la valeur du couplage scalaire. Ces expériences sont 
basées sur le schéma IPAP (Inphase Antiphase) (Ding and Gronenborn, 2003, Ding and Gronenborn, 
2004) qui permet de séparer les différentes composantes dues à l’évolution selon les couplages 
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scalaires apparents. Ensuite, l’addition d’un milieu orientant dans l’échantillon, en l’occurrence une 
solution de phages Pf1 (15 mg/ml final), permet d’orienter une partie des molécules de l’échantillon tout 
en gardant une résolution et une largeur de raie  compatible avec l’extraction des constantes de 
couplages apparentes anisotropes. Ces constantes de couplage apparentes anisotropes correspondent 
à la valeur du couplage scalaire plus la valeur du couplage dipolaire résiduel. Ainsi, on extrait la valeur 
de la constante de couplage isotrope et la valeur de la constante de couplage anisotrope et, en faisant 
la différence, on obtient la valeur du couplage dipolaire résiduel pour chacun des couples de spins et ce 
pour chaque résidu. Dans notre cas, nous avons décidé d’extraire des couplages dipolaires résiduels 
pour les liaisons H-N et C’-Cα du squelette peptidique. Nous avons enregistré des expériences 2D 15N 
HSQC IPAP et 3D 1JC’Cα HNCO IPAP dans des conditions isotropes et anisotropes (Figure 63). Grâce à 
ces expériences, nous avons pu extraire environ 150 RDC en utilisant les logiciels NMRView (Johnson, 
2004), CCPNMR (Vranken et al., 2005), NMRPipe (Delaglio et al., 1995) et des scripts informatiques. 
 
Figure63 : Les expériences pour l’extraction des RDC sur le complexe protéine-ADN. 
 (A) 2D 15N HSQC IPAP enregistrée en conditions isotropes (B) 2D 15N HSQC IPAP enregistrée en conditions anisotropes 
après ajout de phages Pf1 (15 mg/ml) (C) Extraction de la valeur du couplage résiduel pour le couple HN-N du résidu T28, 
les quatre spectres sont superposés (D) Projection sur le plan 1H/13C’ de l’expérience 3D 1JC’Cα HNCO IPAP réalisée en 
conditions isotropes (E) Projection sur le plan 1H/13C’ de l’expérience 3D 1JC’Cα HNCO IPAP réalisée en conditions 
anisotropes après ajout de phages Pf1 (15 mg/ml)  (F) Extraction de la valeur du couplage résiduel pour le couple C’ -Cα du 
résidu F63, les quatre spectres sont superposés. 
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 Nous avons par la suite transformé ces valeurs de couplages dipolaires résiduels en contraintes 
d’orientation des liaisons covalentes, en définissant le tenseur d’orientation de la molécule. En effet, un 
couplage dipolaire résiduel peut s’exprimer de la façon suivante : 
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 Afin de déterminer le tenseur d’orientation de la molécule, tous les RDC ont été normalisés par 
rapport aux RDC H-N ; la constante de conversion pour les RDC C’Cα est de -5.05 (Bryce and Bax, 
2004). Ensuite, les RDC issus des résidus présentant une mobilité interne importante ont été exclus de 
l’analyse (Bax, 2003, Bryce and Bax, 2004). Par la suite, les résultats des premiers calculs de structures 
de la protéine liée ont été confrontés aux valeurs des RDC afin de déterminer un premier tenseur 
d’orientation en utilisant le logiciel Module (Dosset et al., 2001) (Figure 64 A). Dans cette première 
analyse, seuls 38 RDC H-N issus des zones les moins dynamiques de la protéine ont été incorporés. 
Puis, une grille d’optimisation des valeurs de l’amplitude et de la rhombicité du tenseur d’orientation a 
été réalisée par l’intermédiaire de calculs de structures rapides en utilisant toutes les contraintes RMN 
(NOE, angles dièdres, liaisons hydrogène, RDC), et un protocole de recuit simulé avec le logiciel CNS 
(University of Yale) avec 98 RDC HN et C’Cα. Ainsi, une gamme de valeur de D et de R  permettant un 
accord entre les valeurs de RDC et les autres contraintes RMN a été isolée (Figure 64 B-C). Par la 
suite, la nouvelle version de CNS (1.21) qui incorpore le logiciel SCULPTOR (IBS, Grenoble), un logiciel 
permettant le calcul de structure en utilisant un tenseur d’alignement flottant pour la gestion des RDC, a 
été utilisée. Ces calculs nous ont permis de trouver les valeurs de Da et R qui sont respectivement -21.5 
Hz et 0.58.  
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Figure 64 : Recherche des valeurs D et R définissant le tenseur d’orientation.  
(A) Confrontation de 38 RDC H-N situés dans les parties les plus rigides de la protéine et de la structure de la protéine liée 
calculée avec les contraintes structurales (NOE, angles dièdres et liaisons hydrogène). Sur ce graphique, les RDC 
expérimentaux sont confrontés avec les RDC recalculés sur la base de la structure. Nous avons pu déterminer la valeur de 
D et de R qui sont respectivement -19.5 Hz et 0.57.  (B) Grille étendue montrant l’évolution de la contribution énergétique 
due aux violations des RDC en fonction de D et R. Pour chaque valeur, un calcul de structure de la protéine liée a été réalisé 
à l’aide de CNS en utilisant un protocole de recuit simulé et les contraintes structurales afin de générer 10 structures. Parmi 
ces dix structures, nous avons extrait la valeur d’énergie E sani la plus faible et nous l’avons reporté sur ce graphique. (C) 
Même principe qu’en A mais la gamme de valeurs de D et de R a été resserrée. 
 
Calcul de structure de la protéine liée 
 La structure de la protéine liée a donc été calculée en utilisant un protocole de recuit simulé 
sous contraintes RMN avec le logiciel CNS1.21. Le grand nombre de contraintes RMN (Figure 65B) 
permet une très bonne convergence du calcul et un ensemble de 18 structures satisfaisant les 
contraintes structurales RMN et présentant un RMSD de 0.74Å sur les atomes du squelette peptidique 
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a été obtenu. Cette structure révèle des critères géométriques satisfaisants puisque l’on ne retrouve 
aucun résidu en dehors des zones acceptables sur le diagramme de Ramachandran ; analyse réalisée 
avec le logiciel Procheck (Laskowski et al., 1996). Cet ensemble de 18 structures RMN de la forme liée 
du domaine THAP C6267S est représenté sur la figure 64A. La topologie est conservée et une 
description des changements structuraux observés entre la forme libre et la forme liée de la molécule 
est faite dans l’article 2. Nous pouvons voir que les contraintes RDC recalculées sur la base de la 
structure sont en accord avec les données expérimentales (Figure 64C-D). 
 
 
Figure 65 : Structure en solution du domaine THAP C6267S lié sur la cible RRM1.  
(A) Superposition des 18 structures RMN de la forme liée de la protéine THAP C6267S. (B) Tableau récapitulatif des 
contraintes structurales utilisées pour le calcul de structure par recuit simulé. (C) Accord entre les RDC H-N mesurés et les 
RDC H-N recalculés à partir de la structure. (D) Accord entre les RDC C’-Cα mesurés et les RDC C’-Cα recalculés à partir de 
la structure.  
 
 142 
PARTIE II – Mode de reconnaissance de l’ADN par le domaine THAP de la protéine hTHAP1 
II-3- Etude structurale par RMN de la cible ADN RRM1 
 L’étape d’attribution des fréquences de résonance 1H de l’ADN est une étape incontournable 
pour permettre l’accès à la recherche de contacts intermoléculaires. Pour réaliser l’attribution des 
fréquences de résonance 1H de l’ADN dans le complexe, nous avons tout d’abord réalisé l’attribution 
des fréquences de résonance 1H de l’ADN libre en solution. 
Attribution de l’ADN RRM1 libre en solution 
 Un échantillon renfermant l’oligonucléotide RRM1, à une concentration de 1 mM dans du 
tampon RMN (Tris D 50 mM, pH 6.8, NaCl 30 mM, DTT D 2mM), a été utilisé pour enregistrer des 
expériences homonucléaires 2D TOCSY, 2D COSY et 2D NOESY. L’attribution des protons de l’ADN 
est séparée en deux parties : l’attribution des fréquences de résonance des protons non échangeables 
et l’attribution des fréquences de résonances des protons échangeables. Cette spécificité nécessite 
d’enregistrer des spectres dans de l’eau H20 - D20 10% mais aussi dans D20 100%.  
Dans un premier temps, nous avons utilisé des expériences, permettant de mettre en évidence 
les corrélations scalaires, de type 2D COSY et 2D TOCSY. Grâce à ces expériences, nous avons pu 
observer des corrélations entre les protons H6/H5 des cytosines (Figure 66A) et entre les protons 
H6/H7 des thymines (Figure 66B). Outre l’attribution des fréquences de résonances de ces protons, 
nous avons pu aussi créer des systèmes de spins correspondant aux cycles 2’-désoxyriboses en 
combinant les expériences 2D COSY et 2D TOCSY (Figure 66C). D’abord, on relie les protons des 
cycles 2’-désoxyriboses sans connaître leur position dans la séquence. C’est l’attribution séquentielle, 
permettant de relier les systèmes de spins les uns aux autres, qui est réalisée en exploitant des 
expériences 2D NOESY. Le principe de l’attribution séquentielle des oligonucléotides est développé sur 
le schéma de la figure 66D. Sur les spectres NOESY, à faible temps de mélange (70 ms), on peut faire 
la différence entre les interactions intra résiduelles H8/6-ribose et les interactions inter résiduelles. Ainsi, 
on peut utiliser les expériences 2D NOESY enregistrées avec un temps de mélange un peu plus long 
pour relier les systèmes de spins les uns autres en allant de l’extrémité 5’ vers l’extrémité 3’. Sur la 
figure 66EF, les parties du spectre 2D NOESY (Tm = 130ms) montrant les interactions entre les protons 
H6/8 et les protons des 2’-désoxyriboses sont représentées. Enfin, on confirme l’attribution séquentielle 
grâce à une expérience 2D NOESY à long temps de mélange (Tm = 400ms), sur laquelle, on peut 
observer les corrélations entre protons H6/8 (Figure 65G). 
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Figure 66: Attribution des fréquences de résonance 1H de l’oligonucléotide RRM1 libre en solution.  
(A) Zoom sur la partie du spectre 2D TOCSY correspondant aux taches de corrélation H6/H5 des cytosines. (B) Zoom  sur la 
partie du spectre 2D TOCSY correspondant aux taches de corrélation H6/H7 des thymines. (C) Zoom sur la partie du 
spectre 2D TOCSY permettant d’attribuer les fréquences de résonances des protons des 2’ -désoxyriboses. (D) Schéma 
illustrant le principe de l’attribution séquentielle des ADN. (E) Zoom sur la partie du spectre 2D NOESY (Tm = 130ms) 
correspondant à la zone dans laquelle on observe les interactions entre les protons H 8/H6 des bases et les protons des 
riboses H1’, H3’, H4’, H5’ et H5’’. (F) Zoom sur la partie du spectre 2D NOESY (Tm = 130ms) correspondant à la zone dans 
laquelle on observe les interactions entre les protons H8/H6 des bases et les protons des riboses H2’ et H2’’. (G) Zoom sur la 
partie du spectre 2D NOESY (Tm = 400 ms) où l’on observe les corrélations entre protons H8/6. (H) Zoom sur la partie du 
spectre 2D NOESY, (Tm = 250 ms) enregistré dans l’eau, où l’on observe les corrélations entre protons iminos.  
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L’attribution des protons échangeables est réalisée en exploitant un spectre 2D NOESY 
enregistré dans H20 (Tm = 250 ms). La première étape consiste à attribuer les fréquences de 
résonance des protons iminos comme ceci est illustré sur le spectre présenté sur la figure 66H. Par la 
suite, on peut observer les interactions entre les protons iminos et les autres protons des bases (les 
groupements amines des cytosines et des guanines et les protons H2 des adénines). Ainsi, les 
appariements des bases ont été confirmés.  
Ce travail d’attribution a été réalisé pour l’oligonucléotide RRM1 libre en solution. Nous avons 
pu attribuer la quasi-totalité des résonances. Nous avons aussi essayé d’enregistrer des expériences 
RMN en utilisant le phosphore. Dans un premier temps, nous avons enregistré des spectres 1D du 
phosphore à différents champs (300-500-700 MHz), cependant nous avons obtenu des spectres ne 
présentant pas de dispersion des fréquences de résonance.  
Attribution de l’ADN RRM1 dans le complexe protéine-ADN 
Pour l’attribution des fréquences de résonance des protons de l’ADN RRM1 dans le complexe 
protéine-ADN, la même démarche que pour l’attribution des fréquences de résonance protons de l’ADN 
dans sa forme libre a été suivie. En combinant des expériences 2D TOCSY et 2D NOESY, et en tenant 
compte de l’attribution de l’ADN dans sa forme libre, la plupart des fréquences de résonance proton de 
l’ADN dans le complexe protéine-ADN ont pu être réattribuées. La présence des signaux de la protéine 
est un problème pour l’analyse des spectres 2D homonucléaires TOCSY et NOESY du complexe 
protéine-ADN. Par conséquent, des spectres 2D NOESY et 2D TOCSY ont été  enregistrés dans 100% 
D20, ceci permettant de simplifier la zone des H8/6 puisque les protons amides de la protéine sont 
échangés et qu’il ne reste plus que les systèmes de spins aromatiques dans cette zone (Figure 67B). 
L’attribution des fréquences de résonance des protons de la protéine ayant déjà été réalisée, nous 
avons pu l’utiliser pour discriminer les signaux d’origine protéique des signaux de l’ADN. De plus, une 
expérience 2D NOESY a aussi été enregistrée à 950 MHz, elle présente une très bonne résolution 
spectrale. Ainsi, nous avons pu attribuer la plupart (90%) des fréquences de résonance 1H de l’ADN 
dans le complexe protéine-ADN même si des problèmes d’élargissement des signaux ne nous ont pas 
permis d’attribuer l’intégralité des fréquences de résonance. En ce qui concerne les protons 
échangeables de l’ADN, nous avons tout d’abord suivi les déplacements chimiques des protons iminos 
lors de la formation du complexe (Figure 67A) et par la suite, nous avons refait l’attribution des autres 
protons comme cela a été décrit pour l’ADN dans sa forme libre.  
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Figure 67 : Attribution et analyse de NOE observés pour l’oligonucléotide RRM1 dans le complexe 
protéine ADN.  
(A) Suivi des déplacements chimiques des protons iminos lors de la formation du complexe. (B) Superposition des spectres 
2D NOESY enregistrés dans D20 pour la forme libre de l’ADN (en jaune) et le complexe protéine-ADN (en noir). (C-D) 
Analyse des intensités des NOE intra résidus afin de déterminer la conformation des sucres (C) et la conformation des bases 
(D) dans le complexe protéine-ADN. (E) Récapitulatif des contraintes de distances extraites lors de l’analyse des spectres 
2D NOESY du complexe protéine-ADN, les contraintes sont illustrées par des barres rouges sur la structure de l’ADN et sont 
répertoriées dans le tableau. 
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Ensuite, l’analyse des effets NOE intra résiduels a été réalisée afin de déterminer la 
conformation de l’ADN. En analysant les ratios entre les intensités des NOE H8-6-H2’/ H8-6-H3’ sur une 
expérience réalisée avec un faible temps de mélange (100 ms), nous avons pu observer que ces ratios 
sont supérieurs à 1, ce qui est en accord avec la conformation C2’ endo du ribose retrouvée dans l’ADN 
sous sa forme B (Figure 67C) (Cuniasse et al., 1989). De la même façon, nous avons calculé les ratios 
entre les intensités des NOE H8-6-H2’/ H8-6-H1’ et nous montrons que ces ratios sont aussi supérieurs à 
1, ce qui est en accord avec la conformation anti des bases que l’on observe dans l’ADN sous forme B 
(Figure 67D) (Cuniasse et al., 1989). Ces données permettent de dire que l’ADN RRM1 conserve une 
conformation B dans le complexe protéine-ADN, ainsi, des contraintes angulaires ont été définies afin 
de maintenir la conformation B de l’ADN dans le calcul de structure final. L’analyse des spectres 2D 
NOESY a aussi permis de confirmer que les appariements classiques définis par Watson et Crick sont 
conservés dans le complexe protéine-ADN. De plus, nous avons réussi à extraire des contraintes de 
distances dérivées d’effets NOE (Figure 67E); ces contraintes seront aussi incorporées dans le calcul 
de structure final. 
II-4- Recherche de contraintes intermoléculaires 
Après l’étape d’attribution des fréquences de résonance des deux partenaires, nous avons 
décidé de rechercher des effets NOE intermoléculaires. Deux stratégies ont été utilisées. 
Expériences 3D [F1,F3] 13C, 15N filtrée - 13C éditée NOESY-HSQC 
Comme nous disposons d’un échantillon de complexe protéine-ADN uniformément marqué 
13C15N sur la protéine, nous avons pu envisager de faire des expériences qui ne révèlent que les NOE 
intermoléculaires. L’expérience 3D [F1,F3] 13C, 15N filtrée - 13C éditée NOESY-HSQC permet d’observer 
les effets NOE résultant de l’interaction dipolaire entre un proton lié de façon covalente à un carbone 
12C (proton de l’ADN) et un proton lié de façon covalente à un carbone 13C (proton de la protéine) 
(Zwahlen et al., 1997). Le problème de cette expérience, c’est qu’elle est relativement peu sensible et 
les différents filtres ont tendance à réintroduire du signal au niveau de la fréquence de l’eau. Dans un 
premier temps, les premières expériences ont été enregistrées dans l’eau puis nous sommes 
rapidement passés dans un échantillon contenant 100% D20 afin d’augmenter le rapport signal/bruit. 
Ces expériences ont été enregistrées en utilisant différents temps de mélange. Nous avons observé du 
signal pour des groupements aliphatiques de la protéine et nous avons pu attribuer certains pics.  
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Figure 68: Recherche d’effets NOE résultant d’interactions dipolaires entre protons de la protéine et 
protons de l’ADN. 
 (A) Projection 2D 1H/13C de l’expérience 3D [F1,F3] 13C, 15N filtrée - 13C éditée NOESY-HSQC enregistrée sur le 
spectromètre 600 MHz cryo-sonde dans D20 avec un temps de mélange de 200 ms. (B) Projection 2D 1H/1H de l’expérience 
3D [F1,F3] 13C, 15N filtrée - 13C éditée NOESY-HSQC enregistrée sur le spectromètre 600 MHz cryo-sonde dans D20 avec un 
temps de mélange de 200 ms. (C) Bandes extraites des expériences de type 3D HSQC NOESY enregistrées sur le 
spectromètre 950 MHz cryo-sonde. 
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Les plans 2D proton/proton (1H (liés 12C) et 1H (liés 13C)) et proton/carbone, de cette expérience 
réalisée avec un temps de mélange de 200 ms sur le spectromètre 600 MHz cryo-sonde, sont 
représentés sur la figure 68A-B. On peut voir que certaines taches ont été attribuées et suggèrent une 
orientation préférentielle de la protéine sur la cible RRM1. Ces expériences, même limitées dans leur 
sensibilité, nous ont permis de repérer certaines taches de corrélation résultant d’une interaction 
dipolaire entre des protons de la protéine et des protons de l’ADN. 
Recherche de contacts intermoléculaires sur les expériences de type 3D HSQC NOESY 
En observant la présence de ces taches NOE sur les expériences de type 3D HSQC NOESY 
(enregistrées sur le spectromètre 950MHz cryo-sonde), nous avons pu confirmer la présence de ces 
effets NOE intermoléculaires. Nous avons aussi continué à rechercher d’autres effets NOE 
intermoléculaires, sur ces expériences, puisque la sensibilité est largement supérieure et que, dans ces 
expériences, les protons échangeables de l’ADN sont aussi présents. Au total, nous avons identifié 39 
effets NOE intermoléculaires, sur les trois expériences de type 3D HSQC NOESY enregistrées à haut 
champ, qui impliquent neuf résidus de la protéine et sept bases de l’ADN. Parmi ces contacts 
intermoléculaires, on en retrouve plusieurs impliquant la région située à la fin de la boucle L3 (P47, T48, 
Y50) et le motif complémentaire du cœur GGCA (Figure 68C). 
II-5- Calcul de structures du complexe protéine-ADN 
 Pour le calcul de structures du complexe protéine-ADN, réalisé avec le logiciel HADDOCK2.0 
(Dominguez et al., 2003, de Vries et al., 2007), l’ensemble de structures RMN du domaine THAP 
C6267S lié et un fichier de structure de l’oligonucléotide RRM1 16 paires de bases modélisé sous forme 
d’un ADN B ont été utilisés. 
 Toutes les contraintes structurales dérivées de données expérimentales ont été introduites afin 
de calculer la structure du complexe protéine-ADN. Nous avons utilisé des contraintes de distances 
intramoléculaires pour chacune des deux molécules mais aussi des contraintes angulaires et des 
contraintes pour maintenir les liaisons hydrogène.  
Des contraintes d’interaction ambiguës ont été définies sur la base des interfaces de liaisons de 
la protéine (expériences de variations de déplacements chimiques, expériences de transfert de 
saturation des protons iminos et accessibilité au solvant) et de l’ADN en utilisant les expériences de 
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liaison spécifique à l’ADN réalisées sur le complexe THAP-THABS (Clouaire et al., 2005). Un schéma 
récapitulatif de ces contraintes est présenté sur la figure ci-dessous.  
 
Figure 69 : Définition des contraintes ambigües pour le calcul de structure du complexe protéine ADN 
avec le logiciel HADDOCK 
 Dans ce calcul, les contraintes intermoléculaires, intégrées sur les spectres 3D 15N HSQC 
NOESY, 3D 13Cali HSQC NOESY et 3D 13Caro HSQC NOESY, ont aussi été incorporées.  
 Dans un premier temps, nous avons réalisé un calcul de structure dans le lequel l’ADN est 
totalement flexible, mais doit satisfaire les contraintes de distances intramoléculaires extraites de 
l’analyse des spectres NOESY du complexe, et doit conserver une conformation B ainsi que des 
appariements de type Watson Crick. Ainsi, les meilleurs résultats ont été sélectionnés et les ADN ont 
été extraits des fichiers de structures de complexes obtenus. Nous avons extrait un ensemble de cinq 
ADN qui sont en accord avec les contraintes RMN (Figure 70) et qui sont légèrement différents d’un 
ADN B canonique. Tous les calculs de structures du complexe ont été réalisés avec cet ensemble de 
structures de l’oligonucléotide RRM1, il reste cependant flexible au niveau de la zone d’interaction 
pendant le calcul. 
 
 
Figure 70 : Structures de l’ADN utilisées comme fichiers d’entrée pour le calcul de structure du complexe 
protéine-ADN. 
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Ensemble de structures de l’oligonucléotide RRM1 satisfaisant les contraintes RMN (en gris) superposé avec la forme B 
linéaire de l’oligonucléotide RRM1 (en rouge). 
 Par la suite, différentes combinaisons de contraintes intermoléculaires ont été utilisées pour 
réaliser le calcul de structures et les résultats sont présentés sur la figure 71.  
 Dans un premier temps, nous n’avons utilisé que les contraintes d’interaction ambigües pour 
réaliser le calcul de structures (Figure 71A). Nous avons obtenu des résultats  qui permettent d’extraire 
un ensemble de structures à basse résolution, puisque l’on a extrait un ensemble  de 15 structures qui 
présentent un RMSD sur les atomes du squelette peptidique de 3.21 +/- 1.27 Å. Cette stratégie permet 
de prédire l’orientation de la protéine sur l’ADN, les détails concernant la lecture directe de l’ADN 
restent difficiles à extraire sur la base de cet ensemble de structures de complexes. 
 Par contre, lorsque nous injectons les contraintes intermoléculaires dans le calcul, la 
convergence du calcul est augmentée, ces contraintes permettant une définition plus précise de 
l’interface protéine ADN (Figure 71B). Cet ensemble de structures est présenté dans l’article 2. En 
regardant cet ensemble de structures, les bases moléculaires de la reconnaissance de l’ADN médiée 
par le domaine THAP de hTHAP1 ont pu être expliquées. Nous avons aussi généré des contraintes de 
diffusion anisotrope basées sur l’analyse de la dynamique préalablement décrite. Ces données sont 
aussi en accord avec la structure du complexe présentée, cependant, leur intégration dans le calcul ne 
permet pas d’accroître la convergence du calcul.   
 Enfin, ce sont les valeurs de 98 RDC qui ont été intégrées dans le calcul afin d’affiner la 
structure du complexe protéine-ADN. Ainsi, l’ajout de ces contraintes permet d’augmenter la 
convergence du calcul de structure et nous avons pu extraire un ensemble de 15 structures satisfaisant 
les contraintes RMN (Figure 71C). Tous les ensembles de structures présentés dans cette figure ont été 
extraits d’un calcul de structures réalisé sur le cluster 40 nœuds en utilisant simplement 9 nœuds et 
avec le logiciel HADDOCK. Nous avons utilisé pour chacun le même nombre de structures générés à 
chaque étape (1ère étape 1000 structures, 2ème étape 100 structures et 3ème étape 100 structures). 
L’analyse du calcul est réalisée en utilisant les scripts fournis avec le logiciel et nous avons jugé la 
validité géométrique de ces structures en utilisant Procheck (Laskowski et al., 1996).  
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Figure 71 : Calcul de structures du complexe formé par le domaine THAP C6267S et la cible ADN RRM1 
de 16 paires de bases.  
Nous avons utilisé différentes combinaisons de contraintes structurales pour réaliser ce calcul avec le logiciel HADDOCK2.0. 
(A-C) La convergence du calcul est illustrée par un graphique montrant l’énergie intermoléculaire calculée pou r chaque 
structure en fonction du RMSD par rapport à la structure de plus basse énergie. Les 15 meilleures structures sont 
représentées et la valeur du RMSD sur les atomes du squelette peptidique est donnée. Pour C, l’accord entre les RDC 
mesurés expérimentalement et les RDC recalculés sur la base de la structure est aussi représenté. 
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ABSTRACT
Human THAP1 is the prototype of a large family of
cellular factors sharing an original THAP zinc-finger
motif responsible for DNA binding. Human THAP1
regulates endothelial cell proliferation and G1/S
cell-cycle progression, through modulation of
pRb/E2F cell-cycle target genes including rrm1.
Recently, mutations in THAP1 have been found to
cause DYT6 primary torsion dystonia, a human neu-
rological disease. We report here the first 3D struc-
ture of the complex formed by the DNA-binding
domain of THAP1 and its specific DNA target
(THABS) found within the rrm1 target gene. The
THAP zinc finger uses its double-stranded b-sheet
to fill the DNA major groove and provides a unique
combination of contacts from the b-sheet, the
N-terminal tail and surrounding loops toward the
five invariant base pairs of the THABS sequence.
Our studies reveal unprecedented insights into the
specific DNA recognition mechanisms within this
large family of proteins controlling cell proliferation,
cell cycle and pluripotency.
INTRODUCTION
Gene expression is tightly modulated by the interplay
of sequence-specific transcription factors that recruit
direct transcription effectors in vivo. In this context, the
thermodynamic, structural and kinetic strategies adopted
by a DNA-binding protein to locate and bind to its
specific DNA target among a huge excess of non-specific
DNA in the cell are of considerable interest and are still
under investigation (1–3). During the last decade, struc-
tural studies performed on a number of DNA-binding
domains bound to their DNA target provided some
molecular details about specific DNA recognition (4–6).
Understanding the molecular mechanisms of DNA
specific recognition also requires the issue of binding to
non-specific DNA target to be tackled, as recently
reported for the dimeric lac repressor, highlighting the
importance of structural flexibility and plasticity in
DNA recognition (2).
The THanatos-Associated protein (THAP) DNA-
binding domain is an evolutionary conserved C2CH
zinc-finger motif shared between a large family of
cellular factors with functions associated to cell-
proliferation and cell-cycle control (7,8). Human
THAP1, the prototype member of the family, is described
as a novel transcription factor involved in endothelial cell
proliferation and G1/S cell-cycle control, regulating
expression of several pRb/E2F cell-cycle target genes (9).
The DNA-binding domain of THAP1 recognizes a con-
sensus DNA target of 11 nt (THABS) comprising a core





pected finding was recently reported concerning the
DNA-binding function of THAP1 associated with
DYT6 primary torsion dystonia, a neurological disease
characterized by twisting movements and abnormal
postures (10). It was proposed that transcriptional dys-
regulation associated with mutations in the DNA-
binding domain of THAP1 might contribute to the
DYT6 disease (10,11). We have previously reported the
solution structure of the DNA-binding module (THAP
zinc finger) of THAP1 by NMR showing that the core
fold consists of an anti-parallel two-stranded b-sheet
with the two strands separated by a long loop-helix-loop
motif (12). Using NMR and mutagenesis data, we
provided the first structure-activity analysis of a func-
tional DNA-binding THAP domain with demonstrated
sequence-specific DNA-binding activity. Furthermore,
we have shown that recombinant THAP domains from
human THAP2 and THAP3 and from Caenorhabditis
elegans CTBP and GON-14 do not exhibit sequence-
specific DNA binding toward the THABS sequence
recognized by THAP1, suggesting that although the dif-
ferent THAP zinc fingers share some structural homo-
logies, they may recognize their own specific DNA
sequence (12). This hypothesis was confirmed with the
recent identification of Ronin, the mouse ortholog of
THAP11 that underlies embryogenesis and Embryonic
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Stem cell pluripotency (13). Ronin exhibits DNA-binding
activity toward a DNA sequence that is clearly distinct
from the THABS consensus motif recognized by THAP1
(13).
In an attempt to get some clues regarding the molecular
mechanisms by which the THAP zinc finger recognizes
a specific DNA sequence, we determined the solution
structure of the complex between the THAP zinc finger
of THAP1 and a 16-bp oligonucleotide containing the
THABS sequence identified in the natural rrm1 responsive
element. The latter is a G1-S regulated gene coding for
the Ribonucleotide Reductase M1 subunit essential
for S-phase DNA synthesis, that was recently identified
as the first direct transcriptional target of endogenous
THAP1 (9). The rrm1 promoter contains two THABS-
binding sites approximately 100-nt upstream of the
50-end of the mRNA to which endogenous THAP1
binds in vivo (9).
By solving the first structure of a functional THAP
protein–DNA complex, we show in the present article
that the THAP zinc finger of THAP1 contacts the DNA
major groove using its two-stranded b-sheet. The associa-
tion relies on numerous non-specific contacts to the sugar
phosphate backbone, allowing efficient positioning of the
protein onto the DNA before setting up base-specific
contacts. The DNA recognition specificity resides in a
combination of crucial contacts provided by poorly
conserved residues among the THAP members, that are
located in the b-sheet, the N-terminal tail and surrounding
loops and that cover the five invariant base pairs of the
consensus THABS sequence. To increase the DNA-
binding specificity, a loop in the C-terminal region of
the THAP zinc finger gives additional contacts to the
DNA minor groove. We also report structural and fluo-
rescence studies on the binding of the THAP zinc finger of
THAP1 to non-specific DNA. Our work provides new
insights into the structural determinants controlling the
DNA recognition specificity within this large family of
cellular factors with major roles in cell proliferation,
cell-cycle control and pluripotency.
MATERIALS AND METHODS
Sample preparation
The plasmid coding for the THAP zinc-finger domain of
hTHAP1 (Met1-Phe81) with a double mutation C62SC67S
was generated by PCR. The expression and purification
protocols have been described previously (12). The 16-bp










(Eurofins MWG) in a 1:1
ratio. The DNA–protein complex (1mM) was formed
by mixing either unlabeled protein or uniformly 15N- or
15N13C labeled protein with unlabeled duplex rrm1 DNA
under high-salt conditions (50mM Tris, pH 6.8, 250mM
NaCl, 5mM DTT). The DNA duplex with an unrelated










, and mixed with the THAP zinc
finger following the same protocol. All protein–DNA
samples were exchanged against 50mM Tris (pH 6.8),
30mM NaCl, 5mM DTT, 0.01% sodium azide and
10% or 100% 2H2O before NMR experiments.
NMR spectroscopy
NMR experiments were performed at 296K on
cryo-probed Bruker DRX950 and DRX600 spectrome-
ters. Protein (1H, 15N and 13C) backbone and side-chain
resonances were assigned from analysis of standard 3D
experiments (14). Distance restraints were extracted from
3D 15N HSQC NOESY (Tm 100ms), 3D
13Cali HSQC-
NOESY (Tm 80ms) and 3D
13Caro HSQC-NOESY
(Tm 120ms) recorded at 950MHz. DNA
1H resonances
were assigned for the free rrm1 oligonucleotide using a
combination of 2D TOCSY and NOESY recorded in
2H2O and H2O. DNA assignments in the protein–DNA
complex were obtained from TOCSY and NOESY spectra
recorded on the unlabeled sample at 950MHz.
Intermolecular protein–DNA NOEs were assigned from
15N- and 13C-edited NOESY spectra. Protein backbone
f and  angle constraints were predicted with TALOS
software using chemical shift assignments (15). Slow
exchanging amide protons were identified from 2D
1H-15N HSQC spectra collected following resuspension
of freeze-dried protein–DNA samples in 2H2O.
A number of 1DNH RDCs were collected at 600MHz
with the uniformly 15N13C-labeled protein in DNA-bound
state oriented in Pf1 bacteriophage medium (15mg/ml)
from 2D IPAP 1H -15N HSQC (16). The data were pro-
cessed using the NMRPipe suite (17). The magnitude of
the axial and rhombic components of the alignment tensor
was determined with the Module 1.0 software (18).
Heteronuclear 15N relaxation parameters (T1, T2, NOE)
were recorded at 600MHz using standard pulse sequences
on the protein–DNA sample and analyzed with
NMRView (19). The overall and internal mobility param-
eters were determined using the Tensorv2.0 software (20).
Cross-saturation experiments were performed on the
DNA–protein complex. Saturation of the DNA imino
proton resonances was achieved by means of a pulse
train of adiabatic inversion pulses centered at 13 ppm.
This cross-saturation transfer period was introduced
prior to the classical 1H-15N HSQC sequence as previously
described (21). The 2D 1H-15N HSQC experiments were
recorded with different saturation periods up to 1.8 s.
The peak intensities were extracted from the 2D 1H-15N
HSQC spectra using NMRView (19) and analyzed using
GOSA (22).
Structure calculation
Structures of the rrm1-bound protein were calculated
using torsion angle dynamics simulated annealing
protocol using the CNSv1.21 software suite (23). From
500 structures, 20 were selected as acceptable with no
NOE violations higher than 0.4 A˚ and no dihedral angle
violations higher than 5. The protein was then docked to
rrm1 B-DNA using HADDOCK 2.0 (24). The docking
protocol consists of three stages, rigid-body docking,
semi-flexible simulated annealing and refinement in
explicit solvent, as already described for protein–DNA
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docking (25). An ensemble of 20 protein NMR structures
together with models of canonical B-DNA were used
as starting structures in the rigid-body docking with
intermolecular NOEs as docking restraints, generating
1000 models. 200 lowest-energy structures were selected
for semi-flexible refinement stage with all NMR experi-
mental restraints including the 39 intermolecular NOEs
and the intramolecular restraints (for the protein:
hbonds, dihedral angles, RDCs and NOEs and for the
DNA: hbonds, B-form canonical dihedral angle restraints,
planarity restraints and NOEs). Residues displaying high
solvent accessibility, that were affected in the cross-
saturation experiments and that showed large chemical
shift changes upon DNA binding and for which no
intermolecular NOE could be identified were defined as
active (Gln3, Lys24, Lys46, Ser52, Arg65). The protein
side chains of the active residues were allowed to move
in a semi-flexible simulated annealing stage (25). The
DNA bases encompassing the five invariant base pairs
(from T6 to A13 and T20 to A27) were defined as active
and 12 ambiguous interaction restraints between suitable
atoms of protein and DNA were used in the calculation.
Intra-residual DNA NOEs quantitative analysis allowed
us to define C20-endo conformation for all of the assigned
riboses (26) and inter-residual DNA NOEs analysis could
unambiguously confirm Watson–Crick base pairings.
Additional restraints were introduced to maintain DNA
base planarity and Watson–Crick bonds. During the first
calculation, DNA was considered as fully flexible during
the semi flexible simulated annealing stage. The structures
were further refined in an explicit solvent with all NMR
experimental restraints. Then, an ensemble of 10 DNA
structures issued from the first calculation were analyzed
and selected as initial pre-bent DNA structures for a final
complete run with all NMR experimental data and in
which only DNA base pairs located at the protein DNA
interface were allowed to move in a semi-flexible simulated
annealing stage. Finally, solution analysis was performed
using HADDOCK2.0 package scripts and best structures
were selected on the basis of lower unambiguous restraints
violations. Intermolecular contacts analysis was per-
formed using HADDOCK2.0 package scripts with an
upper hydrogen bond cut-off at 2.5 A˚. Finally, geometrical
analysis was done using PROCHECK software.
Electrophoretic mobility shift assays
Electrophoretic mobility shift assays were performed as
previously described (7), using a 16-bp rrm1 oligo-
nucleotide (7.6 mM) and increasing amount (1, 2.5 and
5 mM) of the recombinant THAP zinc finger of THAP1
containing the double mutation (C62SC67S). Binding
reactions were performed for 10min at room temperature
in 20 ml of binding buffer [20mM Tris-HCl (pH 7.5)/
100mM KCl/0.1% Nonidet P-40/100 mg/ml BSA/2.5mM
DTT and 5% glycerol].
Fluorescence measurements
Steady-state fluorescence anisotropy binding titrations
were performed on a PTI Model QM-4 spectrofluorimeter
at 25C following the intrinsic fluorescence of the single
tryptophan residue (exc 295 nm and em 324 nm). To
measure the affinity of the protein toward rrm1, the
THAP zinc finger was diluted to 0.5 mM in a volume of
4ml and the 16-bp rrm1 DNA duplex (100mM) was
prepared in a buffer consisting of 50mM Tris, 30mM
NaCl, pH 6.8. The rrm1 solution was progressively
added to the protein sample with protein:DNA ratios
ranging from 1:0 to 1:6. To study the influence of the
ionic strength on the non-specific binding, samples with
different protein:DNA ratios ranging from 1:0 to 1:6 were
initially prepared in 250mM NaCl (100ml of THAP zinc
finger at 3 mM) and were then exchanged in buffer con-
taining suitable NaCl concentrations (30 or 150mM).
Fluorescence anisotropy was calculated including a cor-
rection factor as previously described (27) and the data
were fitted from a previously described equation (28)
using a non-linear fit with GOSA software (22).
RESULTS
Monitoring DNA binding by NMR and fluorescence
anisotropy
In a previous work, we solved the NMR structure of
the THAP zinc finger of human THAP1 (residues 1–81)
for which demonstrated sequence-specific THABS
DNA-binding activity was known (12). But, initial
attempts failed to produce a stable DNA–protein
complex with limited conformational exchange. In order
to improve the quality of the NMR spectra, we con-
structed two Cys-Ser mutations at positions 62 and 67.
The doubly mutated THAP domain is a stable folded
protein as judged by the quality and chemical shift disper-
sion of the 1H-15N HSQC spectrum, that is highly similar
to the one recorded for the wild type THAP domain,
showing that the two mutations do not induce major
structural changes. A 16-bp oligonucleotide containing
the THABS motif identified in the natural rrm1 responsive
element (referred to rrm1) was chosen for further struc-
tural and biophysical characterisation of the specific
DNA–protein complex (20 kDa). The THAP mutant
retains its rrm1-binding activity as shown by electro-
phoresis mobility shift assay (Figure 1A); a dissociation
constant of 480±60 nM was determined by fluorescence
anisotropy (Figure 1B).
The quality of the NMR spectra allowed us to
unambiguously identify residues that exhibit chemical
shift changes of their backbone amide nitrogen resonances
upon rrm1 DNA binding (Figure 2A and B). The regions
showing important chemical shift perturbation (CSP) in
the complex (d >daverage +SD 0.35 ppm) include the
N-terminal tail close to the zinc ion (Gln3-Ser6), the
double-stranded b-sheet (residues Val20 to Lys24 and
residue Ser52) and the loop L3 encompassing Thr48
(Figure 2B). Additional strong CSP were observed for
two residues Ser67 and Leu72 located in loop L4. The
DNA–protein interface was further defined by means of
cross-saturation experiments. Upon saturation of DNA
imino proton resonances, large reduction rates of peak
intensities were observed for residues Cys5-Ser6, Lys24,
Ser52-Ser55, Arg65 and Leu72 (Figure 2C). Finally,
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solvent exchange experiments were performed on the
rrm1-protein complex to identify protected residues
upon DNA binding. In particular, the amide protons of
Thr48, Tyr50 and Ser51 remain protected from hydrogen
exchange after several hours while they exchange in less
than an hour in the free protein (data not shown).
Structure determination of the complex
NMR spectra collected at 950MHz allowed us to assign
most of the protein and DNA resonances in the complex
and to identify 39 intermolecular NOEs involving nine
residues of the THAP zinc finger and seven bases of the
rrm1 DNA duplex (Figure 2D and Supplementary Table
1), that were sufficient to unambiguously determine the
protein orientation with respect to the DNA (Figure 3).
The solution structure of the complex was determined
using the data-driven biomolecular docking HADDOCK
approach (29) including NMR restraints. Structure calcu-
lations for the THAP zinc finger in the DNA-bound state
were performed by simulated annealing on the basis
of experimental restraints including 1796 NOEs, 12
hydrogen bonds, 156 dihedral angles and 55 1DNH
residual dipolar couplings (RDC) (Table 1). The 20
lowest-energy NMR structures of the THAP zinc-finger
domain in its DNA-bound form were used as initial struc-
tures for the HADDOCK calculations of the DNA–
protein complex. Most of the bound DNA resonance
frequencies were unambiguously assigned except for
bases G10-G11 and 679 DNA intramolecular NOEs
were identified, unambiguously establishing that rrm1
adopts a B-DNA conformation in the complex, with
standard base pairings. The structural ensemble presented
a root mean square (r.m.s.) deviation of 1.22±0.32 A˚
over all backbone atoms of both protein and DNA
(Table 1). 15N relaxation analysis gave a correlation time
of 5.6±0.1 ns and 10.3±0.1 ns, for the free and bound
protein respectively, consistent with a monomeric form in
both states (Supplementary Figure S1).
The complex structure reveals a DNA-binding interface
using the double-stranded b-sheet
The THAP zinc-finger contacts the rrm1 DNA by filling
the major groove with its side containing the double-
stranded b-sheet giving rise to a buried area of 2120 A˚2.
The two strands insert into the major groove with an ori-
entation perpendicular to the DNA axis (Figure 3A and
B). The N-terminal tail and loop L3 that connects the
a-helix to the b2 strand contribute to the DNA-binding
surface in the major groove (Figure 3). In particular, the
double-stranded b-sheet contacts two backbone phos-
phates at positions T8 and G9 and three bases T8, G9
and G10 in the coding strand. Two residues, Lys24 and
Ser52 from the b-sheet mediate base-specific contacts
(Figure 4). Bidentate hydrogen bonds are formed
between the side-chain amino group of Lys24 and both
atoms O6 of G9 and O4 of T8 while the side-chain HG
proton of Ser52 contacts N7 of the invariant base G10.
Loop L3 preceding the b2 strand is also involved in DNA
recognition as residues Lys46 to Ser51 provide several
contacts with the complementary half of the DNA
duplex, either by contacting backbone phosphates at
position 20–23 or by giving base-specific contacts with
C22 and C23 or by maintaining Van der Waals contacts
with the major groove (Figure 4). The protein backbone at
Pro47 gives polar contacts with G21 phosphate and the
side-chain amino terminal group of Lys46 points toward
the phosphate group of T20 while Thr48 and Tyr50
contact phosphate groups of C22 and C23, respectively
(Figure 5). The carboxyl group of Tyr50 interacts with
the two DNA strands simultaneously as it could give
polar contacts to the O6 of G10 in the coding strand
and to the N4 of C23 in the complementary strand.
In addition, the aromatic side chain of Tyr50 makes exten-
sive hydrophobic contacts with bases and sugar rings
of C22 and C23. Finally, the OG atom of Ser51 partici-
pates in hydrogen bonding with the amino group of C22.
In the vicinity of Ser51, the N-terminal tail of the pro-
tein participates in interactions with both DNA strands
within the major groove. In particular, Gln3 uses its
carboxyl side chain to contact the N4 of C12 in the
coding strand while its side chain amino group can be
hydrogen bonded simultaneously with the O4 of T20
(Figure 5).
In addition to the contacts observed toward the DNA
major groove, the structure of the complex reveals few
additional contacts to bases within the minor groove,
which are achieved by loop L4 from the C-terminus of
the THAP domain. In particular, polar contacts are
made between the guanidine group of Arg65 and both
the O2 of C28 and the atoms O4 of T6. Simultaneously,
the O40 ribose atom of G7 could be hydrogen bonded
to the guanidine group of Arg65 (Figure 4).
Structural and dynamic modifications upon binding
The protein in the complex adopts a bab fold consisting
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1.0 1.5 2.0 2.5 3.0
Figure 1. The rrm1-DNA binding of the THAP zinc finger of hTHAP1
observed by EMSA and fluorescence anisotropy. (A) EMSA experi-
ments were performed using a 16-bp oligonucleotide found in the
rrm1 DNA target and increasing amounts (1, 2.5 and 5 mM) of the
recombinant THAP zinc finger of THAP1. White arrow, free rrm1
and black arrow, rrm1-THAP zinc-finger complex (B) top, sequence
of the 16-bp rrm1 oligonucleotide. Invariant bases of the THABS
core motif are highlighted in bold bottom, plot showing the fluorescence
anisotropy of the single tryptophan residue (Trp36) as a function of
increased DNA concentrations. The protein concentration was 0.5 mM
and the DNA concentration ranged from 0 to 3 mM.
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loop-helix-loop motif (L2-H1-L3) inserted between the
two strands. Despite a similar topology to the one pre-
viously described for the THAP zinc finger in its DNA-
free form (12), binding to specific DNA is accompanied by
remarkable structural changes (Figure 6A). The greatest
change occurs in loop L4 from residues Arg65 to Leu72
in order to allow contacts to the DNA minor groove. The
loop displacement pulls Asn68 away from the DNA by
15 A˚ while Arg65 is pushed toward the DNA by almost
6 A˚. The flip is accompanied by large ps-ns timescale
motions, observed for residues Arg65 to Lys71, allowed
to pivot around two rigid residues Phe63 and Leu72
(Figure 6B). The C-terminal region of loop L3 preceding
the second b-strand undergoes a displacement of residues
Thr48 to Ser51 of 6-7 A˚, providing favourable contacts
with the DNA complementary strand. This part of the
loop is not disordered as it displays restricted mobility
(Figure 6B) and as several NOEs were identified between
residues Thr48, Lys49 and the methyl group of Ile53 (data
not shown). Residues 42–46 (beginning of loop L3) and
residues 66–69 (beginning of loop L4) that exhibit
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w2 (15N or 13C) 
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Figure 2. The rrm1-DNA binding of the THAP zinc finger of hTHAP1 observed by NMR. (A) The 1H-15N HSQC spectrum of the THAP zinc
finger in the presence of an equimolar amount of the 16-bp rrm1 DNA. (B) Histogram of chemical shift changes upon DNA binding as a function of
the residue number. Reported chemical shift changes represent combined 15N and 1H chemical shift changes as (d=[(dHN)
2+(dN 0.154)2]½).
Secondary structure elements are shown above the panel. (C) Plot showing reduction rates of peak intensities as function of residue number upon
saturation of the DNA imino proton resonances (cross-saturation experiments). The peak intensities were extracted from 2D 1H-15N HSQC spectra
recorded with different saturation periods up to 1.8 s. (D) Strip views extracted from 3D 15N and 13C NOESY spectra showing selected
intermolecular NOEs observed between the doubly 15N, 13C-labeled THAP zinc finger of hTHAP1 and unlabeled rrm1-DNA.
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as seen from heteronuclear NOE values (Figure 6B). In
contrast, residues 16–21 (end of loop L1) are immobilized
upon DNA binding, presumably via electrostatic interac-
tions between the DNA phosphates and the side chains of
Lys11, Arg13 and Tyr14 that might anchor the entire loop
L1 to the DNA. Notably, the amide proton of Lys18 is
hydrogen bonded to the carboxyl group of Asp15 and
remains protected from hydrogen exchange (data not
shown), contributing to the reduced mobility of this part
of loop L1.
From the DNA point of view, the binding does not
change the overall conformation of the rrm1 target,
which remains that of a standard B-form as confirmed
by NOE analysis (see Materials and methods section).
However, a moderate degree of bending (15) starting at
the G9/C24 base pair and a slight enlargement of 3 A˚ for
the major groove width at the G10/C23 base pair are
observed (data not shown).
Recognition specificity
The structure of the complex shows that most of the
DNA–protein contacts cover the bases from the invariant
base T6 on one strand to the last invariant base T20 on the
DNA complementary strand (Figure 5). The side chains of
two residues Lys24 and Ser52 from the double-stranded
b-sheet, donate base-specific contacts to the DNA major
groove. Lys24 is relatively well conserved and mostly
replaced by an arginine in other THAP proteins. It
contacts the two bases T8 and G9 that do not contribute
to the specificity of the THABS sequence (7). The struc-
ture of the complex explains why a guanine in position 9
can be substituted by a thymine (7) since they both have a
carboxyl group in the major groove as an acceptor of
hydrogen bonds from the amino side-chain group of
Lys24. In the present work, binding experiments com-
bining NMR and fluorescence anisotropy were performed
in the presence of a 16-bp oligonucleotide containing an
unrelated sequence (non-specific DNA, Figure 7A and B).
The Lys24 HN chemical shift is clearly not affected in the
presence of non-specific DNA while it displays the largest
chemical shift change upon rrm1 binding (Figure 7A).
This is presumably due to the loss in base-specific
contacts, as the two bases T8 and G9 contacted by
Lys24 in the rrm1-THAP complex are replaced by
adenines in the non-specific sequence (Figure 7B). A
single-point mutant K24A retains its capacity to bind to
non-specific DNA, as monitored by fluorescence
anisotropy (data not shown) whereas it abrogates
specific DNA-binding activity (12). Similarly, the
chemical shift perturbation of Ser52 HN proton within
the b2 strand is clearly reduced upon addition of
non-specific DNA compared to its chemical shift change
in the presence of rrm1. But in contrast to Lys24, Ser 52 is
poorly conserved among the THAP family proteins, and it
creates a hydrogen bond with G10 inside the GGCA core
recognition motif. Therefore, Ser52 in the b2-strand must
play a crucial role in specific DNA recognition. Just pre-
ceding the b-sheet, two poorly conserved residues, namely
Tyr50 and Ser51 from loop L3 provide additional
base-specific contacts to two bases (C22-C23) at positions
1 and 2 inside the GGCA recognition site, helping to
increase specificity (Figure 5). Finally, Gln3 in the
N-terminal tail of the DNA-binding domain gives
hydrogen bonds to two invariant bases at positions 3
(C12) and 4 (T20) simultaneously (Figure 5). Given that
Gln3 is poorly conserved among the THAP members,
these two contacts are likely to affect DNA-binding
specificity. Remarkably, its neighbouring amino acid
Ser4, which is also poorly conserved displays notable
changes in amide resonance chemical shift in the specific
complex while it is only slightly disturbed by addition
of the non-specific DNA, confirming the importance of
the N-terminal tail in specific DNA recognition. In the












































Figure 3. The NMR solution structure of the complex between the THAP zinc finger of hTHAP1 and its specific rrm1 DNA target. (A) Stereo-view
of the NMR ensemble for the 15 lowest energy structures. Colour code: protein, yellow and DNA, blue and red. The five invariant base pairs of the
DNA THABS core motif are coloured red. The zinc atom is shown in black and the four ligands are depicted in orange. (B) Ribbon diagram of
the protein bound to the DNA molecular surface with the same orientation as in (A). For clarity, some secondary structure elements are indicated on
the protein ribbon. The sequence of the 16-bp rrm1 oligonucleotide is shown in the right panel. The five invariant base pairs of the DNA THABS
core motif are highlighted in red.
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motif, using the guanidine group of
Arg65, another poorly conserved residue that is likely to
play a crucial role in specificity.
Importance of non-specific interactions on the
overall affinity
At 30mM NaCl, the protein binds to non-specific DNA
with a significantly lower affinity compared to specific
DNA (dissociation constant values of 6.7±2mM versus
480±60nM, (Figure 5B). In the presence of non-specific
DNA, only slight chemical shift perturbations (d
<0.4 (ppm) were observed for a small number of
residues. Affected backbone amide nitrogen resonances
(d>daverage+SD 0.15 ppm) correspond to Cys5
(from the N-terminus), Lys11 and Val20 (loop L1),
Lys46 and Thr48 (loop L3) and Arg65 (loop L4)
(Figure 7A). Our data show that the regions affected in
the presence of non-specific DNA are similar to those
described in the rrm1-THAP zinc-finger complex, suggest-
ing that the DNA orientation relative to the protein
should not be much different. A number of non-specific
contacts between the protein and DNA phosphate groups
were identified in the structure of the rrm1-THAP
zinc-finger complex (see above). In particular, residues
Lys46 and Thr48 from loop L3 that point toward DNA
phosphate groups in the specific complex are affected in
the non-specific complex, consistent with the idea that
they contribute to positioning the protein onto the
DNA. As the salt concentration increases, the affinity
of the protein toward non-specific DNA decreases
(Supplementary Figure S2). At 250mM NaCl, the disso-
ciation constant is 33.5±5 mM and the 2D 1H-15N HSQC
spectrum of the protein in the presence of non-specific
DNA looks similar to the one recorded in the absence
of DNA (Supplementary Figure S2).
DISCUSSION
We solved the first 3D structure of a THAP zinc finger
bound to its DNA target and compared the binding char-
acteristics to specific and non-specific DNA sequences, in
terms of binding affinities and protein positioning. On its
rrm1 specific target, the protein contacts the DNA major
groove by presenting its double stranded b-sheet as sec-
ondary structure element with the amino terminus tail and
loop L3 contributing significantly to form the molecular
interface. We previously demonstrated the originality of
the THAP zinc finger characterized by particular features
such as a bab topology and the long loop-helix-loop
(L2-H1-L3) motif inserted into the atypical spacing
between the two pairs of zinc ligands (12). The structure
of the complex reveals an important role for the
two-stranded b-sheet while evidencing that the helix H1
is not the primary structural element used to recognize
DNA. From this finding, the THAP zinc finger clearly
differs from classical zinc-finger motifs that mainly use
residues in a-helices to specifically contact the DNA
bases. Among the vast number of DNA-binding
proteins, few have been shown to contact DNA using a
b-sheet (30). In the case of the prokaryotic MetJ-Arc
repressor (31,32), a double stranded b-sheet, formed
upon homo-dimerization of the protein, is used to recog-
nize the major groove. In the lambda integrase protein
(33,34) and the plant GCC box-binding protein (35),
DNA recognition is mediated by a triple stranded
b-sheet that anchors into the major groove by providing
contacts with the DNA sugar-phosphate backbone.
Larger b-sheets can also play a central role in DNA
Table 1. Structural statistics of the THAP zinc finger of hTHAP1 in
complex with its specific rrm1 target
Protein Nucleic
acid
NMR distance and dihedral constraints
Distance restraints
Total NOE 1796 679
Intra-residue 0 517
Inter-residue 1796 152
Sequential (|i – j|=1) 851 123
Non-sequential (|i – j|> 1) 945 29
Hydrogen bonds 12 43a
Zinc coordination 14
Protein–nucleic acid intermolecular 39
Ambiguous intermolecular restraints 12
RDC 1DHN-N 55










Distance constraint violations >0.25A˚ 1.20±0.74
Dihedral angle constraints violation >5 0.14±0.34
Max. dihedral angle violation () 5.71±0.62c
Max. distance constraint violation (A˚) 0.28±0.05
Deviations from idealized geometry
Bond lengths (A˚) 0.0046
Bond angles () 0.75
Impropers () 0.79





DNA heavy atoms 0.66±0.25
DNA heavy atoms at the binding interfacee 0.41±0.11
Complex
Heavy atoms (C, N, O, P) 1.22±0.32
Non-terminal heavy atomsf 0.86±0.25
aThe DNA intramolecular hydrogen bonds were deduced from base
pairings.
bBased on a B-form geometry derived from NOE analysis, where
a=63±15, b=176±15, g=51±15, e=171±15,
z=103±15 and n1 (C10-C20-C30-C40)=37.5±5, n2 (C50-C40-C30-
C20)=–155±5
 and n3 (C50-C40-C30-C20)=144±5.
cDouble violation of a W angle of residue Glu83 locate in the highly
dynamic C-terminal tail of the protein.
dPairwise r.m.s. deviation was calculated among 15 refined structures.
eRegion T6–A13 and T20–A27 encompassing the invariant base pairs
of the THABS motif.
fExcluding protein residues Leu82–Arg87 and terminal DNA base pairs
(positions 1–4 and 15–16).
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recognition, mostly by inducing intricate recognition
mechanisms associated with DNA bending, as previously
described for the Tata-Binding Protein (36) and for the
Integration Host Factor (37). However, very few
examples of zinc fingers using a b-sheet as secondary
structure element to recognize DNA have been described
so far. The crystal structure of the zinc-coordinating GCM
domain, bound to its octameric DNA target revealed the
involvement of a five-stranded beta-sheet and three sur-
rounding helices to contact the DNA major groove (38).
Contrary to the proposed classification for the
CtBP-THAP domain to belong to the treble clef finger
superfamily (39), the DNA-binding mode by the
THAP-zinc finger of THAP1 differs from the one
described for the treble clef motif in which the a-helix is
engaged in the DNA major groove while a b-strand inter-
acts with the sugar phosphate backbone of the DNA (40).
In the case of the THAP-zinc finger, the double-stranded
b-sheet fills the DNA major groove with remarkably good
complementarity and in a specific-sequence manner;
however, it is only a piece of the binding interface, as
other regions of the domain contribute to DNA base-
pair contacts. To cope with the relatively small size of
its double-stranded b-sheet, the THAP-zinc finger has
increased the number of contacts to DNA by using its
N-terminal tail and additional loops.
Recognition of the rrm1 sequence resides in a number of
specific side chain interactions with the five invariant base
pairs (T6/A27, G10/C23, G11/C22, C12/G21 and A13/
T20) of the THABS motif and a number of non-specific
contacts with the sugar-phosphate DNA backbone. Four
amino acids located within the b-sheet (Lys24, Ser52), the
N-terminal tail (Gln3) and loop L4 (Arg65) confer specific
DNA recognition. Two additional residues Tyr50 and
Ser51 from loop L3 preceding the b-sheet also contact
two invariant bases of the motif. Interestingly, the combi-




































Figure 4. DNA recognition by the THAP zinc finger (A) Ribbon representation indicating the polar contacts (red dotted lines) observed at the
DNA–protein interface. DNA is shown in grey and the protein is coloured blue with the exception of the b-strands and the helices, which are
coloured magenta and cyan, respectively. The zinc ion is depicted in orange. The four zinc ligands together with the amino acid side chains at
the DNA–protein interface are shown as sticks. (B) Close-up view of the minor groove interface with the same orientation as in (A). (C) Close-up

























































Figure 5. Schematic representation illustrating the protein–DNA
contacts in the structure of the rrm1-THAP zinc-finger complex. Red
and blue arrows indicate hydrogen bonds and hydrophobic contacts,
respectively. A hydrogen bond is considered to occur when potential
donor and acceptor are <2.5 A˚ apart. Dotted red arrows indicate polar
contacts observed between potential donors and acceptors that do not
satisfy the hydrogen bond distance criteria. The plot was generated by
NucPlot (46). The contacts represented here are summarized in
Supplementary Tables S2 and S3.
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protein and may explain the recognition specificity toward
the THABS motif.
Our data show that the N-terminal tail of the domain
contributes to binding specificity and could explain why
most of the THAP domains are located at the N-terminal
position of the THAP family (8). Another interesting
feature involves loop L4 and in particular the side chain
of Arg65 that provides specific contacts to T6 and C28
bases in the minor groove, stabilizing DNA interaction
as previously observed in a number of protein–DNA
complexes (41). Notably, loop L4 is poorly conserved
among the THAP domains and insertions or deletions
in this loop are notable in the sequences among the
family of THAP proteins. For example, loop L4 is not
present in the recently identified THAP domain of the
Ronin protein, which binds a DNA sequence clearly dif-
ferent from the THABS consensus sequence recognized by
THAP1 (13).
Loop L3 located between helix H1 and the b2 strand is
critical for both specific and non-specific DNA recogni-
tion. We show that residue Thr48 plays a crucial role in
DNA binding and that it contributes to positioning the
protein onto the DNA duplex allowing further specific
side chain contacts to occur. This would allow post-
translational modification such as site-specific phospho-
rylation of its hydroxyl group, to efficiently regulate
DNA interaction, as previously observed for other tran-
scription factors (42).
We find that the THAP zinc finger binds DNA as a
monomer with a relatively low affinity as previously
observed for isolated domains such as the lac repressor
(6). In vivo, the recognition might require dimerization
of the THAP zinc finger in order to enhance binding
affinity and specificity. It is noteworthy that the rrm1
DNA sequence used in the present study corresponds to
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Figure 6. Structural and dynamic modifications of the THAP zinc finger of hTHAP1 upon DNA binding. (A) Expanded view showing superposition
of the THAP zinc finger in its free state (blue) (Protein Data Bank entry 2jtg) (12), and in the presence of its specific DNA target (yellow). Loops
L3 and L4, which undergo structural changes upon DNA binding, are indicated. (B) Histogram showing the heteronuclear NOE values for the
protein in the absence (12) (blue) and in the presence of DNA (yellow) as a function of residue number. The secondary structure elements are
depicted on the top.
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L1 b1L2 b2H2H3 L4L3H1
Figure 7. Comparison of specific and non-specific recognition (A) Backbone amide nitrogen chemical shift perturbation upon addition of rrm1
specific (grey) and non-specific (black) DNA sequences. (B) Specific rrm1 and non-specific DNA sequences together with the respective binding
affinity values are indicated. Measurements were performed at 30mM NaCl.
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sequences are located approximately 100-nt upstream of
the 50-end of the mRNA to which endogenous THAP1
associates in vivo (9). By solving the structure of the
complex, we show that the helix, which contains several
highly conserved residues, is not directly involved in DNA
recognition and is instead exposed. It could mediate
homodimerization with another THAP domain bound
to the second THABS-binding sequence within the rrm1
gene or it might be involved in the formation of protein–
protein complexes. Furthermore, it should be kept in mind
that the full-length THAP proteins, beyond their
DNA-binding domain, exhibit other functional regions
such as the coiled coil domains frequently involved in
protein–protein interactions. The Ronin protein
(mTHAP11) interacts with host cell factor-1 HCF-1, a
key transcriptional regulator associated to chromatin
remodelling (13). Two other THAP members involved in
complexes associated to chromatin modification were
previously identified, namely THAP7 and HIM17
(43–45). Overall, these studies suggest that the THAP
proteins could play a major role in targeting genes to pro-
mote transcription regulation through interactions with
protein complexes associated to chromatin remodelling.
In this regard, the data presented here provide the first
3D structure of a protein–DNA complex within the
THAP-zinc-finger family and give unique clues to under-
standing the structural determinants of specific DNA rec-
ognition by this previously uncharacterized family of
transcription factors.
While our manuscript was in the reviewing process,
the crystal structure of the THAP domain from the
D. melanogaster P-element transposase (dmTHAP) in
complex with a naturally occuring 10-bp DNA site has
been published [Sabogal et al., Nat. Struct. Mol. Biol.
(2010) 17, 117–123; accession code 3KDE]. This structure
shows that the THAP domain binds to DNA in a bipartite
manner using both the DNA major and minor grooves.
The DNA sequence-specific recognition is achieved by the
insertion of the dmTHAP central b-sheet into the major
groove while the basic loop L4 provides contacts with the
DNA minor groove. Our NMR study also reveals this
bipartite recognition mechanism. Both studies performed
on two distinct THAP domains and DNA targets
and using different approaches (NMR versus X-ray
cristallography) are consistent and complementary and
provide clues to understand the mechanism of specific
DNA recognition by the THAP proteins.
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Figure 72 : Représentation des structures des complexes THAP-ADN.  
(A) Représentation de la structure en solution du complexe hTHAP1-RRM1 (2ko0), la séquence utilisée et la séquence 
consensus sont détaillées en dessous. (B) Représentation de la structure cristallographique du complexe dmTHAP-DNA 
(3kde), la séquence utilisée et la séquence consensus sont détaillées en dessous. On note que T* correspond à une 5-
bromo-2-désoxyuridine qui a été utilisée pour le phasage des données cristallographiques. 
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IV- Discussion 
Un mode de reconnaissance de l’ADN original 
 La résolution de la structure tridimensionnelle du complexe formé par le domaine THAP 
C6267S et sa cible ADN RRM1 permet de comprendre comment le domaine THAP de hTHAP1 
reconnaît spécifiquement sa cible ADN (Figure 72A). La reconnaissance spécifique de l’ADN est 
assurée par la mise en place de liaisons intermoléculaires entre les deux partenaires au niveau de deux 
interfaces situées dans le grand sillon et dans le petit sillon de l’ADN. Six résidus d’acides aminés, 
spécifique de hTHAP1, utilisent les groupements chimiques de leurs chaînes latérales pour établir la 
lecture directe de l’ADN. En effet, au niveau du motif GGGCA, la boucle N-terminale (Gln 3) et la région 
renfermant le brin β (Lys 24, Ser 51 et Ser 52) assurent la mise en place d’interactions spécifiques 
visant les groupements chimiques de bases. Alors que le résidu glutamine 3 cible les deux dernières 
paires de bases du motif GGGCA, les résidus lysine 24, sérine 51 et sérine 52 sont responsables de la 
reconnaissance des trois premières paires de bases du motif GGGCA. Sur le brin complémentaire, des 
interactions non polaires se mettent aussi en place entre le résidu tyrosine 50 et les cytosines 22 et 23. 
Enfin, dans le petit sillon, la reconnaissance de la thymine du motif THABS est assurée par la boucle L4 
et, plus particulièrement, par le groupement guanidinium de la chaîne latérale du résidu arginine 65. 
Outre ces contacts directs entre la protéine et les bases, la reconnaissance de l’ADN implique aussi la 
formation de nombreux contacts entre les chaînes latérales de résidus de la protéine (Lys 11, Arg 13, 
Tyr 14, Thr 28, Lys 46, Thr 48, Lys 64 et Lys 70) et les groupements phosphates du squelette 2’-
désoxyribose-phosphate. Des études de liaison réalisées avec une cible ADN ne renfermant pas le 
motif THABS permettent de dire que ces contacts électrostatiques sont très importants pour la mise en 
place de l’interaction non spécifique. 
 Le domaine THAP de hTHAP1 se lie à l’ADN en utilisant un mode de reconnaissance du motif 
THABS de l’oligonucléotide RRM1 s’étendant sur le grand sillon et le petit sillon de l’ADN. Cette grande 
surface de contact et ce mécanisme de liaison à l’ADN complexe sont en accord avec l’apparition 
tardive des protéines THAP dans l’évolution. Cependant, ce type de mécanisme de reconnaissance est 
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Figure 73 : Reconnaissance spécifique dans le grand sillon de l’ADN dans les complexes THAP-ADN.  
(A) Zoom sur l’interface grand sillon dans le complexe formé par le domaine THAP de hTHAP1 et sa cible ADN de 16 paires 
de bases. (B) Zoom sur l’interface grand sillon dans le complexe formé par le domaine dmTHAP et sa cible ADN de 10 
paires de bases. 
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Structure du complexe formé par le domaine THAP de la transposase de l’élément P de D. 
melanogaster (dmTHAP) et sa cible ADN 
 Juste après le dépôt de notre structure dans la banque de données PDB (Protein Data Bank), la 
structure cristallographique du complexe formé par le domaine dmTHAP et sa cible ADN naturelle a été 
résolue (Sabogal et al.,2010 ) par le groupe de Donald Rio à l’Université de Berkeley (Figure 72B). 
Cette structure a été déterminée avec une très grande précision puisque la résolution cristallographique 
est de 1.74 Å. Cependant, malgré cette excellente résolution, une partie de la boucle L4 ne donne pas 
de densité électronique suggérant que cette boucle est extrêmement dynamique dans le complexe, en 
accord avec nos données de dynamiques. Le domaine dmTHAP reconnaît l’ADN en utilisant un mode 
de reconnaissance de l’ADN similaire à celui de hTHAP1. En effet, le domaine dmTHAP utilise sa 
boucle N-terminale, son feuillet β et la boucle L4 pour reconnaître l’ADN dans le grand sillon et le petit 
sillon de l’ADN.    
Comparaison des structures hTHAP1-ADN et dmTHAP-ADN : les déterminants structuraux de la 
reconnaissance de l’ADN médiée par le domaine THAP 
 Ces deux domaines THAP reconnaissent des cibles ADN qui sont différentes mais on observe 
certaines ressemblances. Dans le cas de la structure cristallographique du complexe dmTHAP-ADN, 
l’oligonucléotide utilisé est un oligonucléotide de 10 paires de bases renfermant le consensus 5’-
TAXGTGX(A/T)-3’ alors que dans la structure en solution du complexe  hTHAP1-ADN, l’oligonucléotide 
utilisé est un oligonucléotide de 16 paires de bases qui contient le consensus 5’-TXXGGGCA-3’. Ces 
deux motifs diffèrent par leur séquence et leur taille. 
 Chacun des domaines THAP utilise le dernier résidu de premier brin β qui est un résidu basique 
(lysine 24 pour hTHAP1 et histidine 18 pour dmTHAP) pour établir un contact avec le groupement 
carbonyle dans le grand sillon de la guanine 4 de chacune des séquences consensus préalablement 
décrites (Figure 73). Cette position est très importante puisque, dans chacun des cas, un mutant 
ponctuel pour cet acide a été réalisé et il s’avère que cette mutation entraîne une chute drastique de 
l’activité de liaison à l’ADN séquence spécifique. De plus, dans les autres domaines THAP issus 
d’autres protéines THAP, on remarque que l’on retrouve dans la plupart des cas un acide aminé 
basique dans cette position ; celui-ci pouvant être remplacé dans certains cas par un acide polaire tel 
que la glutamine ou la thréonine.  
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 A l’opposé, le premier résidu du second brin β est lui aussi impliqué dans des contacts 
spécifiques avec les bases dans chacun des complexes protéine-ADN. Dans le cas du complexe 
dmTHAP-DNA, ce résidu est le résidu glutamine 42 qui permet de médier des contacts avec la base 
thymine 5 et avec la cytosine située sur le brin complémentaire face à la guanine 6 de la séquence 
consensus. Pour la protéine hTHAP1, deux résidus de cette région sont utilisés pour contacter la 
guanine 5 de la séquence consensus et la cytosine situé sur le brin complémentaire faisant face à la 
guanine 6 de la séquence consensus. Ces deux résidus sont deux résidus sérine qui utilisent leurs 
chaînes latérales pour médier ces contacts. Le résidu sérine 52 correspond à la position équivalente du 
résidu glutamine 42 chez dmTHAP. Pour permettre la reconnaissance de ces deux paires de bases, le 
résidu sérine 51 (boucle L3) vient assurer la reconnaissance de la deuxième paire de bases (Figure 73). 
Dans les autres domaines THAP, on retrouve, dans la plupart des cas, des acides aminés polaires dans 
ces positions ; cependant, dans certains cas, la présence d’un résidu hydrophobe est observée.  
 En comparant ces deux structures, on s’aperçoit rapidement que le feuillet β joue un rôle 
prépondérant dans la reconnaissance spécifique. Il est particulièrement impliqué dans la mise en place 
de la lecture directe de l’ADN et va utiliser sa face convexe pour venir contacter les bases au cœur du 
grand sillon. Ce feuillet β utilise principalement les deux positions les plus proches de l’hélice α pour 
assurer ces contacts. Ces contacts sont cruciaux pour garantir l’affinité de liaison spécifique pour 
hTHAP1 mais aussi pour dmTHAP. Le bon positionnement du feuillet β est assuré par des interactions 
polaires qui se mettent en place entre les groupements chimiques de la chaîne principale et les 
groupements phosphates de l’ADN, puisque l’on observe dans chacun des complexes, la mise en place 
d’une liaison hydrogène entre le groupement amide de la lysine 24 (hTHAP1) ou de l’histidine 18 
(dmTHAP) et le même groupement phosphate du squelette de l’ADN. Ce type d’interaction est très 
fréquent dans la reconnaissance du grand sillon assuré par un feuillet β (Raumann et al., 1994, Tateno 
et al., 1997, Wojciak et al., 1999).   
 La boucle N-terminale joue aussi un rôle dans la reconnaissance spécifique du grand sillon 
dans les deux structures (Figure 73). Cependant, dans chacune des deux structures de complexes 
THAP-ADN, les contacts entre la boucle N-terminale et les deux dernières paires de bases de la cible 
consensus sont différents de par leurs natures, mais aussi par les acides aminés et les bases qui sont 
impliquées. En effet, dans le cas du complexe hTHAP1-ADN, c’est la chaîne latérale du résidu 
glutamine 3 qui créé des liaisons hydrogène avec le groupement amine de la cytosine 7 (sur la 
séquence consensus) et avec le groupement carbonyle de la thymine située sur le brin complémentaire, 
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en face l’adénine 8. Alors que dans le complexe dmTHAP-ADN, la reconnaissance médiée par la 
boucle N-terminale ne fait intervenir que le résidu méthionine 1. En effet, le  groupement amine terminal 
de cette méthionine 1 donne des liaisons hydrogène avec la thymine 8 mais aussi avec la guanine 
située sur la paire de bases précédente. De plus, l’atome de souffre de ce résidu méthionine est 
impliqué dans des contacts non polaires avec le groupement méthyle de la thymine. Il est important de 
préciser que cette thymine est une 5-bromo-2’-désoxyuridine dont les propriétés de l’atome de brome 
ont été exploitées pour le phasage des données cristallographiques.  
 Une autre différence observée dans l’interface grand sillon concerne les contacts avec le 
squelette 2’-désoxyribose phosphate de l’ADN. Alors que dans le cas du complexe hTHAP1-ADN, de 
nombreux contacts entre la boucle L3 et le squelette 2’-désoxyribose phosphate de l’ADN sont 
observés, tandis que dans le complexe dmTHAP-ADN, peu de contacts de ce genre sont observés 
dans cette région. Cependant, il est important de noter que peu de résidus polaires sont retrouvés dans 
cette région de la protéine dmTHAP. En fait, le seul résidu polaire présent dans cette région, le résidu 
asparagine 40, donne des contacts relayés par l’eau avec des groupements phosphates voisins. La  
présence de nombreux résidus polaires dans cette région est donc spécifique de hTHAP1. 
 
Figure 74 : Comparaison de la reconnaissance des bases dans l’interface petit sillon dans le complexe 
THAP-ADN. 
Dans les complexes hTHAP1-RRM1 (A) et dmTHAP-ADN (B). 
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Outre la reconnaissance dans le grand sillon de l’ADN, le domaine reconnaît aussi l’ADN dans 
le petit sillon. Son mode de liaison a été qualifié de bipartite du fait de ces deux interfaces de liaison  
(Sabogal et al., 2010). En effet, dans chacune des structures de complexe THAP-ADN, on observe un 
résidu arginine qui vient au contact d’une thymine dans le petit sillon (Figure 74). Dans les deux cas, le 
résidu arginine appartient à la boucle L4 et est situé juste avant la partie flexible de cette boucle. Par 
contre, dans chacune de ces structures la position de la thymine reconnue n’est pas équivalente ; ceci 
mettant en évidence une différence notable dans la reconnaissance de l’ADN médiée par le domaine 
THAP de hTHAP1 et celui de la transposase. On remarque aussi la mise en place d’interactions avec 
les groupements phosphates dans chacune des deux interfaces petit sillon.  
 
Figure 75 : Représentation des fragments d’ADN extraits des structures des complexes THAP-ADN. 
dmTHAP-ADN (A) et hTHAP1-ADN (B). 
 
 Une autre différence notable réside dans les structures des cibles ADN. Alors que dans chacun 
des cas, l’ADN adopte une conformation B, l’ADN retrouvé dans la structure cristallographique du 
complexe dmTHAP-ADN présente une interface avec un petit sillon rétréci (Figure 75). Nous avons vu 
au cours de l’introduction que les contacts au niveau de séquences riches en A/T (A/T tracts) ont 
tendance à entraîner un rétrécissement du petit sillon (Rohs et al., 2009) permettant ainsi d’accroître le 
potentiel électrostatique de cette région. Ce phénomène décrit dans la structure du complexe dmTHAP-
ADN n’est pas retrouvé dans la structure hTHAP1-ADN. Dans le cas du complexe hTHAP1-ADN, on 
n’observe pas ce rétrécissement du petit sillon. Il est donc possible que cette modification de l’ADN soit 
spécifique du complexe dmTHAP-ADN mais il est aussi très probable que les contraintes RMN 
recueillies pour l’ADN dans le complexe hTHAP1-ADN ne soit pas suffisantes pour permettre d’observer 
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ce genre de détail. Comme nous ne disposions que d’un oligonucléotide non marqué, l’analyse 
structurale de l’ADN dans le complexe s’est limitée à l’extraction d’effets NOE ; en effet, la résolution 
spectrale obtenue dans le cadre de l’étude de l’oligonucléotide dans le complexe protéine-ADN ne nous 
permettait pas d’extraire d’éventuelles contraintes RDC sur des expériences homonucléaires. Un 
oligonucléotide marqué, 15N ou 13C15N, nous aurait permis d’extraire des contraintes RDC, nécessaires 
afin d’obtenir une meilleure définition de la cible ADN comme cela a été précédemment décrit (McAteer 
et al., 2004). Cependant, cette différence peut aussi s’expliquer par les différentes séquences ADN 
utilisées, car, dans l’interface petit sillon du complexe dmTHAP-ADN, on retrouve la séquence 5’-TTAA-
3’ ne comportant que des paires de bases AT alors que dans le complexe hTHAP1-RRM1, on retrouve 
la séquence  5’-TGTG-3’, une séquence moins riche en paires de bases AT et donc moins prédisposée 
au rétrécissement du petit sillon (Rohs et al., 2009). 
Reconnaissance de l’ADN par la famille des protéines THAP 
 Le domaine THAP reconnaît l’ADN grâce à des contacts spécifiques entre son feuillet β, la 
boucle L3, la boucle N-terminale et la boucle L4 et le motif ADN dans les interfaces grand et petit sillon. 
Dans le grand sillon, le feuillet β joue un rôle important dans la mise en place des contacts spécifiques. 
En effet, dans les deux structures de complexes THAP-ADN connues, deux positions du feuillet β sont 
utilisées pour contacter directement les bases, ces deux positions sont situées côte à côte à l’extrémité 
du feuillet β du coté le plus proche de l’hélice α. Sur l’alignement de séquence présenté sur la figure 
76A, on peut s’apercevoir que ces deux positions (mises en évidence par une étoile rose) présentent 
dans la plupart des domaines THAP des acides aminés polaires capables de médier la reconnaissance 
de l’ADN. Ces positions ne sont pas strictement conservées suggérant que la reconnaissance de l’ADN 
puisse être spécifique pour chacun des domaines THAP. En effet, en regardant les structures de 
domaines THAP précédemment décrites (Liew et al., 2007, Bessiere et al., 2008, Campagne et al., 
2010), on s’aperçoit rapidement  que le repliement global est conservé grâce à la présence des huit 
acides aminés strictement conservés définissant le motif de coordination du zinc C2CH et le cœur 
hydrophobe. Ce repliement constitue l’architecture de base du domaine THAP et semble être optimisé 
pour la reconnaissance de l’ADN. Ainsi, des modèles par homologie des différents domaines THAP 
humains ont pu être générés sur la base de la structure du complexe dmTHAP-ADN (Figure 76B-C) 
(Sabogal et al., 2010). La reconnaissance spécifique de l’ADN est réalisée par des positions d’acides 
aminés dont la nature est variable d’un domaine à l’autre. Nous pensons donc aujourd’hui que chaque 
domaine THAP va reconnaître une cible ADN particulière en fonction de la nature des résidus d’acides 
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aminés présents sur les positions importantes pour la reconnaissance spécifique. Par exemple, si le 
dernier résidu du premier brin β du domaine THAP est un résidu basique (lysine 24 pour hTHAP1 et 
histidine 18 pour le domaine dmTHAP), ce domaine THAP reconnaitra une séquence consensus 
incluant une paire de bases GC située au début du motif GGGCA. 
     Dans l’interface petit sillon, c’est la boucle L4 qui va assurer la reconnaissance de l’ADN. 
Cette boucle flexible est très variable d’un domaine THAP à l’autre. Des expériences de mutagénèse 
dirigée, réalisées dans le cadre de l’étude du complexe dmTHAP-ADN, ont permis de mettre en 
évidence que cette partie joue un rôle important dans l’affinité de liaison associée à ce phénomène de 
reconnaissance spécifique. En effet, c’est la combinaison de la reconnaissance de l’ADN dans le grand 
sillon et dans le petit sillon qui confèrent au domaine THAP sa spécificité et sa sélectivité de liaison de 
l’ADN. Or, certains domaines THAP sont quasiment dépourvus de boucle  L4, comme le domaine THAP 
de hTHAP11 ou encore le domaine THAP de ceCTBP. Même si le repliement du domaine THAP de 
ceCTBP permet de modéliser par homologie le complexe ceCTBP-ADN (Figure 76C), il apparaît difficile 
que la reconnaissance dans le petit sillon puisse se mettre en place sauf si une déformation grossière 
du petit sillon a lieu. Il en est de même pour le domaine THAP de la protéine hTHAP11 pour laquelle 
une cible ADN consensus de 20 paires de bases a été mise en évidence par des expériences de 
SELEX. Ces domaines THAP dépourvus de boucle L4, pourraient diverger dans leur mode de liaison à 
l’ADN en ne ciblant que le grand sillon, ce qui se traduirait sans doute par une baisse de l’affinité et de 
la sélectivité de liaison à l’ADN. Cependant, compte tenu de la longue séquence de reconnaissance 
consensus isolée pour hTHAP11, on peut penser que, dans ces domaines THAP, la boucle L4 ait 
évolué vers une fonction différente du ciblage de l’ADN et pourrait diverger vers un rôle dans la 
formation d’homomultimère ; ce qui expliquerait la longueur de la cible ADN reconnue. Les domaines 
THAP non canoniques, présentant une boucle L4 de taille restreinte, pourraient donc diverger dans leur 
mode de reconnaissance de l’ADN par rapport à celui décrit pour les complexes hTHAP1-ADN et 
dmTHAP-ADN. Les études structurales sur la protéine hTHAP11, en cours au laboratoire, devraient 
apporter un éclairage intéressant sur ces questions. 
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Figure 76 : Mode de reconnaissance de l’ADN par les domaines THAP. 
(A) Alignement des séquences primaires de domaines THAP humains, de ceCtBP et de dmTHAP. Les positions du feuillet β 
importantes pour la reconnaissance de l’ADN sont mises en évidence par une étoile rose. (B) Modèle par homologie du 
complexe formé par le domaine THAP de hTHAP2 et la cible ADN de dmTHAP (Sabogal et al., 2010). (C) Modèle par 
homologie du complexe formé par le domaine THAP de ceCtBP et la cible ADN de dmTHAP (Sabogal et al., 2010). 
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Oligomérisation et régulation 
 Les études structurales sur les complexes THAP-ADN ont été réalisées sur des domaines 
THAP isolés et suggèrent que le domaine THAP isolé se lie à l’ADN sous la forme d’un monomère. 
Cependant, la quasi-totalité des protéines THAP humaines présentent un domaine « coiled coil » (ou 
encore « leucine zipper ») dans leurs séquences primaires, suggérant que les protéines THAP puissent 
agir sous forme d’homo ou d’hétéromultimère. Cette hypothèse est renforcée par l’identification d’un 
double motif THABS sur la région du promoteur du gène RRM1 (Cayrol et al., 2007), et aussi par la 
coimmunoprécipitation de THAP11 et THAP7 dans un complexe répresseur associé à la chromatine 
(Dejosez et al., 2008). Comme c’est le cas dans certaines familles de facteurs de transcription 
(récepteurs aux hormones nucléaires, facteurs Gal4, …), les phénomènes de dimérisation permettent 
d’augmenter les possibilités de régulation ainsi que l’affinité et la sélectivité de reconnaissance. Les 
protéines THAP pourraient donc être associées sous forme de multimères permettant de réguler la 
transcription dans des complexes avec leurs partenaires effecteurs.   
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PARTIE III – Les mutations identifiées sur le gène de hTHAP1 chez les 
patients atteints par la dystonie 6 : implications dans la reconnaissance 
de l’ADN 
I- Contexte général 
 Au cours de l’introduction, nous avons mentionné que la dystonie DYT6 est une maladie 
neurologique héréditaire caractérisée par la mise en place de troubles moteurs conduisant à l’apparition 
de mouvements et postures incontrôlés (Muller, 2009). En 2009, un crible cherchant à identifier la 
région chromosomique impliquée dans l’apparition de la maladie dystonie DYT6 a permis de mettre en 
évidence le gène codant pour la protéine hTHAP1 (Fuchs et al., 2009). En effet, le séquençage du gène 
hTHAP1 chez les patients souffrant de la dystonie DYT6 a permis d’identifier près d’une trentaine de 
mutations qui entraînent un décalage du cadre de lecture ou encore des mutations ponctuelles au 
niveau protéique (Bonetti et al., 2009, Bressman et al., 2009, Djarmati et al., 2009, Fuchs et al., 2009, 
Tamiya, 2009, Houlden et al., , Xiao et al., 2010). Il est important de noter que ces mutations sont 
réparties dans les différents motifs impliqués dans la fonction de la protéine hTHAP1. En effet, certaines 
mutations sont situées au niveau du domaine THAP de la protéine hTHAP1 (impliqué dans la 
reconnaissance spécifique de l’ADN), au niveau de la boîte HBM (impliquée dans l’interaction avec 
HCF-1), au niveau de la séquence de localisation nucléaire et, enfin, certaines mutations sont 
retrouvées au niveau du domaine « coiled-coil » C-terminal (surement impliqué dans les phénomènes 
de dimérisation) (Figure 48, Introduction). La répartition de ces mutations dans les parties permettant la 
fonction de la protéine hTHAP1 montre que c’est bien la perte de fonction de la protéine hTHAP1 qui 
est responsable de l’apparition de la maladie DYT6. Les génotypes ainsi identifiés conduisent 
probablement à la synthèse d’une protéine hTHAP1 défaillante dans son activité de régulation de la 
transcription au niveau de ses promoteurs cibles. Il a été proposé que l’apparition de la maladie DYT6 
soit le résultat d’une dérégulation de l’activité  transcriptionnelle médiée par hTHAP1 dans les neurones 
entrainant une dégradation des voies neuronales motrices (Tamiya, 2009). 
 Parmi l’ensemble des mutations évoquées, 17 ont été décrites à l’intérieur de la séquence 
codante pour le domaine THAP. De la même façon, on retrouve des mutations ponctuelles mais aussi 
des mutations entrainant une modification du cadre de lecture (Figure 77A).  
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Figure 77: Les mutations du gène hTHAP1 dans la région codante pour le domaine THAP identifiées chez 
les patients atteints par la dystonie DYT6.  
(A) Représentation des conséquences des mutations observées sur la séquence protéique du domaine THAP de hTHAP1. 
Les mutations ponctuelles sont représentées en noir et les mutations entrainant un décalage du cadre de lecture sont 
représentées en bleu. (B) Représentation des positions des mutations ponctuelles sur la structure du complexe hTHAP1 -
RRM1. 
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Précédemment, nous avons pu montrer que les 81 premiers acides aminés du domaine THAP sont 
nécessaires et suffisants pour l’activité de liaison à l’ADN séquence spécifique du domaine THAP de 
hTHAP1, ainsi nous pouvons exclure toutes les mutations entrainant une modification du cadre de 
lecture.  
 Lorsque les mutations ponctuelles sont représentées sur la structure du complexe hTHAP1-
RRM1, on s’aperçoit, de façon étonnante, que celles-ci se trouvent pour la totalité hors des positions 
impliquées dans la mise en place de contacts avec les bases ou les groupements phosphates de l’ADN 
(Figure 77B). Or, d’après notre hypothèse de départ, une mutation dans la région codante pour le 
domaine THAP de hTHAP1 entraîne le phénotype DYT6 et engendre un effet sur la reconnaissance de 
l’ADN. De façon intéressante, certaines mutations sont situées à proximité de la coordination du z inc 
(S6F, Y8C et G9C) alors que certaines sont situées au niveau d’acides aminés hydrophobes importants 
(P26R, A39T et F81L). Il apparaît donc que la stabilité de la protéine est aussi impliquée dans la perte 
de fonction de la protéine hTHAP1. Enfin, quatre autres mutations sont situées dans des boucles 
flexibles exposées au solvant comme N12K, D17G, S21T (boucle L1) et R29Q (boucle L2). Alors que 
les mutations N12K, S21T et R29Q sont situées à proximité de la zone de contact avec l’ADN, la 
mutation D17G est retrouvée dans la boucle L1, en dehors de la zone de contacts avec l’ADN.   
Dans le but de comprendre pourquoi ces mutations peuvent entraîner l’apparition du phénotype 
DYT6, l’étude des mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1 a été initiée. Cette étude porte sur 
la réalisation des constructions permettant l’expression de ces mutants en système bactérien, la 
caractérisation biochimique de ces protéines et de leur interaction avec la cible RRM1. 
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Figure 78 : Clonage et expression des mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1.  
(A) Carte du vecteur pET26bII-THAP1 qui permet d’exprimer le domaine THAP 1-81 en système bactérien. (B) Stratégie 
utilisée pour réaliser la mutagénèse dirigée lorsque la mutation est située en dehors des extrémités de la séquence de 
l’insert. (C) Electrophorèse sur gel d’agarose 1%  coloré au BET montrant les résultats des différentes PCR réalisées pour le 
clonage du mutant P26R. (D) Après ligation et transformation dans des bactéries E. coli TOP10, le criblage des clones 
résistants à la kanamycine est réalisé par PCR afin d’observer ou non la présence de l’insert. Photographie de 
l’électrophorèse sur gel d’agarose 1%  coloré au BET. (E) Test d’expression des  différents mutants ponctuels du domaine 
THAP de hTHAP1. 
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II- Méthodologie expérimentale 
Clonage, expression et purification des mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1  
 Dix constructions ont été générées à partir du vecteur pET26bII-THAP1-81 permettant de 
réaliser l’expression de la protéine sauvage en système bactérien (Figure 78A). Ces constructions ont 
été réalisées par PCR. Deux stratégies ont été utilisées en fonction de la position de la mutation :  
-  un seul couple d’amorces a été utilisé si la mutation est proche de l’extrémité de l’insert, la mutation 
est introduite dans l’un des deux oligonucléotides. 
- deux couples d’amorces sont utilisés si la mutation est située au centre de l’insert, un couple 
d’amorces complémentaires dans lequel on introduit la mutation et le couple d’amorce N-ter et C-ter 
(Figure 78B) (voir protocoles expérimentaux pour la liste des amorces). 
 Dans la première stratégie, l’insert est généré par PCR, puis, il est introduit dans le vecteur 
pET26bII vide et préalablement digéré. Dans la seconde stratégie, deux PCR sont utilisées pour 
générer deux amplifications complémentaires au niveau de la zone de la mutation (Figure 78C). 
Ensuite, une PCR de fusion est réalisée afin d’amplifier l’insert total qui sera digéré et introduit dans le 
vecteur pET26bII vide et préalablement digéré. Après transformation dans des bactéries E. coli TOP10, 
les clones résistants à la kanamycine sont criblés par PCR afin de vérifier la présence de l’insert dans le 
plasmide intégré par la bactérie (Figure 78D).  Par la suite, une production de plasmide est réalisée à 
partir d’un clone positif et le plasmide est séquencé (MilleGen, Labège). Cette stratégie nous a permis 
de réaliser les constructions permettant l’expression de ces dix mutants ponctuels avec efficacité.  
 Après transformation dans des bactéries E. coli BL21DE3, un test d’expression rapide en milieu 
riche est réalisé (Figure 78E) puis l’expression est réalisée en milieu minimum permettant le marquage 
isotopique à l’azote 15N. La protéine est purifiée en deux étapes (voir Partie Protocole expérimentaux) 
ce qui permet d’obtenir un échantillon de protéine pure.   
Test de la stabilité thermique 
 Nous avons réalisé un test de stabilité thermique pour chacun des mutants en utilisant la 
technique de fluorescence différentielle à balayage de température (« differential scanning 
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fluorescence » ou DSF). Cette technique consiste à placer la protéine (20µl à 150µM) en présence d’un 
fluorophore dont l’activité de fluorescence est augmentée au contact des zones hydrophobes de la 
protéine. Ainsi, en augmentant la température, on suit la perte de structure tertiaire de la protéine par 
fluorescence et, ainsi, on peut avoir accès la température de dénaturation de la protéine. Le fluorophore 
utilisé dans ce cas est le Sypro Orange (Invitrogen). 
Détermination de l’activité de liaison à l’ADN par quenching de fluorescence du tryptophane 
 Pour avoir accès à l’affinité de liaison pour l’ADN de chacune de ces protéines, nous avons 
étudié la liaison à l’ADN RRM1 en utilisant le quenching de fluorescence observé lors de la formation du 
complexe. Cette étude aurait pu être réalisée en suivant l’anisotropie de fluorescence, cependant pour 
des raisons de simplicité de mise en oeuvre, nous avons préféré utiliser le quenching de fluorescence. 
Le principe est relativement simple, on place un échantillon protéique à 0.5 µM dans du tampon (Tris 50 
mM pH6.8, NaCl 100 mM, DTT 2mM) et dans une cuve de 4 millilitres. On excite le tryptophane 36 avec 
une lumière incidente (λexc= 295 nm) puis on détecte le maximum de fluorescence sur le spectre 
d’émission de fluorescence (λem (max)= 320-332 nm). On note que le maximum d’émission peut varier 
d’un mutant à l’autre. Ensuite, on suit la décroissance du signal en fonction de l’ajout d’oligonucléotide 
RRM1 qui a été préalablement préparé à 40 µM dans le même tampon que la protéine (contenant une 
concentration finale en protéine de 0.5 µM afin de ne pas modifier la concentration de la protéine au 
cours de la titration). Ensuite, les intensités de fluorescence sont normalisées par rapport à la valeur 
initiale puis les données expérimentales sont modélisées en utilisant la formule suivante et le logiciel 
GOSA (Czaplicki et al., 2006): 
ܫܨே  ൌ   ܫܨ଴  ൅ ሺܫܨஶ – ܫܨ଴ሻ




 ߙ ൌ ሾܲሿ ൅ ሾܣܦܰሿ ൅ ܭ஽  
ܫܨே = intensité de fluorescence normalisée 
ܫܨ଴ = intensité de fluorescence normalisée de la forme libre 
ܫܨஶ  = intensité de fluorescence normalisée de la forme liée 
ሾܲሿ = concentration en protéine 
ሾܣܦܰሿ = concentration en ADN 
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ܭ஽= constante de dissociation 
Etude par RMN des changements structuraux et du mode de liaison à l’ADN 
Pour chacun des mutants, le repliement global de la protéine a été vérifié en enregistrant un 
spectre 2D 15N HSQC de la protéine libre en solution. La comparaison des déplacements chimiques 
des taches de corrélation entre le spectre de la protéine sauvage et celui de la protéine mutée, nous 
permet d’avoir accès aux variations d’environnements chimiques induits par la mutation. Pour chacun 
des mutants, nous avons aussi réalisé la formation du complexe protéine-ADN par RMN. Ainsi, nous 
avons pu calculer les variations de déplacements chimiques observées entre le complexe protéine-ADN 
formé par le domaine THAP sauvage et chacun des domaines THAP mutés. Ceci nous permettra de 
mettre en évidence un éventuel changement de mode de reconnaissance de l’ADN. 
  
 173 
PARTIE III – Les mutations identifiées sur le gène de hTHAP1 chez les patients atteints par la dystonie 6 : implications 




Figure 79 : Stabilité thermique des différents mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1.  
(A) Représentation des données expérimentales issues des expériences de fluorescence différentielle à balayage thermique 
réalisées avec des solutions de protéines pures dont la concentration varie de 70µM à 150µM en fonction des mutants. Ces 
protéines sont conditionnées dans du tampon Tris 50 mM pH 6.8, NaCl 30 mM, DTT 2 mM. (B) Tableau récapitulatif des 
valeurs de température de fusion (Tm) pour chacun des mutants. Pour les mutants N12K et P26R, les fa ibles quantités de 
protéine obtenues ne nous ont pas permis de déterminer les températures de fusion. (C) Illustration des différentes zones 
importantes pour le maintien de la structure du domaine THAP de hTHAP1. Sur la structure, la zone entourant la 
coordination du zinc est colorée en rose, le motif AVPTIF est coloré en bleu et les acides aminés importants pour la 
formation du cœur hydrophobe sont colorés en vert sur la structure du domaine THAP de hTHAP1 en solution. Code PDB, 
2jtg.   
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III- Résultats et discussion 
Toutes les constructions plasmidiques permettant l’expression des différents mutants ont été 
générées, l’expression et la purification de chacune de ces protéines ont été réalisées. Ainsi, nous 
avons obtenu des échantillons de protéines pures pour chaque protéine sauf pour le mutant P26R qui 
n’a pas pu être produit en quantité suffisante. 
II-1- Stabilité thermique des mutants ponctuels du domaine THAP  
 Dans un premier temps, nous avons estimé la stabilité thermique de chacun de ces mutants à 
l’aide de la technique de fluorescence différentielle à balayage thermique. Ainsi, en présence du 
fluorophore Sypro Orange (Invitrogen), nous avons pu enregistrer pour chacun des échantillons 
protéiques l’intensité de fluorescence à 580 nm en fonction de la température. La courbe obtenue a été 
dérivée et pour chacun des mutants (Figure 79A), nous avons pu déterminer la température de fusion, 
température à laquelle, la moitié de la quantité de protéine est dénaturée. Le domaine THAP1-81 de 
hTHAP1 présente une température de fusion de 43.2 °C, légèrement supérieure à la température du 
corps humain 37.2°C ; cependant, l’environnement chimique dans le noyau est différent des conditions 
que nous avons utilisées (Tampon Tris 50 mM pH 6.8, NaCl 30 mM, DTT 2 mM) et la stabilité thermique 
de la protéine est probablement accrue dans cet environnement.  
 Parmi les mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1, seuls les mutants Y8C, S21T et 
R29Q présentent une température de fusion proche de celle du domaine THAP de hTHAP1 sauvage 
(>40°C) suggérant que ces mutations influent peu sur la stabilité du domaine THAP de hTHAP1.  
Tous les autres mutants ponctuels voient leur stabilité thermique s’abaisser en dessous de 
40°C. Ainsi, les différentes mutations engendrent des déséquilibres dans les différentes interactions 
impliquées dans la stabilisation de la structure du domaine THAP de hTHAP1. Parmi ces mutants, celui 
qui présente la valeur de Tm la plus faible est le mutant S6F avec une température de fusion de 36.3°C. 
De façon intéressante, à l’exception du mutant Y8C, les mutations affectant des résidus impliqués dans 
les interfaces de contacts entre le module de coordination du zinc (S6-K11, C54-H57), le motif AVPTIF 
(A76-F81) et le cœur hydrophobe (F25-P26, W36, A39-V40, I53) déstabilisent la protéine. Ceci suggère 
que les interactions entre ces trois parties de la protéine sont essentielles pour le maintien de la stabilité 
thermique du domaine THAP de hTHAP1. 
 175 
PARTIE III – Les mutations identifiées sur le gène de hTHAP1 chez les patients atteints par la dystonie 6 : implications 
dans la reconnaissance de l’ADN 
Il serait aussi intéressant de juger de la stabilité de ces différents mutants dans le complexe 




hTHAP1 variant KD (nM) KD (mutant) / KD (WT) 
   
WT 272 ± 57 1 
S6F 942 ± 141 3.4 
Y8C 638 ± 112 2.3 
G9C 279 ± 57 1.0 
N12K 39 ± 14 0.1 
D17G 195 ± 53 0.7 
S21T 1000 ± 22 3.6 
P26R ND ND 
R29Q 1029 ± 122 3.7 
A39T 363 ± 21 1.3 
F81L 695 ± 57 2.5 
 
 
Figure 80 : Etude de la liaison à l’ADN des mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1 par 
quenching de fluorescence du tryptophane. 
En haut, représentation de l’intensité de fluorescence normalisée en fonction de la concentration en ADN RRM1 ajoutée, 
pour les domaines THAP wt, N12K et S21T. Les protéines sont conditionnées à 0.5µM dans du tampon Tris 50 mM pH 6.8, 
NaCl 100 mM, DTT 2 mM. Pour la modélisation des courbes, la concentration en protéine a été ajustée dans une gamme de 
concentration en accord avec l’intensité de fluorescence initiale non normalisée. Dans nos conditions, une intensité initiale 
de 100000 correspond à une concentration en protéine de 0.5µM. Dans ces exemples, IF0WT = 1081050 ; IF0N12K = 944448 ; 
IF0S21T = 1104600.  
En dessous, tableau récapitulatif des valeurs de constante de dissociation pour chaque variant du domaine THAP de 
hTHAP1, les ratios  KD (mutant) / KD (WT) sont aussi présentés. 
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II-2- Liaison à l’ADN des mutants ponctuels du domaine THAP 
 L’étude de la liaison sur la cible RRM1 16 bp (5’-GCTTGTGTGGGCAGCG-3’ pour le brin sens) 
de chacun de ces variants du domaine THAP de hTHAP1 a été réalisée en utilisant la technique de 
quenching de fluorescence  du tryptophane à 25°C. Nous nous sommes placés à une concentration en 
sels de 100 mM afin de réduire la force de l’interaction non spécifique. Dans ces conditions, nous avons 
pu déterminer une constante de dissociation apparente de 272 nM pour la protéine sauvage ; cette 
valeur est en accord avec la constante de dissociation déterminée pour le complexe dmTHAP – ADN 
qui est de 160 nM à une concentration en sel de 50mM par la technique de gel retard (Sabogal et al., 
2010). Par la suite, nous avons testé tous les mutants ponctuels produits pour leur activité de liaison à 
l’ADN RRM1 (Figure 80). 
 De façon intéressante, les mutants ponctuels présentent des comportements différents, certains 
ont une affinité réduite pour la cible ADN RRM1 (S6F, Y8C, S21T, R29Q, A39T et F81L), d’autres ont 
un comportement très proche du domaine THAP sauvage (G9C, D17G) et seul le mutant N12K 
présente une affinité apparente significativement accrue pour la cible ADN RRM1. Cependant, ces 
variations d’affinité apparente pour la cible RRM1 sont relativement faibles en comparaison avec ce qui 
a été obtenu pour l’étude des mutants ponctuels des acides aminés impliqués dans les contacts directs 
avec l’ADN pour le complexe dmTHAP - ADN (Sabogal et al., 2010). En effet, dans le cadre de cette 
étude, il a été montré qu’une mutation d’un acide aminé impliqué dans un contact direct avec l’ADN 
réduit d’au moins 12 fois (entre 12 et 42 fois selon les mutants) l’affinité apparente de liaison à l’ADN. 
Dans notre cas, la réduction d’affinité maximum observée n’est que de 3.7 fois. Cet effet limité sur 
l’affinité de liaison à l’ADN est en accord avec notre observation de départ : les positions mutées ne 
forment pas de contact direct avec la cible RRM1.  
II-3- Etude RMN des mutants ponctuels et de leur mode de reconnaissance de 
l’ADN 
Pour avoir un accès aux caractéristiques structurales des mutants ponctuels du domaine THAP 
de hTHAP1, l’étude par RMN de chacun de ces mutants a été réalisée. Dans un premier temps, nous 
avons vérifié le bon repliement de ces protéines en enregistrant un spectre 2D 15N HSQC. Ensuite, 
nous avons calculé les variations de déplacements chimiques entre le domaine THAP sauvage et  
chacun des mutants ponctuels.  
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Figure 81 : Etude RMN des mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1 impliqués dans la 
coordination du zinc. 
Pour chacun des mutants, un spectre 2D 15N HSQC du domaine libre est représenté ainsi que les variations de 
déplacements chimiques par rapport au domaine sauvage. Enfin, sur la droite, les variations de déplacements chimiques 
entre les complexes THAP wt - RRM1 et THAP mutant - RRM1 sont représentées. 
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Ces variations de déplacements chimiques témoignent des variations d’environnements 
chimiques des couples de spins 1H-15N engendrées par la mutation ponctuelle. Enfin, nous avons formé 
les complexes protéine-ADN dans des conditions de faible force ionique ([NaCl]=30mM) et nous avons 
pu comparer les déplacements chimiques de ces différents complexes avec ceux du complexe formé 
par le domaine THAP de THAP1 sauvage et  la cible RRM1. 
Les mutations ponctuelles au niveau du module de coordination du zinc 
 Trois mutations ponctuelles, S6F, Y8C et G9C, sont retrouvées à proximité du module de 
coordination du zinc (C5, C10, C54 et H57). Ces trois mutations sont situées dans la boucle reliant les 
deux résidus cystéines N-terminales (C5 et C10) jouant le rôle de ligand du zinc. Cette boucle est 
impliquée dans des interactions avec le début de la boucle L3 pour Y8, la fin de la boucle L3 par 
l’intermédiaire de S6 et le second brin β, et, avec le motif AVPTIF et la partie hydrophobe de la fin de 
l’hélice α pour G9 (Figure 82).  
 Le cas du mutant S6F est particulier puisque dans ce cas, un résidu hydrophile (sérine), peu 
conservé au sein de la famille des protéines THAP humaines, est remplacé par un résidu aromatique 
hydrophobe (phénylalanine). Ce changement drastique d’acide aminé ne perturbe pas le repliement 
global de la protéine puisque le spectre 2D 15N HSQC de ce mutant est comparable avec celui de la 
protéine sauvage (Figure 81). Des variations significatives de déplacements chimiques 1H-15N  sont 
observées au niveau de la région N-terminale située à proximité de la mutation mais aussi au niveau de 
la fin de la boucle L3 (F45  et T48) située à proximité spatiale de la mutation. De plus, deux autres 
régions importantes présentent des variations de déplacements chimiques notables et concernent le 
deuxième feuillet β (S51-I53) et la face hydrophobe de l’hélice α (W36, A38-V40) (Figure 81). Ceci 
suggère que le remplacement  de la sérine 6 par un résidu phénylalanine déstabilise la structure car ce 
résidu apolaire a tendance à s’enfouir dans le cœur hydrophobe de la protéine. Toutefois, cette 
déstabilisation, en accord avec la diminution de la stabilité thermique qui est observée, ne provoque pas 
de rupture du repliement global. Nous avons aussi observé que l’affinité de liaison à l’ADN est abaissée 
d’un facteur 3.4 en comparaison avec le domaine THAP sauvage alors que le résidu sérine 6 ne réalise 
pas de contact direct avec la cible ADN dans la structure du complexe hTHAP1 – RRM1. De plus, lors 
de la formation du complexe THAP S6F – RRM1, le spectre 2D 15N HSQC présente des variations de 
déplacements chimiques situées dans la région N-terminale (autour de la mutation), mais aussi au 
niveau de la fin de l’hélice α (résidu V40) et au niveau du module de coordination du zinc autour de 
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l’acide aminé histidine 57 (Figure 81). Il est important de noter que sur le spectre 2D 15N HSQC du 
complexe hTHAP1 – RRM1, de nombreuses taches de corrélation correspondant aux résidus du feuillet 
β ne sont pas détectables, probablement à cause de phénomènes d’échange conformationnel qui 
entraînent un élargissement des signaux RMN. Ces positions sont en plus très importantes pour la mise 
en place de la reconnaissance spécifique de l’ADN. Ceci suggère que la reconnaissance de l’ADN est 
très perturbée par l’introduction de la mutation S6F.  
 
Figure 82 : Représentation des positions de mutations S6F, Y8C et G9C sur la structure du domaine 
THAP de la protéine hTHAP1 
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 Les deux autres mutations observées dans cette zone concernent deux résidus Y8 et G9 qui 
sont remplacés par des résidus cystéine. On pourrait penser que ces mutations vont perturber la 
coordination du zinc en entrainant une position supplémentaire capable de réaliser la coordination du 
zinc. Cependant, la séquence du domaine THAP de hTHAP11, un autre membre de la famille, présente 
deux résidus cystéine consécutifs autour de la position 5 impliquée dans la coordination du zinc, ce qui 
suggère que l’introduction de cystéines supplémentaires dans cette région n’a pas de conséquence 
majeure sur la coordination tétraédrique du zinc. De plus, les spectres  2D 15N HSQC des mutants Y8C 
et G9C suggèrent que ces deux protéines sont correctement repliées (Figure 81).  
 La mutation Y8C entraîne le remplacement d’un résidu aromatique, non conservé dans la 
famille des protéines THAP humaines, en un résidu à courte chaîne. Ce remplacement a des effets qui 
se traduisent par des variations de déplacements chimiques au niveau des résidus situés autour de la 
mutation mais aussi au niveau des résidus situés au début de la boucle L3 (V40, R42-N44), avec 
lesquels, des contacts témoignant de la proximité de ces acides aminés ont été préalablement identifiés 
(Figure 81). Cette mutation n’a que peut d’effet sur la stabilité thermique de la protéine (Figure 79). Lors 
de l’interaction avec l’ADN (Figure 81), ce sont les mêmes zones qui sont perturbées par la mutation 
Y8C, on ajoutera simplement le résidu histidine 57 qui se situe lui aussi à proximité spatiale de la 
mutation puisque ce résidu est impliqué dans la coordination du zinc. De façon intéressante, la 
modification des déplacements chimiques du début de la boucle L3 pourrait être associée à une 
déstabilisation de cette boucle due à la perte des interactions entre Y8 et les résidus du début de la 
boucle L3. Ceci pourrait également modifier la dynamique de cette boucle, cependant, nous n’avons 
pas exploré le caractère dynamique de la chaîne polypeptidique du mutant Y8C. Cette déstabilisation 
potentielle de la dynamique pourrait être à l’origine de la perte partielle d’affinité de liaison spécifique à 
l’ADN (Figure 80) puisqu’aucun contact direct entre le résidu Y8 et la cible RRM1 n’est observé dans la 
structure du complexe hTHAP1 – RRM1. 
 La glycine G9 est un résidu peu conservé dans la famille des protéines THAP humaines. 
Cependant, elle est située juste avant le résidu cystéine 10 qui joue le rôle de ligand du zinc et la 
présence de cette glycine, qui n’apporte pas de contrainte stérique à la chaîne peptidique, pourrait jouer 
un rôle important pour permettre le bon positionnement de la cystéine 10 vis-à-vis du zinc. En ce qui 
concerne le mutant G9C, son spectre 2D 15N HSQC montre que la protéine est correctement repliée 
(Figure 81). Dans la protéine sauvage, la glycine 9 est impliquée dans des contacts avec l’histidine 57, 
avec le résidu phénylalanine 81 du motif AVPTIF et avec le résidu valine 40 de la fin de l’hélice α. On 
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remarque que la mutation G9C entraîne des variations de déplacements chimiques au niveau de trois 
acides aminés (H57, V40 et T79) mais aussi dans la région située autour de la mutation G9C (Figure 
81). Dans ce cas, les variations sont très ponctuelles, cependant, la mutation G9C va moduler la 
stabilité thermique de la protéine (Figure 79) suggérant que ces variations, même très ponctuelles, 
témoignent de la perturbation de la protéine au niveau de l’interface module de coordination du zinc – 
cœur hydrophobe – motif AVPTIF. Lors de l’ajout de l’ADN, peu de différences sont observées en 
comparaison avec le complexe THAP wt - RRM1, en effet, on observe des variations de déplacements 
chimiques au niveau des résidus C9, V40 et T79 (Figure 81). Pour le résidu H57, on n’observe pas de 
variations de déplacements chimiques dans le complexe THAP G9C - RRM1. A noter que la mutation 
G9C est l’une des deux mutations qui n’entraîne pas de variation de l’affinité de reconnaissance de la 
cible RRM1 (Figure 80).   
 Les mutations ponctuelles retrouvées dans la zone impliquée dans la coordination du zinc vont 
perturber la liaison entre le module de coordination du zinc, le cœur hydrophobe et le motif AVPTIF C-
terminal. Cette perturbation entraîne une baisse de la stabilité thermique sauf pour le mutant Y8C qui 
est orienté vers l’extérieur. 
Les mutations ponctuelles au niveau du cœur hydrophobe 
 Les mutations ponctuelles, impliquant des résidus formant le cœur hydrophobe, sont les 
mutations P26R, A39T et F81L. Parmi ces mutants ponctuels, seul le mutant P26R n’a pas pu être 
purifié puisque la protéine est exprimée mais le protocole classique de purification n’a pas permis 
l’obtention de quantité suffisante pour pouvoir juger du repliement de la protéine. En effet, la proline P26 
est l’un des résidus strictement conservés formant la signature du domaine THAP et son remplacement 
entraîne sûrement une perte totale du repliement de la protéine et, par conséquent, de l’activité de 
liaison à l’ADN. Cependant, de nouveaux essais de purification devront être réalisés afin de confirmer 
cette hypothèse. 
 La mutation ponctuelle A39T est une mutation qui remplace un résidu alanine, peu conservé 
dans la famille des protéines THAP, en un résidu thréonine et, à première vue, ne devrait pas 
engendrer de modification majeure. Cependant, on remarque que la stabilité thermique du mutant A39T 
est affectée puisqu’elle passe de 43,2 °C pour la protéine sauvage à 37,8 °C (Figure 79). Même si le 
spectre 2D 15N HSQC est très proche de celui enregistré pour la protéine sauvage, on observe 
 182 
PARTIE III – Les mutations identifiées sur le gène de hTHAP1 chez les patients atteints par la dystonie 6 : implications 
dans la reconnaissance de l’ADN 
cependant des variations de déplacements chimiques 1H-15N au niveau de la zone entourant la 
mutation de l’acide aminé E35 à l’acide aminé K43 (Figure 83), une zone importante puisqu’elle est 
située au niveau de l’interface cœur hydrophobe – module de coordination du zinc – motif AVPTIF.  De 
la même façon, le résidu G9 et le résidu T79, intervenant au niveau du module de coordination du zinc 
et du motif AVPTIF respectivement, sont aussi affectés par la mutation A39T. Lorsque l’on forme le 
complexe THAP A39T –RRM1, ce sont globalement les même parties de la chaîne polypeptidique qui 
voient leurs déplacements chimiques évoluer (Figure 83). Même si cette modification ne fait 
qu’introduire un groupement hydroxyle supplémentaire, elle semble suffisante pour modifier l’interaction 
entre les trois éléments importants (cœur hydrophobe, module de coordination du zinc et motif AVPTIF) 
pour le maintien de la stabilité du domaine THAP. Cette mutation perturbe la stabilité du domaine THAP 




Figure 83 : Etude RMN des mutants ponctuels du domaine THAP de hTHAP1 impliqués dans la formation 
du cœur hydrophobe de la protéine. 
Pour chacun des mutants, un spectre 2D 15N HSQC du domaine libre est représenté ainsi que les variations de 
déplacements chimiques par rapport au domaine sauvage. Enfin, sur la droite, les variations de déplacements chimiques 
entre les complexes THAP wt - RRM1 et THAP mutant - RRM1 sont représentées. 
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 L’autre mutation qui perturbe le cœur hydrophobe est la mutation F81L qui touche la 
phénylalanine du motif AVPTIF. Il s’agit de la première mutation ponctuelle décrite dans trois familles de 
patients DYT6 issus de la communauté Amish-Mennonite nord américaine (Fuchs et al., 2009). Dans 
cette étude, les auteurs ont montré que l’activité de liaison à l’ADN du mutant F81L est perturbée. 
Cependant, le repliement correct de la protéine n’avait pas été démontré. Nous avons vérifié le 
repliement de la protéine en utilisant la RMN, en enregistrant un spectre 2D 15N HSQC (Figure 83). Ce 
spectre présente une dispersion des fréquences suggérant que la protéine est correctement repliée, 
cependant, on observe l’apparition de taches de corrélation dans la zone centrale du spectre. Nous 
avions remarqué la présence de pics semblables sur les spectres HSQC enregistrés sur le domaine 
THAP renfermant les 90 premiers acides aminés. Nous avions alors montré qu’en travaillant sur le 
domaine plus court, THAP1-81, la qualité du spectre était améliorée et ne présentait plus les taches 
centrales dues à la mobilité importante la partie C-terminale. La mutation F81L semble donc déstabiliser 
la partie C-terminale du domaine en augmentant sa mobilité. En effet, le résidu F81 joue un rôle 
important dans le domaine THAP puisqu’il établit des contacts avec la fin de l’hélice α (A39, V40), avec 
le module de coordination du zinc et, plus particulièrement, avec les résidus H57 et avec G9. Cette 
mutation entraîne une baisse de la température de fusion de la protéine (Figure 79). De plus, le spectre 
2D 15N HSQC du mutant F81L présente aussi des taches qui apparaissent sous la forme de doublet 
suggérant une hétérogénéité structurale de cette protéine. En traçant les variations de déplacements 
chimiques entre le domaine THAP sauvage et le mutant F81L, on s’aperçoit que ces variations sont de 
faible amplitude et sont dispersées dans la séquence (Figure 83).  Parmi les zones les plus touchées, 
on retrouve la région autour de la mutation, mais aussi la partie N-terminale et l’histidine 57, et le début 
de la boucle L3. Lors de l’ajout de l’ADN, la qualité du spectre s’est détériorée. Cependant, nous avons 
tracé les variations de déplacements chimiques observées sur le complexe protéine-ADN formé avec la 
protéine sauvage et avec le mutant F81L (Figure 83). Ces variations de déplacements chimiques sont 
de faible amplitude mais sont localisées au niveau de la boucle N-terminale, de l’hélice α et du motif 
AVPTIF comme dans la forme libre de la protéine F81L. Afin d’aller plus loin, l’étude dynamique de la 
chaîne polypeptidique du mutant F81L pourrait permettre de confirmer un changement de dynamique 
locale au niveau de l’interface formée par le motif AVPTIF, le module de coordination du zinc et l’hélice 
α et permettrait de démontrer que c’est bien le changement de mobilité de la partie C-terminale qui 
entraîne des perturbations dans la stabilité de la protéine et dans l’affinité de reconnaissance de l’ADN.   
 Comme l’on pouvait le penser, les mutations ponctuelles du domaine THAP de hTHAP1 qui 
touchent les acides aminés du cœur hydrophobe sont associées à des perturbations dans la stabilité 
 184 
PARTIE III – Les mutations identifiées sur le gène de hTHAP1 chez les patients atteints par la dystonie 6 : implications 
dans la reconnaissance de l’ADN 
thermique de la protéine et dans l’affinité de reconnaissance de l’ADN. Grâce à l’utilisation de la RMN, 
nous avons pu mettre en évidence les régions de la protéine qui sont affectées. Et, comme nous l’avons 
décrit pour les mutants affectant le module à zinc, les perturbations sont localisées au niveau de 
l’interface module à zinc – cœur hydrophobe – motif AVPTIF qui représente un point chaud pour 
l’apparition de mutations déstabilisant la structure (Figure 84). 
 
Figure 84 : Représentation des positions de mutations P26R, A39T et F81L sur la structure du domaine 
THAP de la protéine hTHAP1 
 
Les mutations ponctuelles au niveau des boucles flexibles 
Quatre autres mutations ponctuelles (N12K, D17G, S21T et R29Q) ont été identifiées chez les 
patients atteints par la dystonie DYT6, au niveau des boucles flexibles du domaine THAP de hTHAP1 et 
accessibles au solvant. Les mutations N12K, D17G et S21T sont situées dans la boucle L1 qui permet 
de relier la partie N-terminale au premier feuillet β. La mutation R29Q est retrouvée dans la boucle L2 
qui permet de relier le premier feuillet β à l’hélice α.   
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Figure 85 : Etude RMN des mutations ponctuelles du domaine THAP de hTHAP1 situées dans les boucles 
flexibles exposées au solvant. 
Pour chacun des mutants, un spectre 2D 15N HSQC du domaine libre est représenté ainsi que les variations de 
déplacements chimiques par rapport au domaine sauvage. Enfin, sur la droite, les variations de déplacements chimiques 
entre les complexes THAP wt - RRM1 et THAP mutant - RRM1 sont représentées. 
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La mutation N12K est située dans la boucle L1 et est retrouvée dans une zone qui est 
impliquée dans la reconnaissance de l’ADN, cependant, ce résidu est peu conservé au sein de la 
famille des protéines THAP humaines et n’est pas impliqué dans la reconnaissance directe de l’ADN . 
En effet, dans la structure du complexe THAP1-RRM1, c’est le résidu lysine 11, voisin du résidu 
asparagine 12, qui est impliqué dans des contacts avec certains groupements phosphates (Figure 86A). 
Nous n’avons pas pu juger de l’effet de cette mutation sur la stabilité de la protéine car les quantités de 
protéine obtenue ne nous ont pas permis de réaliser les expériences de DSF, et nous avons préféré 
utiliser la protéine pour réaliser les expériences RMN et les expériences de fluorescence. Ainsi, nous 
avons confirmé que ce mutant est correctement replié grâce à l’enregistrement d’un spectre 2D 15N 
HSQC (Figure 85). Par la suite, nous avons aussi comparé les déplacements chimiques 1H-15N des 
protéines sauvage et mutée. Ainsi, il apparaît que la mutation N12K perturbe les déplacements 
chimiques de la partie N-terminale essentiellement. Lors de la formation du complexe, des variations de 
déplacements chimiques sont aussi retrouvées dans la région N-terminale mais, aussi, au niveau du 
second brin β, de la boucle L3 et du motif AVPTIF (Figure 85). Nous proposons que ces modifications 
soient le résultat de variations dans le positionnement de la protéine lors de la reconnaissance de l’ADN 
par le mutant N12K. En effet, cette mutation est la seule pour laquelle on observe une augmentation 
significative de l’affinité de liaison pour la cible RRM1 (Figure 80). Nous proposons que ces 
modifications dans le mode de reconnaissance de l’ADN, induites par la mutation N12K, vont, dans un 
premier temps, entraîner des modifications dans le positionnement du second brin β, qui par la suite 
vont engendrer des modifications au niveau de la boucle L3 et du motif AVPTIF. Nous suggérons que 
l’apparition d’une charge positive dans la région N-terminale renforce l’interaction électrostatique avec la 
chaîne poly-anionique 2’-désoxyribose phosphate de l’ADN située à proximité. Cependant, des 
expériences complémentaires de liaison à de l’ADN non spécifique devront être réalisées afin de 
confirmer une modification dans la reconnaissance électrostatique. 
 La mutation D17G est aussi située dans la boucle L1 dans une partie relativement dynamique. 
Cet acide aminé, peu conservé dans les protéines THAP humaines, est situé en dehors de l’interface de 
liaison dans la structure du complexe hTHAP1 – RRM1. Nous avons caractérisé la stabilité thermique 
de cette protéine qui présente une température de fusion de 38,7°C (Figure 79). L’introduction d’un 
résidu glycine à la place d’un résidu acide aspartique entraîne la perte d’une charge négative et permet 
d’augmenter la flexibilité de la chaîne polypeptidique de la boucle L1. Au niveau structural, le spectre 2D 
15N HSQC du mutant D17G présente une excellente dispersion des fréquences de résonance, 
confirmant que la protéine est correctement repliée (Figure 85). L’introduction de la mutation D17G 
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entraîne des variations de déplacements chimiques importants au niveau de la boucle L1, autour de la 
mutation. De façon surprenante, on observe aussi l’apparition de modifications de déplacements 
chimiques dans la partie C-terminale de l’hélice α (Figure 85). A ce jour, nous sommes incapables 
d’expliquer l’apparition de ces modifications dans cette zone qui se situe sur la face opposée de la 
protéine (Figure 86). Nous proposons, toutefois, qu’une augmentation de la dynamique de la boucle L1 
engendrée par la mutation puisse être responsable de ces modifications de déplacements chimiques. 
De plus, lorsque l’on forme le complexe THAP D17G – RRM1, ces variations de déplacements 
chimiques sont conservées au niveau de la zone bordant la mutation et aussi au niveau de la fin de 
l’hélice α (Figure 86). On remarque aussi l’apparition d’une modification de déplacements chimiques de 
l’histidine 57 qui pourrait expliquer les modifications préalablement décrites, puisque l’histidine 57 est 
située entre la zone mutée et la fin de l’hélice α. Des expériences complémentaires permettant de juger 
de la dynamique de la boucle L1 dans le mutant D17G permettront certainement de confirmer cette 
hypothèse. 
 
Figure 86 : Représentation des positions des mutations N12K et D17G  sur la structure du domaine THAP 
de la protéine hTHAP1 et sur la structure du complexe hTHAP1 – RRM1 
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 La mutation S21T est la mutation la plus proche de l’interface de reconnaissance entre la 
protéine et les bases de l’ADN. Cependant, aucun contact direct entre ce résidu et l’ADN n’est observé 
dans la structure du complexe THAP1 wt – RRM1. Cette position est souvent occupée par un résidu 
présentant une fonction hydroxyle dans les autres protéines THAP humaines (10/12, Figure 76) et seule 
les protéines THAP3 et THAP6 présentent un résidu thréonine à cette même position.  Nous avons vu 
précédemment que cette mutation n’influe pas sur la stabilité thermique de la protéine (Figure 79), ce 
qui est en accord avec la mutation qui ne fait que remplacer un résidu sérine par un résidu thréonine, 
ces deux acides aminés étant très proches au niveau de leurs chaînes latérales. La différence majeure 
est l’addition d’un groupement méthyle à l’extrémité de la chaîne latérale. De plus, les variations de 
déplacements chimiques 1H-15N calculées entre le domaine sauvage et le domaine S21T se limitent au 
résidu muté (Figure 85). Ceci suggère que la protéine est très peu affectée par cette mutation. Il en est 
de même lors de la formation du complexe THAP S21T – RRM1, en effet, seul le résidu muté présente 
une importante variation de déplacements chimiques (Figure 85). Cependant, cette mutation réduit 
l’affinité associée à la reconnaissance spécifique de la cible RRM1 (Figure 80). Cette réduction d’affinité 
est difficilement explicable sur la base de la structure du complexe hTHAP1 – RRM1 puisque aucun 
contact direct n’est observé entre le résidu sérine 21 et la cible RRM1. Les hypothèses suivantes 
peuvent être formulées : 
- soit la présence d’un contact médié par l’eau impliquant la chaîne latérale du résidu S21 et les 
groupements phosphates de la thymine 8 ou de la guanine 9 (situés respectivement à des distances de 
6.59Å et 6.30Å)  est réalisé lors de l’interaction, et n’est pas observé dans notre structure RMN qui 
n’inclue pas de molécule d’eau (Figure 87A), 
- soit il existe un contact direct entre cette chaîne latérale et un de ces deux groupements phosphates 
mais les données expérimentales n’ont pas permis de l’identifier, 
- soit la mutation engendrée est responsable de la déstabilisation de l’interaction observée entre le 
groupement hydroxyle du résidu sérine 21 et le cycle de l’histidine 23 voisine dans la structure du 
complexe hTHAP1 – RRM1. Cependant, les variations de déplacements chimiques observées ne 
confortent pas cette dernière hypothèse.  
 De plus, l’orientation de la chaîne latérale de la sérine 21 est la même que celle retrouvée dans 
la structure de la protéine libre, et est en accord avec les données RMN et les critères géométriques ;  
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Figure 87 : Représentation des positions des mutations S21T et R29Q 
(A) Illustration de la position du résidu sérine 21 sur la structure du complexe hTHAP1 – RRM1.  (B)  Zoom sur la région S21 
met en évidence des distances entre l’atome d’oxygène de la fonction hydroxyle du résidu sérine 21 et les atomes d’oxygène 
des groupements phosphates des bases thymine 8 et guanine 9 et le groupement NH du cycle de l’histidine 23. Illustration 
des ponts salins réalisés par le groupement guanidine de l’arginine 29 dans la structure du domaine THAP de hTHAP1 (C)  
et dans le complexe hTHAP1 – RRM1 (D). 
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analyse avec le logiciel Procheck (Laskowski et al., 1996). La perte d’affinité pour la cible ADN RRM1 
du mutant S21T reste donc difficile à expliquer et des expériences complémentaires sont nécessaires 
pour aller plus loin dans la compréhension des mécanismes moléculaires qui perturbent cette 
interaction. D’autre part, la présence d’un résidu thréonine dans cette même position dans les 
séquences des protéines hTHAP3 et hTHAP6 suggère que le mode de reconnaissance de l’ADN de 
ces deux protéines puisse être légèrement différent de celui de hTHAP1. 
 La mutation R29Q est située dans la boucle L2, juste avant l’hélice α. Ce résidu arginine 29 
n’est pas très conservé dans les séquences des domaines THAP humains. Cependant, on remarque 
que lorsque celui-ci est présent, il est automatiquement associé à un résidu acide retrouvé sur la face 
non exposée au solvant du début de l’hélice α. Inversement, la position équivalente à celle de R29 est 
souvent substituée par un résidu acide dans les domaines THAP humains et, dans ces cas, on observe 
l’apparition d’un résidu basique au début de l’hélice α, sur la face non exposée au solvant de l’hélice α  
(Figure 76A). Ces caractéristiques de séquences primaires sont en accord avec la mise en place d’une 
interaction ionique (type pont salin) entre ces deux partenaires qui pourrait jouer un rôle dans la 
stabilisation du domaine THAP. De plus, dans la structure du domaine THAP de THAP1, le résidu 
arginine 29 est tourné vers l’intérieur de la structure et vient placer son groupement guanidinium à 
environ 4.5Å du groupement carbonyle du résidu glutamate 35 (Figure 87A). Dans le mutant R29Q, 
cette arginine est remplacée par un acide aminé polaire non chargé à longue chaîne, un résidu 
glutamine. Le spectre 2D 15N HSQC du mutant  R29Q montre une bonne dispersion des fréquences de 
résonance en accord avec une protéine correctement repliée (Figure 85). Cependant, la mutation 
ponctuelle de ce résidu arginine 29 entraîne des perturbations de déplacements chimiques de faible 
amplitude des régions situées dans la proximité spatiale de ce résidu, en l’occurrence, le début de 
l’hélice α et la partie située juste avant le motif AVPTIF. Le mutant R29Q présente une affinité de liaison 
à l’ADN réduite (Figure 80) et, lors de la formation du complexe hTHAP1 R29Q – RRM1, nous montrons 
que les variations de déplacements chimiques observées sont différentes de celles observées pour le 
complexe hTHAP1 WT – RRM1 dans le début de l’hélice α et sont particulièrement accrues dans la 
partie située avant le motif AVPTIF, au niveau des résidus E74 et N75 (Figure 85). Dans la structure du 
complexe hTHAP1 – RRM1, la position de l’arginine 29 évolue et vient se placer à proximité du résidu 
glutamate 74. Ces deux résidus forment un pont salin impliqué dans la stabilisation de cette partie de la 
boucle L4 (Figure 87D). L’absence de ce résidu chargé positivement pourrait entraîner la perte de 
l’interaction entre la boucle L2 et la fin de la boucle L4. Ceci se traduit par une déstabilisation du motif 
AVPTIF qui engendre aussi des perturbations au niveau de la fin de l’hélice α. La perte totale de la 
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liaison à l’ADN avait préalablement été mise en évidence pour un mutant R29A (Bessiere et al., 2008). 
Afin de confirmer la présence d’interactions ioniques entraînant la formation de liaisons hydrogène entre 
l’arginine 29 et ces résidus acides, il pourrait être envisagé de réaliser une expérience de type ‘long 
range’ 3D HNCO COSY qui a été préalablement décrite, afin de mettre en évidence les liaisons 
hydrogène entre les groupements carbonyles du squelette peptidique et les protons des fonctions 
amides (Cordier et al., 2008). Cependant, dans notre cas, il ne s’agirait pas des groupements chimiques 
du squelette peptidique mais des groupements guanidinium des résidus arginine et des fonctions 
carbonyles des chaînes latérales des résidus acides. Ce genre d’expériences a préalablement permis 
d’identifier les liaisons hydrogène impliquant des chaînes latérales (Banci et al., 2002). D’autre part, une 
autre voie pourrait être envisagée, elle consiste à réaliser des mutants ponctuels touchant chacun des 
résidus acides (E35 ou E74). Ainsi, notre hypothèse pourrait être confirmée si l’on observe une 
déstabilisation de la boucle L2 dans la forme libre de la protéine E35A ou une baisse de l’affinité de 
liaison de l’ADN pour la protéine E74A.    
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 IV- Conclusion 
Des mutations ponctuelles ou entraînant un décalage de phase ont été identifiées sur le gène 
codant pour la protéine hTHAP1 chez les patients souffrant de la dystonie DYT6. Ces mutations sont 
situées dans les zones importantes pour la fonction de la protéine hTHAP1 et il a été proposé que la 
perte de fonction de la protéine hTHAP1 soit directement responsable de l’apparition du phénotype 
DYT6 (Tamiya, 2009). Au cours de notre étude, la caractérisation structurale du repliement et de 
l’interaction entre le domaine THAP de la protéine hTHAP1 et sa cible spécifique RRM1 a permis de 
comprendre les mécanismes moléculaires qui gouvernent cette reconnaissance spécifique. Nous nous 
sommes donc intéressés aux mutations ponctuelles du domaine THAP observées dans les génomes de 
patients présentant le phénotype DYT6. Ces mutations peuvent être classées en trois groupes : les 
mutations retrouvées dans le module de coordination du zinc (S6F, Y8C et G9C), celles touchant les 
acides aminés du cœur hydrophobe (P26R, A39T et F81L) et celles situées dans les boucles 
dynamiques et accessibles au solvant du domaine THAP (N12K, D17G, S21T et R29Q). En étudiant la 
stabilité thermique, le repliement, l’affinité de liaison pour l’ADN et leur mode de reconnaissance, nous 
avons pu montrer que ces mutants entraînent des modifications dans la stabilité de la protéine, dans 
l’affinité de liaison pour la cible RRM1 mais aussi dans leur mode de reconnaissance spécifique de 
l’ADN.  
Pour les mutants touchant le cœur hydrophobe et le module de coordination du zinc, nous 
avons mis en évidence que l’interface située entre le module de coordination du zinc, le cœur 
hydrophobe et le motif AVPTIF est déstabilisée. En effet, cette région représente une interface dont 
l’intégrité structurale et dynamique est nécessaire pour assurer la stabilité thermique de la protéine et la 
mise en place de la reconnaissance spécifique de l’ADN par le domaine THAP de hTHAP1. Nous avons 
pu voir qu’une modification même très minime peut entraîner la déstabilisation de cette interface et avoir 
des conséquences sur la stabilité de la protéine et sur l’activité de liaison à l’ADN séquence spécifique.  
En revanche, certaines mutations ponctuelles, retrouvées dans les boucles exposées au 
solvant et dynamiques du domaine THAP, sont à traiter au cas par cas, en observant la position de 
chacune des mutations et les perturbations structurales qu’elles peuvent engendrer. Pour la plupart de 
ces mutations, nous avons identifié les origines potentielles qui pourraient mener à la perte de fonction 
de la protéine hTHAP1. Cependant, il apparaît que pour ces mutations des preuves expérimentales 
supplémentaires soient nécessaires pour confirmer les hypothèses que nous avons énoncées. Une 
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étude thermodynamique du mode de liaison à l’ADN de ces différents mutants pourra être réalisée 
grâce à l’acquisition récente d’un appareillage de calorimétrie par titrage isotherme (ITC). Cette étude 
pourrait permettre de comparer les constantes thermodynamiques, ΔH et ΔS, mises en jeu lors de cette 
interaction pour ces différents mutants.    
Toutes les modifications engendrées par les mutations ponctuelles du domaine THAP, 
identifiées chez les patients atteints par la dystonie DYT6, entraînent de très faibles modifications dans 
la reconnaissance spécifique de l’ADN réalisée par hTHAP1 en comparaison avec les modifications 
observées pour les mutants ponctuels touchant les positions qui contactent directement l’ADN dans 
l’interaction dmTHAP – ADN (Sabogal et al., 2010). Il reste cependant étrange qu’aucune mutation 
ponctuelle n’ait été décrite au niveau de ces positions (Q3, K24, T48, S51, S52, R65) chez les patients 
DYT6.  Ceci suggère que la perte de fonction totale de la protéine hTHAP1 pourrait avoir un effet létal 
lors du développement embryonnaire comme c’est le cas pour la protéine Ronin (mTHAP11) chez la 
souris (Dejosez et al., 2008). De plus, il est important de noter que les mutations décrites sont 
majoritairement hétérozygotes (Bonetti et al., 2009, Djarmati et al., 2009, Fuchs et al., 2009, Paisan-
Ruiz et al., 2009, Houlden et al., , Xiao et al., 2010), une seule mutation homozygote située dans la 
boîte HBM (HCF-1 Binding motif) ayant été décrite à ce jour  (Houlden et al.). Ainsi, il n’y aurait qu’une 
partie de la population protéique cellulaire mutée. En outre, la mutation ne semble entraîner qu’une 
perte partielle de l’activité de liaison dans la plupart des cas (pour les mutants ponctuels du domaine 
THAP). Il se pourrait donc qu’une modification fine de la quantité de protéine hTHAP1 active soit 
suffisante pour entraîner une dérégulation de la transcription médiée par hTHAP1, et avoir des 
conséquences physiologiques importantes. Cette observation rejoint l’étude réalisée sur les cellules 
endothéliales primaires (Cayrol et al., 2007), dans laquelle les auteurs avaient déjà émis l’hypothèse 
que la protéine hTHAP1 devait être exprimée dans des quantités bien précises, afin que la fonction de 
la protéine hTHAP1 puisse se dérouler normalement.        
 Dans cette étude, nous n’avons analysé que les mutations ponctuelles identifiées dans la 
région codante pour le domaine THAP de hTHAP1. Or, nous avons pu voir, au cours de l’introduction, 
que d’autres mutations ont été identifiées dans d’autres régions importantes pour la protéine hTHAP1. 
C’est le cas notamment de la partie C-terminale qui contrôle la localisation subcellulaire de la protéine 
et les phénomènes d’interaction protéine-protéine. L’identification de ces mutations dans la partie C-
terminale de la protéine, chez les patients atteints par la dystonie DYT6, confirme que la protéine 
hTHAP1 est une protéine plateforme qui fait le lien entre un promoteur sur l’ADN et des effecteurs 
 194 
PARTIE III – Les mutations identifiées sur le gène de hTHAP1 chez les patients atteints par la dystonie 6 : implications 
dans la reconnaissance de l’ADN 
transcriptionnels et que l’intégrité des deux interfaces de reconnaissance est nécessaire pour assurer la 
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De part son implication dans la régulation de la progression du cycle cellulaire via la modulation 
de la voie pRb/E2F, la protéine hTHAP1 est un acteur important de la prolifération cellulaire et plus 
particulièrement de la transition G1/S du cycle cellulaire. Il est aujourd’hui établit que la protéine 
hTHAP1 joue un rôle dans le ciblage de gènes spécifiques permettant de recruter des effecteurs 
transcriptionnels sur ces promoteurs afin de stimuler l’expression de ces gènes nécessaires pour la 
transition G1/S du cycle cellulaire. Au cours de mes travaux de thèse, les déterminants structuraux qui 
permettent la mise en place de la reconnaissance séquence spécifique de l’ADN par le domaine THAP 
de la protéine hTHAP1 ont été élucidés en utilisant la RMN liquide haute résolution. En combinant des 
données structurales expérimentales, nous avons résolu la structure du complexe formé par le domaine 
THAP de hTHAP1 et sa cible ADN issue du promoteur du gène RRM1, un gène cible régulé par 
hTHAP1.  
L’analyse de la structure du complexe hTHAP1 – RRM1 permet d’expliquer la spécificité de 
reconnaissance préalablement observée. En effet, le domaine THAP de hTHAP1 reconnaît sa cible 
ADN en utilisant un mode de reconnaissance original qui s’étend sur deux interfaces situées dans le 
grand sillon et dans le petit sillon de l’ADN. Ce mode de reconnaissance de l’ADN bipartite est partagé 
avec de nombreuses familles de domaine de liaison à l’ADN (Voir partie I-4-A). Dans le grand sillon de 
l’ADN, la reconnaissance spécifique est assurée par la combinaison du feuillet β (K24 et S52), de la 
boucle L3 (T48, Y50 et S51) et de l’extension N-terminale (Q3) qui permettent d’établir des contacts 
avec le motif d’ADN double brin ayant pour séquence 5’-GGGCA-3’ (brin sens). La reconnaissance 
dans le petit sillon est assuré par la boucle L4 et, plus particulièrement, le résidu R65 permet d’établir 
des contacts spécifiques avec une thymine située deux bases en amont du motif GGGCA. La 
combinaison de tous ces acides aminés est spécifique du domaine THAP de hTHAP1 alors que le 
repliement global semble être partagé par l’ensemble des domaines THAP comme le montrent les 
structures des domaines THAP de hTHAP2 ou de ceCTBP (Liew et al., 2007). Nous proposons donc 
que le domaine THAP ait une fonction de liaison à l’ADN mais que la spécificité de reconnaissance soit 
dictée par la nature des résidus occupant les différentes positions importantes pour la reconnaissance 
de l’ADN que nous décrivons pour le domaine THAP de hTHAP1.  
Cette hypothèse a été confortée par la résolution de la structure cristallographique du complexe 
formé par le domaine THAP de la transposase de l’élément P de Drosophilia melanogaster (dmTHAP) 
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et sa cible ADN (Sabogal et al., 2010). Dans la structure du complexe dmTHAP – ADN, la protéine 
reconnaît l’ADN de façon spécifique en ciblant deux interfaces de reconnaissance, situées dans le 
grand sillon et dans le petit sillon, et en utilisant les positions précédemment décrites pour hTHAP1. 
Certaines de ces positions présentent des acides aminés équivalents et reconnaissent les mêmes 
bases que pour hTHAP1 alors que des positions différentes sont associées à la reconnaissance de 
paires de bases différentes. Le mode de reconnaissance de l’ADN observé dans le complexe dmTHAP 
– ADN est semblable à celui décrit pour le domaine THAP de hTHAP1, les deux structures ayant été 
résolues de façon indépendante en utilisant des techniques différentes. En observant ces deux 
structures, les règles générales de la reconnaissance spécifique de l’ADN par le domaine THAP ont pu 
être établies : la reconnaissance dans l’interface grand sillon est réalisée par le feuillet β, la boucle N-
terminale et la boucle L3 et dans le petit sillon par la boucle L4. 
Dans l’interface petit sillon, les contacts avec les bases sont assurés par le début de la boucle 
L4 alors que la partie précédant le motif AVPTIF reste très dynamique comme le suggère les données 
de dynamique obtenues pour le complexe formé par hTHAP1 – RRM1. De plus, cette partie n’a pas 
permis d’obtenir de la densité électronique dans la structure cristallographique du complexe dmTHAP – 
ADN, confortant le caractère hautement dynamique associé à cette région. Il pourrait être intéressant de 
tester un nouveau type de sonde ADN combinant deux séquences de reconnaissance en répétition. En 
effet, on pourrait imaginer que cette partie puisse être impliquée dans des phénomènes de dimérisation 
et puisse se structurer lors de la dimérisation, comme cela a été observé dans le cadre de l’interaction 
entre le répresseur Lactose et son opérateur (Kalodimos et al., 2004a). 
Contrairement aux domaines THAP de la transposase et de hTHAP1, certains domaines THAP 
ne comportent pas de longue boucle L4, comme le domaine THAP de hTHAP11 ou le domaine THAP 
de ceCTBP, on parlera de domaine THAP non canoniques (Figure 88A). Compte tenu de l’implication 
de la boucle L4 dans la reconnaissance spécifique médiée par les domaines THAP canoniques, les 
domaines THAP non canoniques doivent présenter un mode de reconnaissance de l’ADN différent. 
Deux solutions peuvent être proposées : (i) soit le domaine non canonique reconnaît sa cible sous la 
forme d’un monomère et ne cible que le grand sillon de l’ADN, ce qui signifie qu’il va présenter une 
sélectivité de reconnaissance amoindrie ; (ii) soit le domaine THAP non canonique reconnaît sa cible 
sous la forme d’un dimère (dimérisation via la courte boucle L4) et va cibler deux grands sillons 
consécutifs, comme cela a été décrit par exemple pour la famille des récepteurs nucléaires (Schwabe et 
al., 1993).  
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Figure 88 : Reconnaissance de l’ADN par les domaines THAP non canoniques 
(A) Alignement de la structure du domaine THAP de ceCTBP (code PDB 2jm3), coloré en bleu, sur la structure du complexe 
hTHAP1-RRM1 (code PDB 2ko0), coloré en jaune pour la protéine et en mauve pour l’ADN. L’ellipse rouge met en évidence 
l’interface petit sillon. (B) Spectre 2D 15N HSQC du domaine THAP de hTHAP11. 
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A ce jour, un seul argument issu de données expérimentales est en faveur de la seconde hypothèse. En 
effet, la détermination de la cible consensus de la protéine Ronin (mTHAP11), par des expériences de 
SELEX (Bouvet, 2001), a mis en évidence une longue cible ADN de près de 20 paires de bases 
compatible avec la reconnaissance sous la forme d’un dimère (Dejosez et al., 2008), cependant, celle-ci 
n’est pas symétrique. Pour aller plus loin dans la compréhension de la reconnaissance spécifique de 
l’ADN réalisée par les domaines THAP non canoniques, le domaine THAP de hTHAP11 a été choisi 
comme modèle d’étude dans le laboratoire. Le clonage, l’expression et la purification de ce domaine ont 
été réalisé et ont permis d’obtenir un échantillon de  protéine pure. Ainsi, nous avons pu enregistrer un 
spectre 2D 15N HSQC de cette protéine (Figure 88B) qui présente une excellente dispersion des 
fréquences de résonance montrant que cette protéine est correctement repliée. L’étude de la structure 
du domaine THAP de hTHAP11 et de son mode de reconnaissance de l’ADN fait l’objet de la thèse de 
Jade Durand dans l’équipe. Elle pourra, sans doute, confirmer ou infirmer les différentes hypothèses 
que je viens d’exposer sur la reconnaissance de l’ADN des domaines THAP non canoniques.  
Une autre étape, nécessaire pour la compréhension complète de la reconnaissance spécifique 
de l’ADN par la protéine hTHAP1, consiste à caractériser la reconnaissance de l’ADN par la protéine 
entière. Cependant, cette protéine reste difficile à exprimer puisqu’elle est produite dans une forme 
agrégée dans les systèmes d’expression procaryotes. Nous proposons que la mise en place de 
nouvelles stratégies d’expression et de purification pourrait permettre l’obtention de quantité suffisante 
pour l’étude structurale de la protéine entière hTHAP1. Les différentes options que nous proposons sont 
les suivantes : (i) on pourrait surexprimer cette protéine dans des cellules eucaryotes (cellules 
d’insectes ou de mammifères) ; (ii) on pourrait aussi tester l’expression de cette protéine dans E. coli en 
utilisant le milieu auto-inductible (Studier, 2005) que nous avons développé pour l’expression du 
domaine THAP de hTHAP11 et qui permet une surexpression progressive de la macromolécule ; (iii) on 
pourrait co-exprimer cette protéine en présence du domaine Kelch de HCF-1 en système procaryote qui 
pourrait permettre la stabilisation de la protéine hTHAP-1. L’obtention de la protéine entière hTHAP1 
ouvrirait la voie à la première caractérisation structurale d’une protéine THAP entière et permettrait de 
juger de l’effet de la partie C-terminale dans la reconnaissance de l’ADN.  
Alors que la reconnaissance spécifique de l’ADN par la protéine hTHAP1 est expliquée par la 
structure du complexe formé par le domaine THAP de hTHAP1 et sa cible ADN, de nouvelles données 
génétiques sont apparues au cours de l’année 2009 (Bonetti et al., 2009, Bressman et al., 2009, 
Djarmati et al., 2009, Fuchs et al., 2009, Houlden et al., , Xiao et al., 2010). En effet, comme cela a été 
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décrit précédemment, un grand nombre de mutations ont été identifiées sur le gène codant hTHAP1 
chez des patients atteints par la dystonie DYT6, une maladie génétique neurologique entraînant 
l’apparition de mouvements incontrôlés. Ces mutations sont réparties sur les zones de la protéine 
impliquées dans la fonction biologique de hTHAP1 (domaine THAP, séquence de localisation nucléaire, 
boite HBM, domaine coiled coil). Il a été suggéré que l’apparition de la dystonie DYT6 soit corrélée à la 
perte de fonction de la protéine hTHAP1 dans les neurones, amenant à une dérégulation 
transcriptionnelle médiée par hTHAP1 (Tamiya, 2009). La dystonie DYT6 n’est pas le seul exemple de 
dystonie pour laquelle l’hypothèse d’une dérégulation transcriptionnelle est l’origine de la maladie 
puisque pour la dystonie DYT3, un type de dystonie liée au chromosome X, une réduction de 
l’expression de l’isoforme neurone spécifique de la protéine TAF-1 semble aussi être responsable d’une 
dérégulation transcriptionnelle dans les neurones (Makino et al., 2007). 
Au cours de mes travaux de thèse, nous nous sommes particulièrement intéressés aux 
mutations ponctuelles du domaine THAP de hTHAP1 identifiées chez les patients présentant le 
phénotype DYT6. Ces mutations sont au nombre de dix et sont réparties sur la séquence du domaine 
THAP. Ainsi, nous montrons que ces mutations vont avoir des conséquences sur la stabilité du domaine 
THAP et sur la reconnaissance spécifique de l’ADN réalisée par le domaine THAP. Nous avons pu 
mettre en évidence que la stabilité de la protéine est contrôlée par l’interface qui relie le module de 
coordination du zinc, le  cœur hydrophobe de la protéine et le motif AVPTIF C-terminal. Les mutations 
entraînant une variation dans la  stabilité du domaine THAP sont systématiquement associées à la 
perturbation de cette interface. D’autres mutations n’affectant pas (ou peu) la stabilité de la protéine 
sont retrouvées dans les boucles dynamiques et exposées au solvant du domaine THAP de hTHAP1, 
ces mutations ont été examinés au cas par cas, et nous proposons, pour chacune d’entre elle, des 
hypothèses basées sur l’analyse des résultats obtenus et sur les structures en solution du domaine 
THAP et du complexe hTHAP1-RRM1. Par exemple, le mutant N12K est le seul qui présente une 
affinité apparente pour l’ADN plus importante que celle observée pour la protéine sauvage. Nous 
proposons que celui-ci présente une affinité non spécifique plus importante (à vérifier) et qu’un défaut 
de ciblage de l’ADN spécifique soit à l’origine de la dérégulation transcriptionnelle entraînant le 
phénotype DYT6. Chacune de ces mutations a un effet mineur sur la fonction du domaine THAP de 
hTHAP1, de plus, ces mutations sont des mutations hétérozygotes pour la plupart. Ceci suggère qu’une 
partie de la population protéique dans la cellule sera fonctionnelle et deux hypothèses peuvent être 
formulées : (i) soit la quantité de protéine hTHAP1 dans la cellule doit être précisément régulée pour 
que la fonction de la protéine hTHAP1 soit correctement réalisée ; (ii) soit la formation de dimère 
 201 
CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 
fonctionnel de la protéine hTHAP1 séquestre la protéine sauvage dans des complexes non 
fonctionnels. Pour pouvoir tester ces deux hypothèses, il serait intéressant de réaliser des expériences  
en modèle cellulaire neuronal dans lequel on pourrait réaliser la surexpression des protéines hTHAP1 
mutées.   
 Des mutations du gène hTHAP1, observées chez les patients atteints par la dystonie DYT6, ont 
aussi été identifiées dans d’autres régions jouant le rôle d’interface de contacts avec d’autres 
partenaires protéiques. Par exemple, des mutations, retrouvées sur la séquence de localisation 
nucléaires, devraient perturber la localisation nucléaire de la protéine mutée et il serait possible de 
vérifier la localisation sub-cellulaire de cette protéine mutée par des expériences d’immunofluorescence. 
De même, d’autres mutations sont situées au niveau de la boîte HBM, la séquence impliquée dans la 
reconnaissance de HCF-1, un effecteur transcriptionnel partenaire de hTHAP1. L’observation des ces  
mutations suggère que la perte de fonction de la protéine hTHAP1 peut être liée, dans ce cas, à la perte 
de l’interaction avec le domaine Kelch N-terminal de HCF-1, impliqué dans la reconnaissance de la 
boîte HBM (Knez et al., 2006) de certaines protéines de la famille E2F comme E2F4 présentant aussi 
une boîte HBM. Il serait très intéressant d’étudier au niveau structural l’interaction entre le domaine 
Kelch de HCF-1 et la boîte HBM de hTHAP1. De même, la perte de l’interaction entre hTHAP1 et HCF-
1 pourra aussi être étudiée en modèle cellulaire puisqu’il a récemment été montré que cette interaction 
est nécessaire pour l’activation de la transcription du gène RRM1 (Mazars et al., 2010). Enfin, certaines 
mutations sont retrouvées au niveau du domaine coiled coil C-terminal et ces mutations entraînent 
certainement des problèmes pour la formation de dimères de la protéine hTHAP1.  
 D’autre part, il est peu vraisemblable que le phénotype DYT6 soit associé à une dérégulation 
transcriptionnelle du gène RRM1, gène codant pour une protéine plutôt impliquée dans la synthèse 
d’ADN lors de la phase S. Il apparaît donc nécessaire d’identifier le gène (ou l’ensemble de gènes)  
dérégulé(s) dans les neurones des patients atteints par la maladie DYT6, qui devrait présenter sur sa 
séquence promotrice un (ou des) site THABS. Cette étape est cruciale afin de comprendre les 
mécanismes entraînant le mauvais fonctionnement des voies motrices chez ces patients. L’explication 
des mécanismes situés en aval de la dérégulation transcriptionnelle médiée par hTHAP1 entraînant la 
dégradation de l’information motrice pourrait, on l’espère, contribuer au développement et la mise en 
place de solutions permettant de traiter cette maladie qui reste pour l’instant incurable. 
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 En combinant toutes les informations disponibles sur la protéine hTHAP1, qu’elles soient 
fonctionnelles, génétiques et structurales, le rôle de la protéine hTHAP1 au sein de la cellule commence 
à être compris. Cependant, de nombreuses études supplémentaires sont nécessaires pour comprendre 
et intégrer le rôle des protéines de la famille THAP dans la cellule.  
 































Annexe 1- Biologie moléculaire 
Pour le domaine THAP de hTHAP1 : 
 
 Nous avons généré toutes les constructions que nous avons utilisé à partir du plasmide 
pET26BII-THAP1-90 qui permet l’expression du domaine THAP 1-90 de hTHAP1. Nous disposions 
aussi du plasmide pET26BII vide qui offre une possibilité d’insertion entre les sites de restriction NdeI et 
XhoI. Dans tous les cas, des amorces permettant de générer par PCR un insert ayant ces deux sites de 
restrictions ont été dessinées.  
Schéma du programme PCR : 
 
 
Liste des oligonucléotides utilisés: 
Séquence 5’» 3’ Nom 
  
GGAGATATACATATG GTGCAGTCCT 1-63 sens 
TTGCACTCCTCGAGAAAGCAGTCTGGAGTAAA 1-63 antisens 
GGAGATATACATATG GTGCAGTCCT 1-81 sens 
GCTCAGTCTCGAGAAATATTGTGGGCA 1-81 antisens 
TTTACTCCAGACAGCTTTAAGAGAGA C62S sens 
TCTCTCTTAAAGCTGTCTGGATAAA C62S antisens 
TTAAGAGAGAGAGCAACAACAAGTT C67S sens 
AACTTGTTGTTGCTCTCTCTCTTAA C67S antisens 
CAGAGCACTTTACTCCAGACA C62S PASA 
GACTGCTTTAAGAGAGAGA C67S PASA 
TGCGACAATCTATCGCTTGTATGGGAA Kan Antisens 
TATACATATGGTGCAGTCCTGCTTCGCCTAC S6F Nter 
TATACATATGGTGCAGTCCTGCTCCGCCTGCGGCTGC Y8C Nter 
TATACATATGGTGCAGTCCTGCTCCGCCTACTGCTGCAAGAAC G9C Nter 
GCTGCAAGAAACGCTACGACAAGGAC N12K Sens 
GTCCTTGTCGTAGCGTTTCTTGCAGC N12K antisens 
CGCTACGACAAGGGCAAGCCCGTTTCT D17G sens 
AGAAACGGGCTTGCCCTTGTCGTAGCG D17G antisens 
GGACAAGCCCGTTACTTTCCACAAG S21T sens 
CTTGTGGAAAGTAACGGGCTTGTCC S21T antisens 
CTTTCCACAAGTTTCGTCTTACTCGACCC P26R sens 
GGGTCGAGTAAGACGAAACTTGTGGAAAG P26R antisens 
CCTCTTACTCAACCCAGTCTTTGTAAAG R29Q sens 
CTTTACAAAGACTGGGTTGAGTAAGAGG R29Q antisens 
GTAAAGAATGGGAGGCAACTGTCAGAAGAAAAAAC A39T sens 
GTTTTTTCTTCTGACAGTTGCCTCCCATTCTTTAC A39T antisens 




Pour les réactions de PCR, nous avons utilisé le mélange suivant : 5µl de tampon 5X Taq Pfu 
(Promega), 4µl d’une solution de dNTP à 2,5 mM, 1,5µl de chacun des oligonucléotides préalablement 
préparés à 100 µM, 33 µl d’eau milliQ, 2 µl du plasmide (0,1 mg/ml) et 1 µl d’une solution de Taq Pfu 
commerciale (Promega). Le résultat est visualisé sur gel TAE-Agarose 1% coloré au BET. Dans 
certains cas, le produit PCR est purifié à partir du gel en utilisant un kit commercial Quiagen. Par la 
suite, l’insert est digéré par les enzymes de restriction NdeI et XhoI (Promega) pendant deux heures à 
37°C, tout comme le plasmide pET26BII vide. Ensuite, une réaction de ligation est réalisée entre le 
plasmide et l’insert préalablement digéré en utilisant la T4 DNA ligase (Promega), la réaction se déroule 
à température ambiante pendant 12h. Le produit de ligation est ensuite précipité à l’éthanol puis repris 
dans de l’eau milliQ avant électro-transformation dans des bactéries E. coli TOP10 électro-
compétentes. Ensuite, les bactéries transformées sont sélectionnées sur milieu solide LB-Agar 
contenant 50 µg/ml kanamicyne. Le lendemain, les clones résistants sont directement criblés par PCR. 
Les clones positifs sont mis en culture liquide durant 12h (50 ml LB, 50 µg/ml kanamicyne). Puis, le 
plasmide est purifié en utilisant un kit commercial Quiagen. Par la suite, le plasmide est dosé, vérifié par 
PCR et par digestion avec les enzymes de restriction NdeI et XhoI. Enfin, un séquençage de la partie 
codante pour la protéine du plasmide est réalisé (MilleGen, Labège). 
Pour le domaine THAP de hTHAP11 : 
Le clonage du domaine THAP de hTHAP11 a été réalisé dans le vecteur pGEX4T2 qui permet 
d’exprimer une la protéine de fusion GST-THAP11 (uniquement le domaine THAP). Pour cela, le 
domaine THAP de hTHAP11 a été sous cloné à partir d’un vecteur permettant l’expression de hTHAP11 
entière qui a été fourni par R. Mazars (équipe de biologie vasculaire, IPBS). Pour cela, nous avons 
réalisé une réaction de PCR en utilisant les oligonucléotides suivants : 
 5’-GATATAGGATCCCCTGGCTTTACGTGCTGCG-3’  
5’-ACGCGGCTCCGAGTCAGAGGAAGATGGTGGGGCA-3’ 




Annexe 2- Expression, purification et conditionnement de la protéine 
  
Pour le domaine THAP de hTHAP1 
Test d’expression 
 
 Le plasmide pET26BII est un plasmide optimisé pour l’expression de protéines recombinantes 
chez E. coli BL21 DE3 puisque l’insert est en aval d’un promoteur T7 dont l’expression est contrôlée  
par un système inductible par le lactose (ou IPTG, analogue non métabolisable). Il permet d’exprimer la 
protéine en fusion avec une étiquette 6 histidines qui est clivable par la thrombine.  
Pour chaque construction, des bactéries E. coli BL21 DE3 électro-compétentes sont électro-
transformées par le plasmide d’intérêt et sélectionnées sur milieu solide (LB-Agar 50 µl/ml 
Kanamicyne). Ensuite, un test d’expression est réalisé en milieu riche LB (dans un petit volume 2ml) à 
partir d’une colonie isolée. La croissance des bactéries est suivie par densité optique à 600 nm puis une 
induction de la production de protéine est réalisée, en ajoutant 1mM IPTG (final) pendant la phase 
exponentielle de croissance (DO600 = 0,6-0,8). Après 4h d’induction, les protéines totales avant et après 
induction sont analysées sur gel SDS-PAGE 14%. Si le test est concluant, un stock glycérol est réalisé 




 Pour le marquage isotopique, la protéine a été exprimée en milieu minimum M9 dans lequel la 
seule source de carbone est du glucose et la seule source d’azote est du sulfate d’ammonium. Les 
faibles taux d’expression observés ( ~ 2mg de protéine pure par litre de culture) nécessite de 
complémenter le milieu avec de la celtone qui n’est autre qu’un mélange d’acides aminés et de 
précurseurs métaboliques. Nous disposions de Celtone 15N et de Celtone 15N 13C. 
 
Composition du milieu minimum : M9 1X, MgCl2 (2 mM), CaCl2 (0,1 mM), EDTA (0,5 g/L), glucose (2 
g/l), sulfate d’ammonium (2 g/l), oligoélément 1X, vitamines 1X, celtone (1 g/l), kanamicyne 50 µg/ml. 
M9 5X : Na2HPO4 (64 g/l), KH2PO4 (15 g/l), NaCl (2,5 g/l) 
Oligoéléments 100X : EDTA (5 g/l), CaCl2 (6 g/l), CuSO4 (440 mg/l), MnCl2 (1,2 g/l), H3BO3 (20 mg/l), 
ZnSO4 (700 mg/l), FeSO4 (6 g/l), acide ascorbique (200 mg/l) 
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Vitamines 1000X : thiamine (25 mg/ml), riboflavine (1 mg/ml), niacinamide (1 mg/ml), pyridoxal (0,1 
mg/ml), cobalamine  (0,01 mg/ml), D-biotine (1 mg/ml), acide panthothénique (1 mg/ml),acide folique 
(0,1 mg/ml). 
 
Classiquement, une préculture est réalisée pendant 12h à 37°C en ensemençant 50 ml de 
milieu minimum avec 200 µl de stock glycérol. Le lendemain, 2 litres de milieu minimum sont 
ensemencés au centième avec la préculture et placés à 37°C sous agitation 200 rpm. Les cultures sont 
toujours réalisées dans des conditions favorisant l’oxygénation, on place 500 ml de milieu dans un 
erlenmeyer bafflé de 2L. La cinétique de croissance est suivie par DO600 et la culture est induite 
pendant la phase exponentielle de croissance avec de l’IPTG (1 mM) pendant 4h. En fin de culture, les 
bactéries sont culotées par centrifugation (4000g, 10 min), reprises dans du tampon (Tris 50 mM pH 
7,9, NaCl 300 mM, Imidazole 20 mM, β-mercapto-éthanol 2,6 mM), congelées dans de l’azote liquide 




 Après décongélation des bactéries, différents agents sont ajoutés : triton X100 (0,1%), 
lysozyme (0,1 mg/ml), PMSF (0,5 mM) et benzamidine (0,5 mM). Le mélange est ensuite placé sous 
agitation douce à 4°C pendant 30 min. Ensuite, les bactéries sont cassées par sonication. Enfin, le lysat 
est soumis à une centrifugation à 35000 g pendant 1h à 4°C. Le surnageant est ensuite filtré sur filtre 
0,2 µm et constitue l’extrait protéique total. 
 
Purification du domaine THAP 
 
 Le domaine THAP est purifié en utilisant deux étapes de chromatographies qui sont réalisées à 
4°C sur un équipement FPLC.  
 
Purification 1 sur colonne de Ni2+ 
 L’extrait protéique total est soumis à une première étape de chromatographie d’affinité pour le 
nickel. Voici la composition des deux tampons utilisés : 
- Tampon A : Tris 50 mM pH 7.9, NaCl 300 mM, β-MeOH 2mM, 20 mM Imidazole 
- Tampon B: Tris 50 mM pH 7.9, NaCl 300 mM, β-MeOH 2mM, 300 mM Imidazole 
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Chaque chromatographie est réalisée de façon automatisée. Ci-dessous, on a un exemple de 
chromatogramme obtenu à l’issu de la première étape de chromatographie. 
 
 La protéine est spécifiquement éluée avec 80% de tampon B soit environ 250 mM imidazole 
puisque le dernier pic de DO280 correspond essentiellement à la protéine d’intérêt.  
 
Dialyse et clivage 
 Les fractions renfermant la protéine d’intérêt sont regroupées puis dialysées contre un tampon 
Tris 50 mM pH 7,4, NaCl 150 mM, DTT 2mM pendant 12h à 4°C. Ensuite, la fraction protéique est 
concentrée jusqu’à 2 ml par centrifugation en utilisant un filtre 5 kDa (Vivaspin). La fraction concentrée 
est dosée (ε280 = 9970 M-1.cm-1) puis 4 unités de thrombine (Novagen) sont ajouté par milligramme de 
protéine. La protéolyse se déroule pendant 2h à température ambiante sous agitation modérée puis 
pendant 12h à 4°C. 
 
Purification 1 sur colonne d’exclusion 
 Enfin, la fraction protéique digérée est soumise à une chromatographie d’exclusion Hi-load S75 
(Amersham Pharmacia) dans un tampon Tris 50 mM pH 7,2 ou 6,8, NaCl 150 mM ou 30 mM, DTT 
2mM. 
 Ci-dessous, le chromatogramme obtenu lors de la seconde étape de purification est représenté. 
Le pic le plus important renferme la protéine d’intérêt. Un gel SDS PAGE coloré à l’argent est aussi 
représenté (1 et 5 : marqueurs de poids moléculaires, 2,3 et 4 : fractions correspondant au centre du 
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pic). On peut voir sur ce gel coloré au nitrate d’argent que la protéine est totalement pure après cette 
deuxième étape de purification. 
  
 
Conditionnement de la protéine pour la RMN 
 
 Après la deuxième étape de purification, la protéine est concentrée par centrifugation à travers 
une membrane vivaspin 5kDa jusqu’à un volume d’environ 400 µl. La protéine est ensuite lavée 7 fois 
par son volume avec du tampon RMN haute force ionique (Tris D11 50 mM pH 6,8, NaCl 250 mM, DTT 
D 3mM). Ensuite, on dose la protéine, on ajoute de l’azide de sodium (0,01%), du D20 (10%) puis on 
place l’échantillon dans un tube RMN Shigemi. 
 




 L’expression du domaine THAP de hTHAP11 a été réalisée en utilisant des bactéries E. coli 
BL21 DE3 et le milieu minimum auto-inductible (Studier, 2005). 
Composition du milieu minimum : Tampon NaKHPO4 pH 7.4 (50 mM), Na2SO4 (5 mM), NH4Cl (2 g/l), 
MgSO4 (2 mM), Glycérol (0,5%), Glucose (0.05%), α-Lactose (0,5%), Oligoéléments 1X, Vitamines 1X, 
Ampicilline 50 µg/ml. 
1        2        3        4       5  
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La culture est réalisée pendant 72h à 20°C en ensemençant 250 ml de culture avec 1ml de 




Les bactéries sont ensuite culotées par centrifugation (3000g, 10min), reprise dans du tampon 
PBS complémenté en DTT (2mM), congelées dans de l’azote liquide puis stockées à -80°C.  
La lyse des bactéries est réalisée par sonication (comme pour le domaine THAP de hTHAP1) 
puis un extrait protéique total est préparé par centrifugation (35000g, 1h). 
Ensuite, la protéine est soumise à une première étape de purification par affinité pour le glutathion. 
Tampon de charge : PBS, DTT 2 mM 
Tampon d’élution : Tris 100 mM pH 7.8, Glutathion réduit 10 mM, DTT 2mM 
Ensuite, la fraction d’intérêt est concentrée, dosée et clivée par la thrombine (comme pour hTHAP1).  
Enfin, une deuxième étape de purification par colonne d’exclusion Hi-load S75 (Amersham Pharmacia) 
est réalisée dans du tampon Tris 50 mM pH 7.2, NaCl 150 mM, DTT 2 mM. 
La protéine est ensuite conditionnée pour la RMN dans un tampon Tris D 50 mM pH 6.8, NaCl 50 mM, 
















Annexe 3- Préparation du complexe hTHAP1 - ADN 
 
Préparation de l’ADN 
 
 L’ADN est commandé sous la forme de simple brin dessalé et lyophilisé (MWG, Eurofins). Le 
constructeur dose la quantité d’ADN produite. Les simples brins sont repris dans du tampon Tris D 20 
mM, NaCl 80 mM, DTT D 1 mM, mélangés en quantité équimolaires, hybridés puis des aliquots de 100 
nmoles de double brin sont préparés puis lyophilisés.   
 
Nom du double brin Brin 1 (5’>>3’) Brin 2 (5’>>3’) 
THABS 14 bp CAAGTATGGGCAAG CTTGCCCATACTTG 
RRM1 16 mer GCTTGTGTGGGCAGCG CGCTGCCCACACAAGC 
THABS 18 bp CGCAAGTATGGGCAAGCG CGCTTGCCCATACTTGCG 
 
 
Formation du complexe protéine-ADN 
 
La formation du complexe est suivie par 2D 15N HSQC. La protéine est conditionnée dans du 
tampon RMN haute force ionique et on va ajouter une quantité équimolaire d’ADN double brin 
lyophilisé. Ensuite, la force ionique de l’échantillon est abaissée par des cycles de dilution (avec du 
tampon RMN NaCl 10 mM), concentration. Lorsque la force ionique est abaissée, on ajoute du D2O 














Annexe 4 - Expériences RMN 
 
Expériences Spectromètre Observations 
2D 15N HSQC 600-700 Repliement – titration - échange H/D 
2D 13Cali HSQC 600-700 Attribution séquentielle 
2D 13Caro HSQC 950 Attribution  séquentielle 
3D 15N HSQC TOCSY 600 Attribution séquentielle 
3D HCCH TOCSY 600 Attribution séquentielle 
3D HNCA 600 Attribution séquentielle 
3D HNCOCA 600 Attribution séquentielle 
3D HNCACB 600 Attribution séquentielle 
3D CBCACONH 600 Attribution séquentielle 
3D HCCCoNH TOCSY 600 Attribution séquentielle 
3D 15N HSQC NOESY 950 Attribution NOE 
3D 13Cali HSQC NOESY 950 Attribution NOE 
3D 13Caro HSQC NOESY 950 Attribution NOE 
3D HNCO 600 Attribution séquentielle 
2D 15N HSQC IPAP 600 RDC H-N 
3D 1J C’Cα HNCO IPAP 600 RDC C’-Cα 
2D 15N HSQC T1 600 Inversion recovery – Relaxation T1 
2D 15N HSQC T2 600 CPMG – Relaxation T2 
2D 15N HSQC HetNOE 600 Heteronuclear NOE - Relaxation 
2D NOESY 950-700 100%H20 et 100%D2O - Attribution DNA 
2D TOCSY 700 Attribution DNA 
3D [f1,f3] 13C filtrée éditée NOESY HSQC 600 Recherche de NOE intermoléculaire 
 
 
Le traitement informatique des spectres est réalisé avec Topspin ou NMRPipe. 
Pour l’attribution des résonances, nous avons utilisé le logiciel Cara et nous avons créé un 
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Résumé :  
La famille des protéines THAP est caractérisée par la présence d’un motif protéique, le domaine THAP. Le 
domaine THAP de la protéine hTHAP1 défini un nouveau motif de coordination du zinc de type C2CH 
responsable de l’activité de liaison à l’ADN nécessaire pour la fonction de facteur de transcription de la protéine 
hTHAP1, plus particulièrement impliqué dans la régulation de la prolifération cellulaire. Le domaine THAP est 
caractérisé sur le plan structural par un repliement atypique présentant une coordination tétraédrique du zinc et 
une longue insertion entre les deux paires de ligand du zinc adoptant un repliement de type βαβ. Le mode de 
reconnaissance spécifique de l’ADN du domaine THAP a été élucidé par Résonance Magnétique Nucléaire. Ce 
domaine reconnaît la cible ADN consensus 5’-TXXGGGCA-3’  en établissant des contacts bases spécifiques par 
l’intermédiaire de son extrémité N-terminale, son brin β, la boucle L3 et la boucle L4. La résolution de structure du 
complexe THAP-ADN permet de comprendre comment le domaine THAP va reconnaître spécifiquement l’ADN, 
l’étape initiale permettant la régulation transcriptionnelle réalisée par hTHAP1. Récemment, des mutations sur le 
gène de hTHAP1 ont été génétiquement reliées à l’apparition d’une maladie neurodégénérative, la dystonie 
DYT6. Certaines de ces mutations perturbent la fonction du domaine THAP de hTHAP1 mettant ainsi en 
évidence que l’activité de liaison à l’ADN de hTHAP1 et la fonction de hTHAP1 sont cruciales pour le maintien de 
l’intégrité des voies neuronales motrices.  
Abstract : 
The THAP protein family is characterized by the presence of a protein motif designed the THAP domain. The 
THAP domain of hTHAP1 defines a new C2CH zinc coordination motif responsive of the DNA binding essential 
for transcription factor function of the hTHAP1 protein implicated in cell proliferation regulation. On the structural 
frame, the THAP domain is characterized by an atypical fold including C2CH zinc coordination and the long 
insertion between the two zinc ligand pairs adopt a βαβ fold. Specific DNA binding mode has been structurally 
characterized using Nuclear Magnetic Resonance. This domain binds to 5’-TXXGGGCA-3’ consensus DNA 
target establishing bases specific contacts using its N-terminal loop, its β-sheet, its loop L3 and its loop L4. 
Solution structure of the THAP-DNA complex explain how the THAP domain binds specifically to DNA, the first 
step of the transcriptional regulation mediated by hTHAP1. Recently, mutations in hTHAP1 gene have been 
genetically linked to the development of dystonia DYT6, a neurodegenerative disease. Some of these mutations 
disrupt THAP domain of hTHAP1 function highlighting that the DNA binding activity of hTHAP1 and hTHAP1 
function are essential to maintain motor neuronal ways.  
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